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RESUMO 
 
 
Visando limitar o aumento da temperatura global, políticas de 
descarbonização para redução da emissão de gases causadores do efeito estufa 
e extinção do uso de fontes fósseis têm sido adotadas mundialmente. Para 
atingir sua meta, o governo brasileiro visa reestruturar sua matriz energética, 
incentivando o desenvolvimento de tecnologias que empregam energia 
renovável. O etanol de segunda-geração (2G), produzido a partir dos 
polissacarídeos que compõem a parede celular vegetal, é uma promissora 
alternativa na produção de combustíveis gerados de fontes renováveis e de 
resíduos lignocelulósicos produzidos em abundância pela agroindústria. O 
desenvolvimento de linhagens microbianas eficientes, capazes de converter o 
açúcar de cinco carbonos xilose em etanol é um passo essencial na viabilização 
da tecnologia de etanol 2G. Nesse trabalho, utilizamos a linhagem industrial de 
Saccharomyces cerevisiae PE-2, condicionada ao processo 1G no Brasil, como 
plataforma para introdução dos genes relacionados a via de consumo de xilose. 
Para esse fim, foram construídas linhagens utilizando as duas vias conhecidas 
de conversão de xilose: a via Xilose Redutase – Xilitol Desidrogenase (XR-XDH) 
e a via Xilose Isomerase (xylA). Utilizando procedimentos de engenharia 
metabólica e evolutiva, nós construímos uma série de linhagens com eficiente 
conversão de xilose em etanol, apresentando rendimentos de até 0,46 g etanol/g 
xilose. Diferentes abordagens visando a regulação do balanço redox e 
otimização da produção de etanol em linhagens contendo os genes da via XR-
XDH foram aplicadas, bem como foram avaliadas as perturbações geradas pelas 
diferentes manipulações genéticas. Em linhagens contendo a via da xilose 
isomerase, o sequenciamento genômico de linhagens isoladas de experimentos 
de evolução adaptativa independentes identificou amplificações in tandem de 16 
a 43 cópias de xylA integradas no genoma. Entre as mutações pontuais 
identificadas, a inativação de ISU1, que codifica uma proteína mitocondrial 
envolvida na montagem de clusteres de Fe-S e de SSK2, componente da via de 
osmorregulação MAPKKK, confere as linhagens a capacidade de consumir 
xilose sem a necessidade do procedimento de evolução. Além disso, a adição 
do íon Fe2+ aumenta a capacidade fermentativa de xilose mesmo de células não 
evoluídas, identificando um potencial aditivo para tecnologias de segunda-
geração. Além de ISU1 e SSK2, foram identificadas mutações na ciclina G1 
CLN3, no regulador transcricional TUP1, no componente da via das pentoses 
fosfato ZWF1 e em NAB3, envolvido na formação de mRNAs, snRNAs e 
snoRNAs. As relações encontradas entre essas diferentes vias metabólicas 
evidenciam diversas soluções evolutivas conectadas ao mesmo sistema de 
sinalização para regulação da fermentação de xilose. A identificação de novas 
mutações relacionadas ao consumo de xilose permite o desenvolvimento de 
novos alvos metabólicos para a engenharia racional de leveduras, além de 
reforçar a compreensão da base genética e da interação da complexa rede 
metabólica envolvida na fermentação de xilose em S. cerevisiae. As informações 
obtidas podem ser utilizadas na construção de cepas com maior capacidade de 
assimilação de xilose, apropriadas para serem utilizadas na produção e 
viabilização da tecnologia de etanol 2G. 
Da Ciência à Indústria - a levedura desenvolvida nesse trabalho 
atualmente é utilizada industrialmente na conversão dos açúcares provenientes 
da biomassa em etanol 2G. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
ABSTRACT 
 
 
In order to limit global temperature warming, decarbonization policies to 
mitigate greenhouse gas emissions and to extinguish the use of fossil fuels have 
been adopted worldwide. The Brazilian government aims to restructure its energy 
matrix, encouraging the development of renewable energy technologies. Second 
generation ethanol (2G), produced from polysaccharides from plant cell wall, is a 
promising alternative for production of fuels obtained from renewable sources 
and lignocellulosic wastes produced in abundance by the agroindustry. The 
development of efficient microbial strains capable of converting the five-carbon 
sugar xylose into ethanol is an essential step in the 2G ethanol technology. In 
this work, we used the industrial strain Saccharomyces cerevisiae PE-2, 
conditioned to the 1G process in Brazil, as a platform for introducing the genes 
from xylose consumption pathway. Strains were constructed using the two xylose 
conversion pathways: the Xylose Reductase and Xylitol dehydrogenase (XR-
XDH) pathway and the Xylose Isomerase (xylA) pathway. Using metabolic and 
evolutionary engineering procedures, we constructed several efficient xylose-to-
ethanol conversion strains with yields of 0.46 g ethanol/ g xylose. Different 
approaches for adjusting the redox balance and optimization of ethanol 
production in XR-XDH strains were applied, and the perturbations generated by 
different genetic manipulations were evaluated. Whole-genome sequencing of 
strains harboring the xylose isomerase pathway, isolated from independent 
adaptive evolution experiments identified in tandem amplifications of 16 to 43 
xylA copies integrated into the genome. The inactivation of ISU1, which encodes 
a mitochondrial scaffold protein in the assembly of Fe-S clusters and SSK2, a 
member of the MAPKKK signaling pathway, confers the yeast cells the ability to 
metabolize xylose without adaptive evolution. Furthermore, addition of Fe2+ ion 
improved xylose fermentation even by non-evolved cells, identifying a potential 
additive for second-generation technologies. Besides ISU1 and SSK2, point 
mutations were identified in G1 cyclin CLN3, the transcriptional regulator TUP1, 
the pentose phosphate pathway member ZWF1 and NAB3, required for 
termination of mRNAs, snRNAs and snoRNAs transcripts. The interactions found 
between these different metabolic pathways show diverse evolutionary solutions 
connected to the same signaling system for xylose metabolism regulation. The 
new mutations related to the xylose consumption allows the development of key 
metabolic targets for rational engineering of yeast cells, and allows the 
uncovering of the genetic basis and the complex regulatory network interaction 
involved in the xylose fermentation in S. cerevisiae strains. This information can 
be used for construction of strains with higher performance in xylose 
fermentation, suitable for 2G ethanol production.  
From Science to Industry – the yeast developed in this work is currently 
industrially used in the conversion of sugars from biomass to 2G ethanol. 
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1. Introdução geral 
 
 
1.1 – O cenário mundial e o conceito de Biorrefinaria 
 
Tornou-se um consenso mundial a necessidade de substituição do 
petróleo por fontes alternativas de energia, especialmente advindas de fontes 
renováveis. Os motivos são de ordem econômica, como o custo cada vez 
mais elevado para a extração de novas reservas (e.g. o pré-sal), associados 
principalmente a preocupações envolvendo os prejuízos causados ao meio 
ambiente. Em 2016, os níveis de CO2 na atmosfera ultrapassaram a marca 
de 400 ppm, uma condição considerada alarmante, segundo o Instituto 
Scripps de Oceanografia da Universidade da Califórnia em San Diego, nos 
Estados Unidos (Scripps Institutions of Oceanography 2016; Abas et al. 
2015).  
Visando limitar o aumento da temperatura global em 2 ºC até o final do 
século, alguns países têm anunciado políticas de descarbonização para 
reduzir a emissão de gases causadores do efeito estufa (GHG), 
principalmente o CO2. Recentemente, na 21ª Conferência das Partes 
(COP21), realizada em Paris, 195 países aprovaram um acordo de 
comprometimento da redução das emissões. Cada nação apresentou sua 
proposta de contribuição da redução de emissões de acordo com o cenário 
econômico de cada país signatário, incluindo China e EUA, responsáveis por 
cerca de 40% das emissões mundiais (Paris agreement, 2015). A meta do 
governo brasileiro visa reestruturar sua matriz energética, aumentando até 
45% o uso de tecnologias que empregam energia renovável, além da 
recuperação e reflorestamento de uma área de 12 milhões de hectares de 
florestas até 2030. O Brasil tem como compromisso reduzir em 37% as 
emissões até 2025 e em 43% até 2030, ambos em comparação aos níveis 
detectados no ano de 2005. O compromisso assinado pelo Brasil prevê uma 
completa renovação de sua matriz energética até 2100, com a extinção do 
uso de fontes fósseis (Brazil’s INDC – UNFCCC, 2015). 
Entretanto, estima-se que as emissões globais de GHG resultarão em 
um aumento de 1,5 ºC até 2030 e de 2 ºC até 2050 da temperatura mundial, 
levando em conta as metas atuais propostas pelos países signatários do 
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COP21. A alteração climática gerada por esse aumento impactará na 
produção de alimentos, recursos hídricos, saúde humana, entre outros 
setores, aumentando a relevância em ações voltadas para a substituição de 
fontes fósseis de energia e redução de emissões de gases causadores do 
efeito estufa (Watson et al., 2016). Nesse contexto, uma promissora fonte 
renovável com capacidade de ser utilizada em larga escala pela indústria é a 
biomassa. A energia solar recebida e estocada como carbono em materiais 
lignocelulósicos através da fotossíntese é uma alternativa mais limpa e com 
enorme potencial de substituir os combustíveis fósseis (Demain et al. 2005). 
Análogo ao petróleo, a biomassa vegetal também é uma mistura 
complexa de compostos quimicamente distintos que podem ser fracionados 
gerando componentes com aplicações específicas. Do mesmo modo que 
uma refinaria petroquímica produz uma grande variedade de produtos 
derivados do petróleo bruto, os mesmos princípios podem ser aplicados a 
uma refinaria baseada em biomassa (Santos & Pereira, 2013). Uma 
biorrefinaria tem a capacidade de utilizar diferentes matérias-primas, 
dependendo de sua disponibilidade e preço de mercado, podendo substituir 
de forma eficiente todos os derivados de origem fóssil (Madsen, 2007).  
Biorrefinaria pode ser definida como "uma facility para atingir grande 
escala de produção integrada de combustíveis, energia elétrica e químicos a 
partir de biomassa" (Madsen, 2007). Um polo de biorrefino busca integrar a 
produção de uma grande quantidade de matéria-prima renovável e de baixo 
custo a tecnologias de extração e conversão dos açúcares presentes na 
biomassa lignocelulósica em etanol e outros produtos bioquímicos. Para esse 
fim, microrganismos podem ser utilizados como plataformas eficientes na 
conversão de açúcares da biomassa em produtos de alto valor agregado. O 
desenvolvimento de linhagens microbianas eficientes e que podem ser 
utilizadas como biocatalisadoras em fermentações é o principal componente 
para a construção de biorrefinarias (Hong & Nielsen, 2012).  
Nesse contexto, a levedura Saccharomyces cerevisiae tem recebido 
papel de destaque devido a robustez e tolerância a condições e estresses de 
fermentações industriais, como resistência a baixo pH, altas concentrações 
de etanol, estresse oxidativo, entre outros. A levedura S. cerevisiae é 
considerada um organismo modelo de célula eucariótica, representante 
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clássico da categoria GRAS (Generally Recognized As Safe) e possui 
fundamental importância nos processos fermentativos para produção de 
diferentes compostos de interesse biotecnológico, principalmente na 
conversão de açúcares em etanol. 
A facilidade de manipulação genética desse organismo e o uso de 
ferramentas de edição do genoma, em sinergia com biologia de sistemas e 
biologia sintética tem possibilitado a inclusão de novas rotas metabólicas 
para a produção de vacinas, fármacos (e.g. insulina), além de combustíveis e 
químicos como etanol, biobutanol, biodiesel, 1,2-propanediol, ácido succínico, 
ácido pirúvico, entre outros (Rao et al., 2008; Raab et al., 2010; Ng et al., 
2012; Hong & Nielsen, 2012; Brat & Boles, 2013; Nielsen et al., 2013; Otero 
et al., 2013; Kim et al., 2014).  
 
 
 
Figura 1: S. cerevisiae como plataforma para biorrefinarias. Modelo proposto 
para uma biorrefinaria baseada em biomassa lignocelulósica. Açúcares de cinco e 
seis carbonos, constituintes das cadeias de celulose e hemicelulose podem ser 
convertidos por linhagens modificadas de S. cerevisiae em diferentes compostos 
químicos de aplicação industrial, substituindo derivados petroquímicos. 
 
Além da inclusão de vias para a produção de novos compostos, a fim 
de ser utilizada industrialmente, outras modificações podem ser necessárias. 
15 
 
 
 
Por exemplo, o aumento da tolerância a inibidores ou estresses, manutenção 
ou regulação do balanço redox e ampliação de substratos que podem ser 
metabolizados pela levedura, como ênfase em açúcares de fonte renováveis 
(Kavšček et al., 2015). Linhagens selvagens de S. cerevisiae não são 
capazes de consumir as pentoses xilose e arabinose, provenientes da 
hidrólise e liberação dos açúcares das cadeias de hemicelulose. Assim 
sendo, a modificação genética de S. cerevisiae para a introdução das vias de 
assimilação de xilose constitui uma das áreas mais promissoras de 
engenharia metabólica de leveduras, viabilizando a utilização desse micro-
organismo como uma base eficiente na criação de biorrefinarias. 
 
1.2 - Leveduras industriais e o processo de produção de etanol 1G no 
Brasil  
 
O biocombustível mais utilizado no mundo é o etanol, obtido a partir da 
extração e fermentação de açúcares presentes em diferentes matérias 
primas, o chamado etanol de primeira geração (1G). Estados Unidos e Brasil 
são os dois principais produtores mundiais de etanol, responsáveis, 
respectivamente, por 56 e 26,85 bilhões de litros de etanol produzidos em 
2015. Esse valor corresponde a 85,27% da produção mundial (RFA, 2016) 
(Figura 2). 
O etanol pode ser produzido a partir de diferentes fontes de matérias-
primas, como milho, beterraba, trigo, cana-de-açúcar, entre outros. O 
processo de produção de etanol no Brasil utiliza essencialmente a cana-de-
açúcar como matéria-prima, considerada uma cultura de alta produtividade 
de biomassa e de extrema eficiência fotossintética, acumulando grandes 
reservas de sacarose que são extraídas e utilizadas no processo 
fermentativo. A alta capacidade produtiva dessa cultura e as condições 
climáticas apropriadas para o seu plantio no país permitiram a obtenção de 
um modelo de produção de baixo custo, tornando o Brasil uma referência 
mundial na produção de etanol (Goldemberg, 2008; Santos et al., 2016). 
Após a moagem do colmo da cana-de-açúcar, a sacarose presente no caldo 
é convertida pela levedura Saccharomyces cerevisiae em glicose e frutose 
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(açúcares com cadeia de seis carbonos), que serão metabolizados 
principalmente a etanol e CO2 (Kelsall e Lyons, 2003). 
 
 
Figura 2. Produção mundial de etanol em 2015 (RFA – Renewable Fuels 
Association, 2016). 
 
A obtenção de etanol se dá pela via fermentativa no interior de dornas 
onde são adicionados o mosto (caldo e melaço de cana-de-açúcar) e uma 
alta concentração de células de levedura (10-17% m/v). O caldo e melaço 
são usados como substratos e concentrações de etanol de 8-11% (v/v) são 
alcançadas em um período de 6-11hs a 32-35°C. Após a fermentação, todo o 
conteúdo é centrifugado e o mosto fermentado (vinho) segue para as torres 
de destilação. As células coletadas por centrifugação são tratadas com ácido 
sulfúrico e reutilizadas repetidamente em novos ciclos fermentativos, com 
pelo menos 2 fermentações por dia, em um período de 200-250 dias. O 
reciclo celular característico do processo brasileiro de produção de etanol 
utiliza uma alta concentração de células no início da fermentação 
contribuindo para um reduzido crescimento e tempo de fermentação e alto 
rendimento em etanol (90-92% do rendimento teórico de conversão) (Basso 
et al., 2008). 
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As condições estressantes do processo de produção, como alta 
concentração de etanol, altas temperaturas, estresse osmótico, acidez e 
contaminação bacteriana, resultaram no isolamento de leveduras selvagens 
mais adaptadas e que substituíam as linhagens iniciadoras da fermentação 
em curtos períodos de 20-30 dias de reciclo celular (Silva-Filho et al., 2005). 
Basso (2008) analisou 350 isolados quanto a características de interesse 
industrial desejáveis como floculação, rendimento, velocidade de 
fermentação, taxa de crescimento, capacidade de reciclo, produção de 
espuma e capacidade de implantação nas destilarias. Dentre as linhagens 
selecionadas, destacaram-se PE-2, CAT-1 e BG-1 por apresentarem um 
desempenho eficiente e a habilidade de competir com as leveduras nativas, 
sobrevivendo e dominando o processo de fermentação industrial. Em 2008, 
PE-2 e CAT-1 foram usadas em aproximadamente 150 destilarias, 
representando 60% do etanol produzido no Brasil (Basso et al., 2008). Tendo 
em vista seu alto desempenho fermentativo, as linhagens PE-2 e CAT-1 
estão sendo estudadas mais profundamente a fim de se compreender as 
características que as diferenciam em relação às demais em escala 
industrial. Argueso et al. (2009), ao observarem que os estoques 
comercialmente disponíveis da PE-2 apresentavam grande variedade de 
cariótipos, selecionaram e caracterizaram uma colônia única, denominada 
JAY270. Análises moleculares mostraram que o genoma de PE-2 é 
altamente heterozigoto (2 SNPs/kb), tanto estruturalmente quanto a nível de 
nucleotídeos, apresentando polimorfismos estruturais entre cromossomos 
homólogos. A alta capacidade de adaptação de PE-2 às condições 
estressantes impostas em uma dorna de fermentação está diretamente ligada 
à sua arquitetura genômica heterogênea, tornando tais cepas ideais para a 
criação de uma nova geração de organismos industriais, idealizados para as 
novas tecnologias de produção de etanol e outros processos biotecnológicos 
(Argueso & Pereira, 2010). 
 
1.3 - Etanol de segunda geração 
 
A liderança mundial brasileira na produção e uso economicamente 
viável de combustíveis renováveis foi assegurada por desenvolvimentos 
tecnológicos e investimentos realizados persistentemente, com grande 
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participação pública, durante as últimas décadas (Goldemberg et al., 2008). 
Atualmente, a indústria de biocombustíveis é baseada principalmente na 
produção de etanol, obtido a partir da extração e fermentação de açúcares 
presentes no caldo da cana, o chamado etanol de primeira geração. O etanol 
de segunda geração ou etanol celulósico, produzido a partir dos 
polissacarídeos que compõem a parede celular vegetal, é uma promissora 
alternativa na produção de combustíveis gerados de fontes renováveis e de 
resíduos lignocelulósicos gerados em abundância pela agroindústria (Macrelli 
et al., 2012). Além do uso de resíduos agrícolas, a possibilidade de 
implementação de culturas dedicadas e mais produtivas, como a cana-
energia, aumentaria o rendimento do processo de produção, não competindo 
com culturas destinadas a produção de alimentos (Santos et al., 2016a). 
O material lignocelulósico, principal componente da biomassa, consiste 
de três polímeros: celulose, hemicelulose e lignina, cujas composições e 
porcentagens variam de uma espécie vegetal para outra (Rudolf, 2009). Para 
se ter acesso aos açúcares presentes nesses polímeros, inicialmente, é 
necessário o emprego de um processo de pré-tratamento. O pré-tratamento 
aumenta a acessibilidade de enzimas aos polissacarídeos contidos na parede 
celular durante o processo de hidrólise, pois é capaz de remover ou alterar 
estruturas que dificultam o processo e também por separar a hemicelulose e 
a lignina da celulose, expondo-a para as enzimas hidrolíticas (Maurya et al., 
2015). A hidrólise do material lignocelulósico para liberação dos açúcares 
fermentescíveis é preferencialmente realizada por enzimas. De acordo com 
Bastos (2007), a hidrólise enzimática, apesar do custo elevado, apresenta 
vantagens como a especificidade de reação, não geração de compostos 
secundários inibidores da fermentação alcoólica e condições que não 
requerem altas pressões e temperaturas ou ambientes corrosivos para 
equipamentos.  
 A celulose equivale a cerca de 45 % do peso seco da madeira e é o 
recurso biológico renovável mais abundante na natureza. Sua hidrólise 
requer a atuação sinergética de diferentes celulases, enzimas que atuam 
sobre as ligações β-1,4 gerando glicose, celobiose e celo-oligossacarídeos 
(Kasana e Gulati, 2011). O complexo celulolítico compreende as 
endoglucanases, exoglucanases ou celobiohidrolases e β-glicosidases. 
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Endoglucanases (E.C. 3.2.1.4) hidrolisam o polímero de celulose expondo 
extremidades redutoras e não redutoras onde exoglucanases (E.C. 3.2.1.91) 
atuam liberando celooligossacarídeos e celobioses. Por fim, β-glicosidases 
(3.2.1.21) clivam a celobiose liberando glicose, completando a hidrólise 
(Pérez et al., 2002, Singhania et al., 2010).  
A hemicelulose, cerca de 25-30 % do peso seco da madeira, é um 
polímero heterogêneo. Sendo assim, o arsenal de enzimas requerido para a 
sua descontrução é muito mais extenso em relação à celulose. (Gírio et al., 
2010). Algumas enzimas componentes deste sistema são: endo-1,4-β-D-
xilanases (E.C. 3.2.1.8), que hidrolisam aleatoriamente ligações glicosídicas 
presentes na cadeia de xilana; 1,4-β-D-xilosidases (E.C. 3.2.1.37), que 
liberam xilose ao atuar sobre as extremidades não redutoras de 
xilooligossacarídeos gerados pelas 1,4-β-D-xilanases; endo-1,4-β-D-
mananases (E.C. 3.2.1.78), hidrolisam ligações internas da cadeia de 
manana; 1,4-β-D-manosidases (E.C. 3.2.1.25), clivam manooligossacarídeos 
em manose; α-D-galactosidases (E.C. 3.2.1.22), α-L-arabinofuranosidases 
(E.C. 3.2.1.55), α-D-glicuronidases (E.C. 3.2.1.139), acetil xilana esterases 
(E.C. 3.1.1.72), ferruloil esterases (3.1.1.73), dentre outras (Beg et al., 2001, 
Saha, 2003, Numan e Bohsle, 2006, Koseki et al., 2009).  
O polímero menos abundante do material lignocelulósico é a lignina, 
formada por frações de coniferil, sinapil e p-cumaril álcoois. Esses polímeros 
são depositados predominantemente em células com parede celular 
secundária, tornando as mesmas rígidas e impermeáveis (Vanholme et al., 
2010). A lignina encontra-se unida a carboidratos por ligações do tipo éter e 
éster via ácido ferúlico ou ácido glicurônico (Horn et al., 2012).  
Enzimas que atuam na lignina são, na sua maioria, oxidoredutases 
dependentes de cofatores. A sua degradação é fator imperativo no processo 
de conversão da biomassa tendo em vista que a mesma limita o acesso de 
celulases e hemicelulases aos seus substratos, bem como inativa as mesmas 
por meio da adsorção (Sweeney e Xu, 2012).  
Fungos e bactérias produzem um amplo espectro de enzimas quando 
cultivados em substratos lignocelulósicos (Kamsani et al., 2016). O 
Trichoderma reesei é o fungo modelo quanto a produção de celulases, 
especialmente CBHs (Gupta et al., 2014). O coquetel Cellic CTec3, produzido 
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e comercializado pela dinamarquesa Novozymes, é uma combinação de 
celulases produzidas por T. reesei suplementado com xilanases, AA9 e BGs 
tolerantes à glicose. A conversão do Cellic CTec3 é em torno de 1,5 vezes 
maior em relação ao Cellic CTec2 quando da hidrólise de palha, sabugo e 
fibra de milho, palha de trigo, bagaço de cana-de-açúcar, rejeitos municipais 
sólidos dentre outros. Os fabricantes recomendam seu emprego em 
temperaturas entre 50-55 oC e pH 4,75-5,25, o que pode variar de acordo 
com o substrato e as condições de processo (Novozymes, 2016).  
 
 
Figura 3. Representação esquemática da produção de etanol de segunda 
geração (Adaptado de Santos et al., 2016). Qualquer biomassa lignocelulósica é 
passível de ser convertida em etanol 2G através da liberação dos açúcares pelas 
etapas de pré-tratamento, hidrólise enzimática e posterior fermentação. O material 
fermentado segue para as torres de destilação para a separação do etanol. A lignina 
é separada e utilizada para gerar energia através da queima, alimentando a planta 
de produção. 
 
Ao final do processo de hidrólise segue-se a fermentação dos 
açúcares em etanol. A hidrólise da biomassa disponibiliza os açúcares 
constituintes das frações celulósicas e hemicelulósicas, representados por 
hexoses e pentoses. Hexoses são facilmente fermentadas pela levedura S. 
cerevisiae, em um processo já bem explorado e estabelecido. Porém, as 
linhagens selvagens de S. cerevisiae são incapazes de metabolizar as 
pentoses xilose e arabinose, provenientes da hidrólise da hemicelulose. 
Tendo em vista a significativa parcela da hemicelulose na constituição da 
biomassa lignocelulósica (25-30%), a eficiente utilização desses 
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componentes aumentaria a produtividade e reduziria os custos na produção 
do biocombustível, justificando a importância de se obter um micro-organismo 
ideal, capaz de metabolizar tanto hexoses quanto pentoses (Cheng et al., 
2008).  Apesar de estudos já mostrarem resultados promissores na obtenção 
de etanol a partir de xilose entre os micro-organismos naturalmente capazes 
de fermentar ambos os grupos de açúcares como Spathaspora passalidarum 
(Hou, 2012; Long et al., 2012), Scheffersomyces stipitis (Agbobbo et al., 
2006), Candida shehatae (Chandel et al., 2007), Pachysolen tannophilus 
(Cheng et al., 2008), entre outros, nenhum possui a mesma capacidade 
fermentativa, tolerância a etanol e robustez que S. cerevisiae (Balat, 2011). 
Assim sendo, a modificação genética de linhagens de S. cerevisiae para 
utilizar as vias metabólicas de assimilação de pentoses constituem um dos 
maiores desafios atuais envolvendo processos biotecnológicos para a 
produção de etanol celulósico (Gírio et al., 2010). 
 
 
Figura 4. Rede metabólica das vias centrais de assimilação de xilose e glicose 
(Adaptado de Santos et al., 2016b). A via de consumo de xilose, e as fases oxidativa 
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e não-oxidativa da via das pentoses fosfato estão destacadas em azul. A via 
glicolítica está destacada em roxo. Os genes comumente usados na engenharia 
metabólica de consumo de xilose em S. cerevisiae estão destacados em negrito. Os 
cofatores, ATP e CO2 estão apresentados. xylA, xilose isomerase; GRE3, aldose 
redutase; XYL2, xilitol desidrogenase; XKS1, xiluloquinase; RPE1, ribulose-5-fosfato 
3-epimerase; RPI1, ribulose-5-fosfato isomerase; TAL1, transaldolase; TKL1, 
transcetolase; ZWF1, glucose-6-fosfato desidrogenase; SOL3/4, 6-
fosfogluconolactonase; GND1/2, 6-fosfogluconato desidrogenase; HXK1/2, 
hexoquinase; GLK1, Glucoquinase; PGI1, fosfoglicose isomerase; PFK1/2, 
fosfofrutoquinase; FBA1, frutose 1,6-bisfosfato aldolase; TDH1/2/3, Gliceraldeído-3-
fosfato desidrogenase; ADH1, álcool desidrogenase. 
 
Sendo a xilose a maior constituinte da fração hemicelulósica, tem um 
maior foco de estudos em comparação a arabinose, com duas vias mais 
estudadas: a via Xilose Redutase – Xilitol Desidrogenase (XR-XDH) e a via 
Xilose Isomerase (XI). A assimilação das pentoses segue a via metabólica 
das pentoses-fosfato, que não é comum a todos os micro-organismos. No 
interior da célula, pela ação da xiluloquinase (XKS1), a xilulose é fosforilada a 
xilulose-5-fosfato, a qual pode ser direcionada à via das pentoses-fosfato 
(PPP). Xilulose-5-fosfato é metabolizada a gliceraldeído-3-fosfato e frutose-6-
fosfato, componentes da via glicolítica (Embden-Myerhof-Parnas). Esses são 
convertidos em piruvato, o qual é descarboxilado a acetaldeído e reduzido a 
etanol (figura 4).  
As principais diferenças nas vias de assimilação de xilose entre 
bactérias, leveduras e fungos filamentosos está no requerimento de 
cofatores, transporte, regulação e produtos da fermentação do piruvato 
(McMillan, 1993). Na reação fermentativa geral, 6 mols de xilose são 
necessários para produzir 10 mols de etanol, não levando em conta o 
balanço NAD(P)H. Essa situação seria real se XR e XDH utilizassem 
cofatores com especificidades complementares ou na utilização de xilose 
isomerase (Kötter e Ciriacy, 1993; Kuyper et al., 2004) (reação 1). 
 
(1) 6 xilose + 10 ADP + 10 Pi  10 etanol + 10 CO2 + 10 ATP  
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Nesse modelo, nenhum excedente de NADH é formado, levando em 
conta que esse cofator gerado pela XDH seria utilizado pela enzima XR na 
produção do xilitol. O rendimento de etanol nesse caso é de 1,67 mol 
etanol/mol de xilose (McMillan, 1993). Outro cenário mais comum leva em 
conta a dupla especificidade de cofatores das xiloses redutases mais 
utilizadas (NADPH/NADH) e a dependência de NAD+ pela XDH. Parte da 
frutose-6-fosfato é canalizada na fase oxidativa da via das pentoses fosfato. 
A oxidação a ribulose-5-fosfato rende 2 NADPH por frutose-6-fosfato. Esse 
cofator é usado pela XR, resultando na produção de xilitol, diminuindo o 
rendimento de etanol final que pode ser obtido (Kötter e Ciriacy, 1993; Kuyper 
et al., 2004) (reação 2).  
 
(2) 12 xilose + 9 ADP + 9 Pi  9 etanol + 12 CO2 + 9 ATP + 6 xilitol 
 
Nesse último modelo, a fermentação de xilose resulta em 0,75 mol 
ATP/mol de xilose, enquanto que na reação 1, o balanço estequiométrico é 
mais favorável, com 1,67 mol ATP/mol de xilose. A partir de xilose, o 
rendimento máximo de etanol que pode ser obtido é de 0,51 g etanol/g xilose. 
É o mesmo rendimento teórico máximo que pode ser produzido a partir da 
glicose. Embora o balanço energético é mais favorável durante o consumo de 
glicose: 2 mol ATP/mol de glicose (reação 3). Entretanto, ocorre uma redução 
da eficiência máxima na prática, pois parte do açúcar disponível para a célula 
é utilizado para o seu crescimento e para a produção de outros metabólitos 
como glicerol, ácido acético, entre outros (Kelsall e Lyons, 2003). 
 
(3) Glicose + 2 ADP + 2 Pi  2 Etanol + 2 CO2 + 2 ATP  
 
Estratégias de engenharia metabólica em linhagens de laboratório e 
industriais de S. cerevisiae para implementação da via de metabolismo de 
pentoses foram extensivamente aplicadas, aliado a superexpressão dos 
demais genes da via como xiluloquinase (XKS1), ribulose 5-fosfato 
epimerase (RPE1), ribose 5-fosfato isomerase (RKI1), transaldolase (TAL1), 
transcetolase (TKL1), entre outros, e deleção de genes a fim de diminuir a 
produção de metabólitos intermediários (Hahn-Hägerdal et al., 2007). A figura 
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4 apresenta um resumo das principais modificações realizadas na tentativa 
de otimizar a via de fermentação de xilose.  
A conversão custo-efetiva, sustentável e economicamente eficiente da 
biomassa lignocelulósica a etanol implica na obtenção de linhagens de 
leveduras com eficiente utilização de hexoses e pentoses, taxas de 
fermentação rápidas, alta produção de etanol, alta tolerância ao etanol e a 
inibidores presentes no hidrolisado lignocelulósico, fermentação em valores 
baixos de pH e a altas temperaturas, redução dos níveis de produção de 
metabólitos secundários, alta viabilidade e posse de características 
apropriadas de floculação (Pasha et al., 2007). 
A construção de uma levedura com tais características depende da 
escolha da rota metabólica ideal ao processo a ser empregado, aliados a um 
background robusto a ser utilizado como base da construção do micro-
organismo e um processo de evolução rápido e eficiente. 
 
1.4 – O balanço redox em leveduras com a via de conversão de xilose 
XR-XDH  
 
A via XR-XDH, presente em micro-organismos eucariotos, consiste em 
duas reações de oxi-redução, onde a xilose é reduzida a xilitol pela ação da 
enzima xilose redutase (XR), em uma reação mediada por NADPH/NADH e 
em seguida, o xilitol é oxidado a xilulose por meio da enzima xilitol 
desidrogenase (XDH), mediada exclusivamente por NAD+. A diferença de 
especificidade pelos cofatores gera o desbalanço redox. Na regeneração do 
NADPH, utilizado pela enzima xilose redutase, parte do carbono da xilose 
deve ser direcionado através da fase oxidativa das pentoses fosfato, 
envolvendo as reações de glicose-6-fosfato desidrogenase e 6-
fosfogluconato. Apesar de permitir uma eficiente regeneração de NADPH, 
ocorre perda de carbono na forma de CO2 o que impacta o rendimento de 
etanol a partir de xilose (van Maris et al., 2007). 
Em aerobiose, o NAD+ é regenerado na cadeia respiratória, com o 
oxigênio como aceptor final de elétrons. Sob limitadas concentrações de 
oxigênio, a reoxidação do excesso de NADH, gerado através da reação da 
xilitol desidrogenase, é realizada através de compostos mais reduzidos que a 
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xilose, como xilitol e glicerol, subprodutos da fermentação. A produção do 
xilitol ocorre via xilose redutase, que devido a dupla especificidade pela 
coenzima, pode usar também NADH (Hahn-Hägerdal et al., 2001; Aguiar et 
al., 2002; Kuyper et al., 2004; van Maris et al., 2007). 
Apesar de S. cerevisiae possuir os genes que codificam uma aldose 
redutase (GRE3) e uma xilitol desidrogenase (XYL2), eles não permitem seu 
crescimento eficiente em xilose. A superexpressão desses genes usando 
promotores endógenos permitiu o crescimento em shakers, com taxa de 
crescimento de 0.01 h-1 em D-xilose e rendimento de xilitol de 55%. Sob 
condições anaeróbicas, essas linhagens foram incapazes de crescer (van 
Maris et al., 2007). A XR e XDH mais comumente usada em estudos 
envolvendo a via oxi-redutiva de conversão de xilose pertence a levedura 
Scheffersomyces stipitis. Devido a preferência da XR de S. stipitis por 
NADPH, enquanto que a XDH produz apenas NADH, o acúmulo de xilitol 
resultante e o baixo rendimento de etanol tem sido atribuído a esse 
desbalanço de cofatores (Cadete et al., 2016).  
Cofatores desempenham um papel essencial em um grande número 
de reações bioquímicas e na produção de diferentes compostos (Liu et al., 
2006). Eles participam de uma série de funções fisiológicas, incluindo a 
regulação de metabolismo energético, ajuste do estado redox intracelular, 
controle do fluxo de carbono, atividade mitocondrial, regulação do ciclo 
celular e modulação da virulência. Em microrganismos, os cofatores 
NADH/NAD+ e NADPH/NADP+ estão envolvidos em 740 e 887 reações 
bioquímicas e interagem com 433 e 462 enzimas, respectivamente (Chen et 
al., 2014). O NAD+ atua em oxidações, geralmente associadas a processos 
catabólicos, enquanto o NADPH é utilizado em reduções, geralmente 
associadas a processos anabólicos (Nelson & Cox, 2011). 
A nicotinamida adenina dinucleotídeo (NAD+ em sua forma oxidada) e 
o seu análogo nicotinamida adenina nucleotídeo fosfato (NADP+) são 
formados por dois nucleotídeos ligados por seus grupos fosfato por meio de 
uma ligação fosfoanidrido. Ambas as coenzimas sofrem redução reversível 
do anel nicotinamida. À medida que uma molécula de substrato sofre 
oxidação (desidrogenação), liberando dois átomos de hidrogênio, a forma 
oxidada do nucleotídeo (NAD+ ou NADP+) recebe um íon hidreto (:H-, o 
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equivalente a um próton e dois elétrons), sendo transformada na sua forma 
reduzida (NADH ou NADPH). O segundo próton removido do substrato é 
liberado no solvente aquoso (Nelson & Cox, 2011). 
Em S. cerevisiae há um aumento de complexidade em termos de 
balanço entre a formação e consumo de cofatores, já que não há atividade de 
uma transidrogenase que possa converter NADH diretamente em NADPH 
(Kuyper et al., 2004). Além disso, como o metabolismo é 
compartimentalizado, não havendo fluxo de cofatores entre mitocôndria e 
citosol, a formação e consumo dos cofatores NADH e NADPH deve ser 
balanceada em cada compartimento, o que impõe restrições no fluxo de 
carbono. Assim sendo, devem existir mecanismos distintos para re-oxidar os 
cofatores no citosol e mitocôndria. (Santos et al., 2004; Vemuri et al., 2007).  
NADH é gerado primariamente no citosol pela glicólise e na 
mitocôndria pelo ciclo do ácido cíclico (TCA) (Vemuri et al., 2007). No citosol, 
a glicose é oxidada usando NAD+ como cofator, o qual é simultaneamente 
convertido na sua forma reduzida, NADH, em quantidade equivalente. Sendo 
o NADH um cofator altamente utilizado em diversas reações metabólicas, 
qualquer alteração na taxa NADH/NAD+ leva a grandes alterações no 
metabolismo. O balanço NADH/NAD+ é um fator importante na manutenção 
do fluxo glicolítico. Assim sendo, a depleção de NAD+ pode forçar o fluxo a 
cessar. A fim de aumentar a atividade glicolítica, o NADH produzido na 
glicólise, oxidação de ácidos graxos e o ciclo de ácido cítrico deve ser 
oxidado a NAD+ para alcançar um equilíbrio redox (Liu et al., 2006). 
Existem, pelo menos, cinco mecanismos para reoxidação do NADH 
em S. cerevisiae: fermentação alcoólica; produção de glicerol; oxidação de 
NADH intramitocondrial via NADH desidrogenase mitocondrial interna; e 
regeneração citosólica através de NADH desidrogenases mitocondriais 
externas ou via glicerol-3-fosfato, durante a respiração (Bakker et al., 2001). 
Excesso de produção de NADH durante o metabolismo anaeróbico é um 
evento comum em leveduras. Em S. cerevisiae, a maior parte do NADH 
produzido durante a fermentação de glicose acontece devido a formação de 
biomassa e é reoxidado através da produção de glicerol. Porém, durante o 
consumo de xilose, a quantidade de NADH produzido é muito superior em 
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relação a quantidade produzida durante o consumo de glicose (Bruinenberg 
et al., 1983). 
A regeneração de NAD+ a partir de NADH pela levedura pode ocorrer 
em aerobiose, na cadeia de transporte de elétrons, com oxigênio como 
aceptor final de elétrons e com a produção de grande quantidade de ATP. O 
NADH mitocondrial é oxidado por uma NADH desidrogenase mitocondrial 
interna ligada a membrana e codificada pelo gene NDI1. Ou pode acontecer 
sob condições anaeróbicas, na fermentação alcoólica, primariamente com o 
acetaldeído como aceptor de elétrons, em uma reação onde a álcool 
desidrogenase catalisa a oxidação da NADH a NAD+, com a produção de 
etanol e dióxido de carbono a partir de piruvato. O NADH citosólico é oxidado 
por duas NADH desidrogenases mitocondriais externas (citosólicas) ligadas a 
membrana, codificadas pelos genes NDE1 e NDE2 com sítios catalíticos em 
contato com o citosol. Adicionalmente, glicerol-3-fosfato desidrogenases 
(codificadas por GPD1 e GPD2) oxidam o NADH citosólico com concomitante 
formação de glicerol. Sob condições anaeróbicas, o NADH originado da 
produção de ácidos orgânicos, biomassa, entre outros, é re-oxidado a NAD+ 
pela formação de glicerol, já que a respiração não é possível e a formação de 
etanol é um processo redox-neutro (Bro et al., 2006; Liu et al., 2006; Vemuri 
et al., 2006). 
Em S. cerevisiae, NADPH pode ser gerado, principalmente, nas 
reações catalisadas por duas desidrogenases na fase oxidativa das pentoses 
fosfato (ZWF1, glicose-6-P desidrogenase e GND1, 6-fosfogluconato 
desidrogenase), na reação catalisada pela isocitrato desidrogenase NADP+ 
dependente (IDP2), na reação catalisada pela acetaldeído desidrogenase 
NADP+ dependente (ALD6) e na reação catalisada pela enzima málica 
(MAE1). De todas citadas acima, a via das pentoses fosfato representa a 
principal via de produção de NADPH na levedura (Santos et al., 2004; Wang 
et al., 2013). 
A via das pentoses fosfato é controlada principalmente em nível 
enzimático, com NADPH e ATP inibindo competitivamente a glicose-6-P 
desidrogenase (ZWF1) e 6-fosfogluconato desidrogenase (GND1). A 
regulação coordenada dos genes envolvidos com o metabolismo de NADPH, 
incluindo a maioria dos genes da PPP, foi reportado sob condições de stress 
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oxidativo. A ativação de genes dependentes de NADPH envolve STB5, 
responsável também por reprimir a expressão de PGI1, que codifica a 
fosfoglicose isomerase na junção entre a via glicolítica e a da pentose fosfato. 
Esse fator de transcrição desempenha um papel fundamental no 
redirecionamento do fluxo de carbono para fornecer NADPH adicional em 
resposta a estresse oxidativo, por exemplo, além de ser responsável por 
manter o fluxo basal da PPP sob condições anaeróbicas (Celton et al., 
2012b).  
Celton (2012) demonstrou que células de levedura respondem ao 
aumento da demanda de NADPH com o aumento do fluxo através das vias 
da pentose fosfato e de formação de acetato, o que corresponde a 80 e 20% 
da demanda de NADPH, respectivamente. Alguns genes da pentose fosfato 
são regulados positivamente com o aumento da demanda por NADPH. GND1 
e SOL3 são induzidos quando uma concentração moderada de NADPH é 
necessária pela adição de acetoína. Quando essa demanda aumenta, dois 
genes da fase não oxidativa da pentose fosfato, TAL1 e TKL1 também são 
regulados positivamente (Celton et al., 2012a). 
O balanço redox ocorre quando a produção e o consumo de cofatores 
são aproximadamente iguais. Desbalancear o potencial oxi-redutivo pode 
causar prejuízos a célula, gasto de energia e carbono e prejudicar todo o 
metabolismo celular. A quantidade e disponibilidade de cofatores na célula 
pode se tornar um passo limitante, sendo essenciais em diversas reações 
metabólicas e na produção de diferentes compostos. Assim sendo, 
manipulações no balanço redox e na quantidade de cofatores produzidos 
pela célula pode ser uma poderosa ferramenta no melhoramento da 
performance fermentativa da levedura (Liu et al., 2006; Chen et al., 2014). O 
balanço redox pode ser regulado por diferentes abordagens, como regulação 
da via metabólica pelo ajuste da expressão dos genes, engenharia de 
proteínas envolvendo sítio de ligação aos cofatores, restruturação do genoma 
pela remoção de genes redundantes que utilizam cofatores, regeneração de 
coenzimas pela restruturação das rotas metabólicas, entre outros (Chen et 
al., 2014). 
Além das alternativas descritas acima, um método passível de gerar 
avanços na produção de etanol por S. cerevisiae e que não envolve 
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manipulação genética direta é a aplicação de uma corrente elétrica para 
estimular o metabolismo da levedura em fermentadores modificados com 
eletrodos, denominados reatores bioelétricos (Thrash and Coates, 2008). 
Nesse reator modificado, microrganismos são cultivados em uma câmara 
contendo um eletrodo que recebe a corrente elétrica de um circuito acoplado 
a uma fonte, transferindo elétrons às células. Os elétrons recebidos pelas 
células podem, então, ser utilizados em reações do metabolismo envolvendo 
redução de substratos, fornecendo poder redutor às células, diminuindo a 
geração de subprodutos e consequentemente aumentando a produção de 
etanol. 
 
1.5 – Estratégias para regulação do balanço redox 
 
Diversos estudos focam em estratégias para resolver o problema do 
desbalanço redox em leveduras com a via XR-XDH. Sítios de ligação aos 
cofatores em xiloses redutases são alvo de técnicas de engenharia de 
proteínas, visando aumentar a afinidade por NADH em relação a NADPH. 
Porém, o aumento da taxa de NADH/NADPH nesses estudos se deve a uma 
diminuição na eficiência catalítica de ligação ao NADPH pela XR, enquanto 
que o real aumento na afinidade de ligação ao NADH é bem baixo (Liang et 
al., 2007; Watanabe et al., 2007; Bengtsson et al., 2009; Runquist et al., 
2010; Cai et al., 2012). 
Watanabe (2005) alterou completamente a afinidade da enzima xilitol 
desidrogenase de S. stipitis de NAD+ para NADP+ através de mutagênese 
sítio dirigida. As enzimas com duplas mutações (D207A/I208R e 
D207A/F209S) tiveram aumento na afinidade por NADP+, mas a preferência 
por NAD+ ainda se mantinha superior. As enzimas com mutações triplas 
(D207A/I208R/F209S) e quádruplas (D207A/I208R/F209S/N211R) mostraram 
valores maiores que 4500 vezes em kcat/Km com NADP+ em relação a enzima 
selvagem, atingindo valores comparáveis ao kcat/Km com NAD+ em relação a 
enzima selvagem. Em estudo posterior, a enzima com a tripla mutação foi 
introduzida em uma linhagem de S. cerevisiae, substituindo a XDH selvagem 
de S. stipitis. A linhagem Y-ARSdR produziu 86% menos xilitol e 
consequentemente 41% mais etanol em relação a linhagem parental 
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(Watanabe et al., 2007). A linhagem MA-N5 com a XDH mutante NADP+ 
dependente apresentou alto rendimento de 0.49 g/g a partir dos açúcares 
totais presentes hidrolisado lignocelulósico (Matsushika et al., 2009). Com a 
finalidade de melhorar o balanço de cofatores nessas linhagens, Khattab 
(2013) utilizou estratégias de mutagênese sítio dirigida para produzir uma 
série de XRs que utilizam unicamente NADPH, que ao ser oxidado, fornece 
NADP+ para a XDH NADP+ dependente. As linhagens resultantes 
apresentaram redução de xilitol de 34.4 a 54.7% em relação a linhagem 
controle, além de aumentos de 10 e 20% na produção de etanol em duas das 
linhagens construídas com as novas xiloses redutases. 
Diferente das abordagens descritas acima, que modificam racional ou 
aleatoriamente as enzimas da via de conversão de xilose, outras estratégias 
foram descritas na literatura onde ocorre alteração nas vias centrais de 
consumo de açúcares visando alteração e ajuste no balanço de cofatores. A 
diminuição da produção de NADPH pela inativação dos genes da fase 
oxidativa da via das pentoses fosfato, GND1, que codifica a 6-fosfogluconato 
desidrogenase ou ZWF1, que codifica a glicose 6-fosfato desidrogenase, 
resultou em linhagens com redução na produção de xilitol e aumento do 
rendimento de etanol obtido a partir de xilose. Porém, tais linhagens tiveram 
uma diminuição significativa na velocidade de consumo de xilose, explicado 
pela redução desse açúcar estar acontecendo mediada principalmente 
através de NADH, pela ação da enzima xilose redutase, com especificidade 
por ambos os cofatores. Outro fato observado foi o aumento da quantidade 
de acetato produzido, o que sugere que a produção de acetato a partir de 
acetaldeído se tornou a nova fonte de fornecimento de NADPH para a XR 
(Jeppsson et al., 2002; Cai et al., 2012). 
Para facilitar a regeneração de NADPH, a expressão de uma 
gliceraldeído-3-fosfato desidrogenase de Kluyveromyces lactis NADP+ 
dependente (GDP), associada com a deleção de ZWF1 resultou em uma 
linhagem com maior rendimento de etanol a partir de xilose. A regeneração 
de NADPH através desse gene não está associada a produção de CO2, 
como acontece na via das pentoses fosfato, justificando a melhor 
performance em relação a linhagem que não possui o GDP expresso. Tal 
abordagem permite a criação de um sistema de regeneração de cofatores 
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não ligado a perda de carbono através da produção de CO2, o que resulta em 
maior quantidade de etanol produzido (Verho et al., 2003). 
Outra estratégia visando a introdução de uma via alternativa de re-
oxidação de NADH foi através da introdução da rota alternativa da 
fosfocetolase, comumente encontrada em procariotos. A expressão 
heteróloga da fosfotransacetilase de Bacillus subtilis e da acetaldeído 
desidrogenase de Entamoeba histolytica visa um desvio na via das pentoses 
fosfato, pela conversão de xilulose-5-P em gliceraldeído-3-P, que entra na via 
glicolítica, e acetil-P, que pode ser convertido pela fosfotransacetilase em 
acetil-CoA, o que é reduzido a acetaldeído pela acetaldeído desidrogenase, 
com a utilização de NADH como cofator. A introdução desses genes em S. 
cerevisiae resultou em uma linhagem com aumento de 25% na produção de 
etanol, devido a uma menor formação do subproduto xilitol (Sonderegger et 
al., 2004). 
Apesar dos esforços em estratégias para regular e ajustar o balanço 
redox em linhagens contendo a via oxi-redutiva de conversão de xilose, 
outras razões desconhecidas, além do desbalanço redox, são responsáveis 
pela alta quantidade de xilitol produzido e baixa produtividade de etanol em 
condições anaeróbicas de consumo de xilose. Outros esforços como o 
desenvolvimento de uma rede metabólica e regulatória, levando em conta 
todo o metabolismo redox da célula deve ser considerado para resolver esse 
problema (Cai et al., 2012). 
 
1.6 – Xilose isomerase 
 
Xilose isomerase, também denominada de glicose isomerase, (XI, D-
xilose isomerase, EC 5.3.1.5) catalisa a reação reversível de D-xilose a D-
xilulose. Essa enzima tem sido grande foco de grupos de pesquisa visto que 
também catalisa a isomerização de D-glicose e D-frutose. Por esse motivo, é 
uma das enzimas mais utilizadas industrialmente e aplicada em larga escala 
na produção de xarope de milho com alto teor de frutose (HFCS) (van Maris 
et al., 2007). A descoberta por Marshall e Kooi em 1957 de uma enzima 
isolada de Pseudomonas hydrophila, capaz de realizar a isomerização de 
glicose, foi o ponto de partida para a exploração dessa enzima na produção 
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de HFCS. Apesar da afinidade dessa enzima ser 160 vezes maior para xilose 
do que para glicose, foi suficiente para ser comercialmente significante. Com 
uma demanda cada vez maior, e impulsionada pelo crescente mercado de 
HFCS, a produção dessa enzima comanda hoje uma enorme parcela na 
indústria de alimentos (Bhosale et al., 1996).  
Devido a sua grande aplicação comercial, as propriedades enzimáticas 
de XI de diversos micro-organismos têm sido extensivamente estudadas. 
Tais pesquisas forneceram a descrição de um grande número de estruturas 
de XI e o sequenciamento de genes que codificam essa enzima em diversos 
organismos. Em adição, seu mecanismo catalítico foi investigado bem como 
descobertas envolvendo estruturas relacionadas a termoestabilidade foram 
obtidas (Vieille et al., 1995; Chang et al., 1999). Abaixo estão descritas 
importantes características dessa enzima, revisado por Bhosale (1996): 
- Afinidade por substratos: a enzima é capaz de isomerizar grande número de 
substratos, além de glicose e xilose, como D-ribose, L-arabinose, L-ramnose, 
D-alose e 2-deoxiglicose. A isomerização máxima é obtida em substratos que 
possuem grupos hidroxila nos carbonos 3 e 4, como glicose e xilose, sendo 
que os valores de Km descritos, para esses respectivos açúcares, variam de 
0,086 a 0,920 M e 0,005 a 0,093M. 
- Cofatores e inibidores: XI requerem cátions divalentes como Mg2+, Co2+ e 
Mn2+ ou a combinação desses cátions para máxima atividade. Apesar de 
Mg2+ ser superior ao Co2+ como ativador, esse último é responsável pela 
estabilidade e conformação da enzima, principalmente de sua estrutura 
quaternária. A atividade catalítica da enzima é inibida por metais como Ag+, 
Hg2+, Cu2+, Zn2+, Ni2+, Ca2+ e pelos compostos xilitol, arabitol, sorbitol, manitol 
e lixose. 
- Temperatura e pH: a temperatura ótima da maior parte das XIs varia entre 
60 e 80ºC e aumenta na presença de Co2+. O pH ótimo de ação dessa 
enzima, em sua maioria, varia entre 7 e 9.  
Xiloses isomerases, em geral, tem maior Km e menor Kcat para D-
glicose do que para D-xilose (Chang et al., 1999). A linearização e 
isomerização de D-xilose a D-xilulose ou da D-glicose a D-frutose ocorre no 
sítio ativo da xilose isomerase e requer uma complexa transferência de 
hidrogênio entre os carbonos C1 e C2 do substrato. Evidências experimentais 
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suportam um mecanismo de 2 passos, no qual a enzima se liga ao substrato 
e promove a abertura do anel. Diversos mecanismos já foram propostos 
sugerindo que os resíduos Lys-182, His-53 e Asp-56 teriam um importante 
papel na abertura do anel. O sítio ativo é formado pelos resíduos Asp-56, 
216, 244, 254, 256 e 286, His-53 e 219, Glu-180 e dois cátions divalentes 
como cofatores (Meilleur et al., 2006). Sequências de xiloses isomerases 
apresentam sítio catalítico e regiões de ligação a cátions bem conservados. 
Comparação de sequências de XIs de diferentes organismos revelam que os 
números de resíduos de asparagina e glutamina diminuem com o aumento 
da termoestabilidade da enzima, presumidamente como estratégia para 
diminuir o potencial para desnaturação através de desaminação em altas 
temperaturas (Vieille et al., 1995). 
Baseado em sequências de nucleotídeos, xilose isomerases são 
divididas em duas famílias: família I inclui xylA de Thermus sp. e 
Actinomycetes, tem conteúdo rico em GC e são mais curtas por 40-50 
resíduos na extremidade N-terminal. A família II tem baixo conteúdo GC, com 
extensão na região N-terminal e formam um grupo mais heterogêneo, 
agrupando xylA de muitas bactérias e eucariotos (Vieille et al., 1995; 
Madhavan et al., 2009). Utilizando tal classificação, uma enorme quantidade 
de sequências de XIs já foram descritas (Sanchez & Smiley, 1975; Callens et 
al., 1986; Lehmacher & Bisswanger, 1990; Kawai et al., 1994; Chandrakant & 
Bisaria, 2000; Brat et al., 2009). Como exemplo, o gene xylA do hipertermófilo 
Thermotoga neapolitana 5068 codifica um polipeptídeo de 444 resíduos, com 
peso molecular de 50,892 e pertencente a família II de XI. A enzima nativa é 
um homotetrâmero, com peso molecular de 200,000 e estável a altas 
temperaturas com atividade ótima de 95ºC e máxima atividade em pH 7,1 
(Vieille et al., 1995). 
O gene que codifica a XI está amplamente distribuído, principalmente 
em micro-organismos procariotos, ocorrendo também em plantas, alguns 
fungos e animais. Um foco de grande interesse é a indústria de etanol, 
visando uma xilose isomerase como ferramenta na conversão de xilose em 
etanol pela levedura Saccharomyces cerevisiae.   
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1.7 – Expressão da xilose isomerase em S. cerevisiae e evolução 
adaptativa 
 
A interconversão xilose a xilulose ocorre em um passo via xilose 
isomerase (XI), evitando o desbalanço redox e a formação de subprodutos 
que diminuem o rendimento de etanol. Sendo uma via mais comum em 
procariotos, tentativas de expressão heteróloga de XIs bacterianas em S. 
cerevisiae, por várias décadas, não foram bem sucedidas (Gárdony et al., 
2003). Karhumaa (2007) comparou as duas vias de assimilação de xilose em 
mutantes de S. cerevisiae e relata que apesar da via XR-XDH ter uma maior 
produtividade por produzir etanol mais rapidamente, a via XI teve um maior 
rendimento. 
A tentativa de expressão do gene xylA de Escherichia coli em S. 
cerevisiae resultou em baixa atividade de XI, menor que a produzida no 
hospedeiro original. Entre as causas apontadas se destacam o incorreto 
empacotamento da enzima, valor de pH intracelular sub-ótimo, modificações 
pós-traducionais, formação de pontes dissulfeto inter e intramoléculas e a 
falta de cofatores específicos (Sarthy et al., 1987). Posteriormente, as 
tentativas de expressar as XI de Clostridium thermosulfurogenes (Moes et 
al.,1996), Bacillus subtilis e Actinoplanes missouriensis (Amore et al., 1989) 
também falharam em produzir uma enzima ativa em S. cerevisiae (van Maris 
et al., 2007). Uma exceção foi a xilose isomerase de Thermus thermophilus, 
que foi funcionalmente expressa em S. cerevisiae, porém com baixa atividade 
na temperatura de crescimento da levedura. A 85°C, a atividade dessa 
enzima foi superior a 1,0 µmol (mg proteína)-1 min-1, enquanto que a 30°C a 
atividade foi de apenas 0,04 µmol (mg proteína)-1 min-1 (Walfridsson et al., 
1996). 
Em 2003, após a descoberta da sequência de xilose isomerase no 
fungo anaeróbio Piromyces sp. (Kuyper et al., 2003) obtiveram-se mutantes 
de S. cerevisiae capazes de crescer em xilose como única fonte de carbono. 
A expressão desse gene em S. cerevisiae resultou em valores de atividade 
superiores a 1,1 µmol (mg proteína)-1 min-1. A utilização desses mutantes em 
procedimentos de engenharia metabólica e evolutiva permitiu a obtenção de 
linhagens de S. cerevisiae com altas atividades dessa enzima, com maior 
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rendimento na produção de etanol, menor produção e acúmulo de 
metabólitos intermediários (Kuyper, 2004, 2005a, 2005b). Madhavan (2009) 
expressaram funcionalmente a xilose isomerase de Orpinomyces sp. em S. 
cerevisiae, que divide 94% de identidade com a sequência de Piromyces, 
alcançando altos valores de atividade e eficiente rendimento de etanol. 
Interessantemente, a clonagem de uma xilose isomerase bacteriana de 
Clostridium phytofermentans foi funcionalmente expressa em S. cerevisiae. A 
enzima tinha baixa similaridade com a sequência de Piromyces sp., mas 
apresentou parâmetros cinéticos similares, com altos valores de atividade a 
30°C e menos inibida por xilitol (Brat et al., 2009). 
Sendo S. cerevisiae um micro-organismo mesofílico, com pH citosólico 
levemente abaixo de 7 e temperatura ótima de crescimento em torno de 
30ºC, a expressão heteróloga de genes que codificam XIs nessa levedura 
tende a não alcançar atividade ótima, considerando as características dessa 
enzima descritas anteriormente (van Maris et al., 2007). Dessa maneira, as XI 
pertencentes aos fungos anaeróbios Piromyces sp e Orpinomyces sp, por 
apresentarem atividade em temperaturas mais baixas, se mostram como 
duas alternativas promissoras para expressão em S. cerevisiae (Harhangi et 
al., 2003; Madhavan et al., 2009).  
O polipeptídeo deduzido a partir da sequência de XI de Piromyces 
possui massa molecular de 49,395 Da e pI calculado de 5,2. A atividade 
dessa enzima apresentou altos valores em frutose e xilose, correlacionando 
aos valores de mRNA obtidos. Interessantemente, a adição de íons Co2+ não 
influenciou o comportamento da enzima (Harhangi et al., 2003). A descrição 
da XI de Orpinomyces apresentou todos os resíduos de catálise e ligação ao 
substrato íons bem conservados. Os resíduos His-102, Asp-105 e Asp-340 
constituem a tríade diretamente envolvida na catálise. Lys-235 desempenha 
tanto um papel estrutural quanto funcional na isomerização e os resíduos 
187-196 e 231-239, característicos de xiloses isomerases descritas também 
são conservados. A subunidade possivelmente é um homodímero e possui 
massa molecular de aproximadamente 49,4 kDa, com atividade máxima em 
pH 7,5 e temperatura ótima de 37ºC. 
Mesmo após a inclusão da xilose isomerase e superexpressão dos 
genes XKS1 e da via das pentoses fosfato, as linhagens geradas ainda não 
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apresentam rendimento e produtividades satisfatórios, impossibilitando seu 
uso em escala comercial (Walfridsson et al., 1996; Kuyper et al., 2003; 
Kyuyper et al., 2005). É necessário submeter as linhagens a procedimentos 
de evolução adaptativa, ou engenharia evolutiva, onde o micro-organismo 
desenvolvido é submetido a uma pressão seletiva a fim de se alcançar o 
fenótipo desejado. O processo de evolução é uma estratégia de 
melhoramento de micro-organismos, onde mutações aleatórias que 
favorecem o fenótipo tendem a ser fixadas na população e selecionam o 
micro-organismo na condição imposta. O processo de evolução para 
aumento do consumo de xilose já foi extensivamente empregado no 
desenvolvimento de cepas modificadas de S. cerevisiae, aumentando as 
taxas de consumo da pentose e melhorando a performance global 
(Sonderegger e Sauer, 2003; Demeke et al., 2013; Diao et al., 2013; Lee et 
al., 2014, Santos et al., 2016b). Usualmente, as linhagens são cultivadas em 
quimiostato (cultura contínua) ou bateladas sucessivas em meio contendo 
xilose como fonte de carbono. A frequência das mutações benéficas fixadas 
na população vai ser determinada pela interação entre a seleção natural e 
deriva genética, devido as transferências de populações entre as bateladas. 
Além do consumo de xilose, outras características de interesse podem ser 
fixadas na levedura pelo processo de evolução. Por exemplo, aumento da 
termotolerância, resistência a maiores concentrações de etanol ou estresse 
oxidativo. Para leveduras aplicadas em processos de segunda geração, é 
essencial tolerância a inibidores do processo fermentativo, derivados dos 
açúcares componentes da biomassa lignocelulósica durante o processo de 
pré-tratamento, sendo furfural, HMF e ácido acético os mais relevantes 
(Figura 5). O uso da evolução adaptativa é uma poderosa estratégia no 
desenvolvimento de linhagens com alta capacidade de converter xilose em 
etanol na presença de inibidores do processo fermentativo.  
 
 
37 
 
 
 
 
Figura 5. Parte dos açúcares constituintes das cadeias celulósicas e 
hemicelulósicas originam compostos inibidores do processo fermentativo. A 
conversão da xilose em etanol, na presença desses compostos, consiste em um dos 
maiores desafios na implementação da tecnologia de produção do etanol de 
segunda geração (Adaptado de Almeida et al., 2007). 
 
1.8 – Etanol de segunda-geração virando realidade 
 
A produção do etanol de segunda-geração atingiu escala comercial 
com a inauguração da primeira planta industrial em Crescentino, na Itália, em 
10 de outubro de 2013, pela BetaRenewables, subsidiária da Chemtex e 
grupo M&G. A planta tem capacidade de produção de 75 milhões de litros de 
etanol por ano e utiliza palha de trigo como matéria-prima (Tabela 1). A 
tecnologia de conversão utiliza um processo de explosão a vapor como pré-
tratamento, desenvolvido pela própria empresa, e integra o uso do coquetel 
enzimático da Novozymes e a levedura consumidora de xilose da empresa 
Leaf Technologies. Uma planta piloto construída em Rivalta validou essa 
tecnologia antes da escala comercial (BiofuelsDigest, 2015). 
A primeira planta de etanol 2G do hemisfério sul foi inaugurada pela 
empresa brasileira GranBio em setembro de 2014. A unidade chama-se 
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Bioflex e está localizada em São Miguel dos Campos, em Alagoas. Tem 
capacidade de produção de 82 milhões de litros de etanol por ano, utilizando 
inicialmente palha de cana como matéria-prima. Além do etanol, a usina 
produz energia a partir de lignina e bagaço em conjunto com a usina Caeté, 
de primeira geração, instalada no local. A Raízen (Cosan e Shell), inaugurou 
a segunda planta de etanol 2G do país em Piracicaba, São Paulo (Santos et 
al., 2016). A inauguração dessas plantas no país foi viabilizada pelo Plano 
conjunto do BNDES e Finep de Apoio à Inovação tecnológica dos setores 
Sucroenergético e Sucroquímico (PAISS) (Milanez et al., 2015). 
 
 
Figura 6. Localização e nome das empresas que inauguraram usinas em escala 
comercial para a produção de etanol de segunda-geração. 
 
Nos Estados Unidos, o projeto Liberty levou a inauguração de uma 
planta em Emmetsburg, Iowa, pela criação de uma joint venture entre as 
empresas Poet e DSM. A planta tem capacidade de produção de 94 milhões 
de litros de etanol por ano, utilizando palha de milho. A usina inaugurada pela 
Abengoa em Hugoton, Kansas, tem capacidade similar, e utiliza o mesmo 
tipo de biomassa. 
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Tabela 1. Plantas comerciais de etanol 2G. A tabela compara a capacidade, matéria-prima e tecnologias utilizadas na produção. 
Empresa Local Capacidade  
(milhões L/ano) 
Geração de 
eletricidade (MW)* 
Matéria-prima Pré-tratamento Enzimas Levedura 
Abengoa EUA 95 21 Palha de milho Ácido díluído 
(Abengoa) 
Dyadic Abengoa 
BetaRenewables Itália 75 13 Palha de trigo Explosão a vapor 
(BetaRenewables) 
Novozymes Leaf 
Technologies 
Dupont EUA 113 Não realiza Palha de milho Alcalino (Dupont) Dupont Dupont 
Enerkem Canadá 38 Não realiza RSU** Gaseificação 
GranBio Brasil 82 16 Palha de cana Explosão a vapor 
(BetaRenewables) 
Novozymes GranBio 
Poet-DSM EUA 94 17 Palha de milho Ácido díluído 
(Andritz) 
DSM DSM 
Raízen Brasil 40 7 Bagaço de cana Ácido díluído 
(Iogen) 
Novozymes Iogen 
 
*Potencial estimado de geração de eletricidade por cada usina. 
**RSU – Resíduo Sólido Urbano 
Adaptado de Infopetro (2016) 
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A maior planta de etanol 2G atualmente foi inaugurada no final de 
2015 e pertence a empresa Dupont, com capacidade de produção de 113 
milhões de litros de etanol por ano (Tabela 1). Para todas as usinas citadas, o 
maior gargalo tecnológico na produção industrial de etanol 2G ainda é a 
etapa de pré-tratamento, limitando as plantas inauguradas a atingirem sua 
capacidade total e operação contínua. 
Como descrito anteriormente, o processo de produção de etanol 2G é 
baseado na conversão dos açúcares constituintes das cadeias celulósica e 
hemicelulósica em etanol. Para a extração dos açúcares, é empregado um 
processo de pré-tratamento e hidrólise enzimática que liberam os açúcares 
monoméricos para a fermentação posterior. O processo de produção de 
etanol 2G adotado pela empresa canadense Enerkem não utiliza essas 
etapas. A empresa usa tecnologia proprietária que converte resíduos sólidos 
urbanos não recicláveis em etanol celulósico e metanol. Enerkem usa um 
processo termoquímico, que inclui gaseificação da biomassa, 
condicionamento do syngas e síntese catalítica do etanol (Biofuels Digest, 
2015). 
Um grande marco disruptivo na história da tecnologia 2G brasileira foi 
a produção e liberação comercial da primeira levedura geneticamente 
modificada, 100% desenvolvida no país, pela empresa GranBio. Entre as 
etapas necessárias a utilização comercial de um micro-organismo, 
inicialmente, é obrigatório realizar um cadastro junto ao Ministério do Meio 
Ambiente, de acordo com a lei nº 13.123 de 2015, para ter acesso a um 
micro-organismo pertencente a biodiversidade brasileira. “O cadastramento 
deverá ser realizado previamente à remessa, ou ao requerimento de qualquer 
direito de propriedade intelectual, ou à comercialização de produto 
intermediário, ou à divulgação dos resultados, finais ou parciais, em meios 
científicos ou de comunicação, ou à notificação de produto acabado ou 
material reprodutivo desenvolvido em decorrência do acesso” (Art.12 §2º, lei 
13.123). Esta lei de Acesso ao Patrimônio Genético entrou em vigor em 
17/11/2015, e o seu decreto regulamentador, Decreto no 8.772, entrou em 
vigor em 12/05/2016. O portal de cadastramento encontra-se em fase final de 
construção. As leveduras utilizadas na produção de etanol 2G são OGMs 
(Organismos Geneticamente Modificados), devido a inserção dos genes do 
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metabolismo de xilose. Assim sendo, para uso comercial no Brasil, o micro-
organismo desenvolvido deve atender as normas estipuladas pela Resolução 
Normativa número 5, de 12 de março de 2008. A empresa deve submeter a 
CTNBio (Comissão Técnica Nacional de Biossegurança) um relatório de 
avaliação de risco do OGM desenvolvido, incluindo informações detalhadas 
dos genes introduzidos, além de experimentos sobre a resistência, 
capacidade de sobrevivência e produção de esporos do micro-organismo, e 
também riscos do OGM em relação a saúde humana e animal e possíveis 
efeitos na qualidade do solo, ar e água em caso de uma liberação acidental 
(Santos et al., 2016). 
Em 2015, a empresa GranBio conseguiu a aprovação do CTNBio para 
a utilização comercial da levedura desenvolvida no presente trabalho, através 
do parecer técnico nº 4526/2015. O desenvolvimento dessa levedura, bem 
como uma maior compreensão da fisiologia e metabolismo de uma levedura 
S. cerevisiae fermentadora de xilose, gerados nesse trabalho, representam 
um importante avanço na viabilização da produção de etanol de segunda-
geração.  
Da Ciência à Indústria - a levedura desenvolvida nesse trabalho 
atualmente é utilizada na usina Bioflex, em Alagoas, na fermentação do 
hidrolisado, produzido a partir de palha de cana, em etanol 2G. 
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Abstract 
Nowadays, bioethanol is one of the most important sources of renewable fuels 
and has the potential to partially replace petroleum-based liquid fuels. The 
United States is the largest ethanol producer in the world, with an average 
production of 54 billion liters per year. Most of its production derives from 
cornstarch. The Carbon Intensity Index (CI) for cornstarch-derived ethanol 
(75.97 g of CO2 equivalent emitted per megajoule of energy produced) is close 
to the gasoline index (95.8 g of CO2e/MJ), and its use has little impact on the 
emission of greenhouse gases. Compared to ethanol from cornstarch, the 
production using sugarcane has a lower Carbon Intensity Index (56.66 g of 
CO2e/MJ) and greater emission reductions can be achieved by replacing 
gasoline or other fuels with ethanol obtained from sugarcane. Brazil produces 
around 25 billion liters of ethanol per year (the second largest world producer) 
and has the largest flex-fuel vehicle fleet in the world. Nevertheless, the 
Brazilian ethanol sector is in a state of economic stress caused mainly by the 
high operational costs and the fact that the sugarcane productivity seems to 
have reached a plateau. In this scenario, the conversion of the sugars present 
in lignocellulosic biomass into ethanol emerges as a promising technology with 
the potential to revolutionize the renewable fuels sector. In this review, we 
present the advances and challenges behind the production and fermentation of 
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lignocellulosic sugars, showing the huge potential that this technology 
represents for the renewable fuels sector. 
 
Introduction 
The notion that oil, one of the natural resource most ubiquitously used in 
current society, could be depleted emerged with the oil crisis in the 1970s1. 
Nonetheless, the recent discovery of new oil reserves with high potential 
productivity has led to the replacement of uncertainty regarding oil availability 
with economic, geopolitical and environmental problems related to oil use1. 
Cracking process used to produce many petrochemical commodities and the 
use of oil as a fuel both lead to the release of a huge amount of carbon dioxide 
(CO2) in the atmosphere, which was previously entrapped in the soil as 
hydrocarbons. The CO2 produced by the combustion of fossil fuels is one of the 
major sources of greenhouse gas emissions2. Moreover, the concentration of 
CO2 has increased by approximately 90 ppm in the last 50 years, representing 
almost 30% of the CO2 concentration that existed in the 1960s3. Many studies 
regarding the increase in the CO2 level have suggested that such changes can 
result in disastrous consequences for the environment4, 5. The importance of 
this issue has been demonstrated by the numerous studies regarding the 
potential environmental impacts related to global warming resulting from CO2 
emissions4, 6, 7 and by the emphasis on the replacement of energetic matrices8, 
9. Recently, the Group of Seven (G7) officially announced the policy of 
decarbonization of the global economy, which aims to phase out fossil fuels by 
the end of the century by replacing them with renewable energy sources. The 
reduction of CO2 emissions is expected to help reach the goal of restricting 
global warming to 2 °C10.  
Given the urge to replace fossil fuels, studies aimed at the development 
of technologies that use renewable resources to obtain energy and chemical 
compounds have become frequent in recent years. Bioethanol is one of the 
promising biofuels which has the largest potential to replace fossil-derived fuels 
with low economic impact9 because the production of bioethanol has the 
potential to be less costly than the production of fuel from non-renewable 
sources. Moreover, bioethanol has properties that are beneficial to the 
environment, contributing to the mitigation of greenhouse gas emission11. This 
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property is supported by the Carbon Intensity index (CI), which measures the 
amount of CO2 equivalent released for each unit of energy generated by fuel. 
Gasoline has a CI of about 95.86 g CO2e/MJ whereas ethanol produced from 
cornstarch and sugarcane juice have an average CI of 75.97 g CO2e/MJ and 
56.66 g CO2e/MJ, respectively12,13. Bioethanol can be blended with gasoline or 
can be used directly as a transportation fuel because it has a higher enthalpy of 
vaporization, higher octane number and higher laminar flame speed than 
gasoline. In addition, bioethanol is an oxygenated fuel, which reduces nitrogen 
oxide emission and, when blended with gasoline, allows complete combustion, 
reducing the emission of carbon monoxides and unburned hydrocarbons11. 
Due to the reasons presented above, many countries, including Brazil, 
the United States, and China as well as several EU members have established 
programs to stimulate bioethanol production11. The United States and Brazil are 
the first and the second largest producers, respectively, of ethanol worldwide14. 
In the United States, approximately 54 billion liters of ethanol are produced 
annually, and the primary substrate used in this alcoholic fermentation is 
cornstarch. In contrast, sugarcane juice is the primary feedstock used in Brazil, 
with annual ethanol production of 25 billion liters14,15,16. In both countries, 
alcoholic fermentation is an efficient system for ethanol production. However, 
high operation costs and limited productivity of sugarcane crops has affected 
the Brazilian ethanol industry in recent years. The use of lignocellulosic material 
presents an opportunity to expand the ethanol production, as it may increase 
the land productivity, i.e., the amount of fermentable sugars produced per 
hectare. In Brazil, the production of sugar and ethanol from sugarcane 
generates several hundred million tons of lignocellulosic biomass, which 
consists of the bagasse resulting from sugarcane juice extraction and the 
sugarcane tops and leaves left in the field after the sugarcane harvest17.  
The implementation of second-generation ethanol using lignocellulosic 
feedstock can improve the production of ethanol per hectare and can enable 
year-round production because the lignocellulosic material can be stored18. 
Currently, many technologies for biomass processing are being developed to 
enable the use of cellulosic and hemicellulosic sugars by microorganisms19,20, 
21. Simultaneously, the development of genetically modified microorganisms 
that are capable of efficiently converting C5 and C6 sugars into ethanol makes 
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the industrial production of second-generation ethanol feasible22. The efforts to 
establish efficient technologies for cellulosic ethanol production are ongoing, 
and substantial investments in the development of a new type of cane, “energy 
cane”, are being made. Instead of the great productivity of sugar found in 
sugarcane, energy cane shows a high yield of fibers and is more vigorous and 
robust than the conventional sugarcane, thus having several economic and 
environmental advantages as a feedstock for second-generation biofuel 
production17. 
This review will discuss first- and the second-generation ethanol 
production in Brazil, a suitable country for the production of sugarcane and 
consequently ethanol due to high levels of tropical sunlight irradiation, an 
abundance of water and great expanses of arable land. The goal of this review 
is to discuss the latest advances and the current scenarios of both technologies, 
focusing primarily on second-generation ethanol production, considering their 
feedstock, sugar extraction and fermentation processes and noting the 
economic and environmental advantages and disadvantages of each process. 
This discussion will support future studies and guide investment policies for the 
production of ethanol and other biofuels. 
 
Saccharum hybrids: the ideal feedstock for biofuel production 
 
Industries based on agroforestry products have always relied on 
dedicated crops that have been delivered by genetic breeding programs and 
variety selection all over the world. The ideal feedstock for biofuel production 
should be highly productive and meet industrial demands, minimizing expenses 
and maximizing industrial production yields. Thus, the ideal crop will need to 
have fast growth, a flexible harvesting period and, in particular, a desirable 
carbon balance, which is assessed by considering all energy flow along the 
production chain and the environmental impact23. Life cycle assessment (LCA) 
not only considers productivity, water and nutrient requirements, agricultural 
management and residue production but also depends on the location and 
climate conditions23. 
Saccharum hybrids satisfy these needs and can be planted across a 
range of tropical and subtropical environments and produce the largest biomass 
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of any annually harvested field crop24. This is mainly due to the high 
photosynthetic efficiency, as a C4 plants and due to successful breeding 
programs, which have selected the most productive hybrids over the years17. 
Modern sugarcane cultivars are hybrids that have been selected by 
several backcrosses from genotypes selected from crosses between 
Saccharum officinarum and S. spontaneum25. S. officinarum, the noble cane, is 
rich in reducing sugars, which are stored in thick and soft stalks due to the low 
fiber content of this cane. However, this species presents a shallow root 
system, is highly demanding on soil fertility and water supply and is highly 
susceptible to diseases26. Therefore, the wild species S. spontaneum was used 
for introgressive hybridization of complementary characteristics such as vigor 
and hardness as well as tillering and ratooning abilities27. The rusticity of this 
wild species, which is highly adapted to different environments, provided 
modern hybrids with resistance against several of abiotic and biotic stresses25, 
26.  
In addition to field productivity, the sugar and fiber contents of industrial 
dedicated Saccharum hybrids are the primary characteristics for breeding 
selection; these characteristics are directly related to the genetic contribution of 
each parent: the greater the presence of S. spontaneum chromosomes is, the 
higher fiber content and lower sugar content the selected hybrid will have25. 
Analysis of the wide segregation and the resulting phenotypes indicated two 
distinct Saccharum hybrids: the traditional sugar producer hybrid known 
worldwide as sugarcane26 and a biomass dedicated hybrid rich in fiber called 
energy cane (figure 1 and table 1)17, 25, 28. 
 
SUGARCANE: THE FEEDSTOCK DEDICATE TO FIRST GENERATION 
ETHANOL  
Brazil started using sugarcane as a potential feedstock for bioethanol 
production in the 1930s after the Institute of Sugar and Alcohol was created; 
however, the development of a competitive agroindustry in Brazil was not 
reached until after the Brazilian government established the Proálcool Program 
in the 1970s23. This national program stimulated not only industrial facility 
processing efficiency but also sugarcane breeding programs17, 23, 25.  
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Sugarcane is usually planted at the end of the wet season and harvested 
after the first cut (plant cane) every year for another 4 to 5 years (ratoons). 
Productivity (tons of cane per hectare) is higher with the first cuts and 
decreases during the successive ratoons. In Brazil, approximately 9,000,000 
hectares were planted with sugarcane in the 2014/2015 season and produced 
approximately 635 million tons of cane. The primary producer state was São 
Paulo (53.8%; 4.7 million hectares), followed by Goiás (9.5%; 0.850 million 
hectares), Minas Gerais (8.9%; 0.805 million hectares), Mato Grosso do Sul 
(7.4%; 0.668 million hectares), Paraná (7.1%; 0.635 million hectares), Alagoas 
(4.3%; 0.385 million hectares) and Pernambuco (2.9%; 0.260 million 
hectares)29. 
Sugarcane varieties have been developed by several research centers, 
including the Agronomic Institute of Campinas (IAC), Federal Universities linked 
to the sugarcane research network called RIDESA, the Centro de Tecnologia 
Canavieira (CTC) and CanaVialis/Monsanto, the last two of which are private 
breeding companies30. 
Despite the high productivity of sugarcane varieties, first-generation 
technologies rely on sucrose content to produce bioethanol, leaving behind two 
parts of the total biomass, including structural sugars. The bagasse and 
sugarcane straw are usually burned to produce electrical power, which is used 
to run the sugarcane mill, and the excess energy is exported to the grid. One 
ton of harvested sugarcane stalks produces approximately 250 kg of bagasse 
(50% moisture) and 140 kg of cane straw/tops (dry basis)31. Commonly called 
trash, the sugarcane tops and dead leaves (straw) that are left in the field 
represent 15% of the stalk weight of mature sugarcane17. This entire biomass 
residue has an enormous potential to be used to produce electricity and to 
generate ethanol by second-generation technologies. 
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ENERGY CANE: THE FEEDSTOCK DEDICATE TO SECOND-GENERATION 
ETHANOL 
The energy cane concept was first described in Louisiana and Puerto 
Rico, where the first breeding attempts to obtain hybrids with high amounts of 
biomass regardless of sucrose content were performed. This concept receives 
special attention nowadays when biomass became an important source of 
renewable and sustainable energy. Energy cane is usually selected directly 
from crosses between S. spontaneum and either S. officinarum or pre-
commercial sugarcane varieties, enhancing the genetic participation of the wild 
species. This crossing ensures not only a high yield of fibers in the selected 
hybrids but also other important economic and environmental advantages: the 
energy cane hybrids are less demanding on agricultural inputs because they 
are more resistant to abiotic and biotic stresses. These advantages allow better 
use of water and nutrients, minimize the use of herbicides and pesticides, and 
permit growth in poor environments, eliminating competition with food 
production17. Despite of the high fiber content and high biomass productivity, 
other important characteristics of energy cane are the high tillering and the high 
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productivity in the ratoons, which enhance the yield during the years of growth 
and which increase the rate of multiplication.  
 
 
Figure 1. Comparison between cultivars of sugarcane (left) and energy cane (right). 
Energy cane displays high fiber content and therefore a high biomass productivity in 
the field, making it one of the most competitive raw materials for second-generation 
ethanol production. 
In the United States, several attempts were made to use energy cane as 
a potential feedstock, and some cultivars were released in Louisiana and 
Florida. In Brazil, several private breeding programs were started for the 
selection of energy cane hybrids. The Monsanto Company (Canavialis) selects 
hybrids producing 138% more total biomass per area and 235% more fiber. 
Other companies such as GranBio and Vignis are also selecting and planning to 
release new energy cane cultivars very soon17,25. Some traditional sugarcane 
research centers such as IAC, Ridesa and CTC are also targeting part of their 
breeding programs to select energy cane varieties25. 
 
First-generation ethanol production 
 
The production and use of ethanol as a vehicle fuel have been regularly 
and legally practiced in Brazil since 1931 when the federal government 
mandated a 5% ethanol blend with gasoline. Since then, political and economic 
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issues in Brazil have determined and defined different phases of ethanol 
production. In 1973, the first oil crisis increased oil prices by approximately 
300% (from US$ 3/barrel to US$ 12/barrel, values of that time)32. Consequently, 
the Brazilian government implemented the National Alcohol Program 
(Proálcool) to replace gasoline by ethanol obtained from biomass (sugarcane, 
cassava and sorghum). For many reasons, including a favorable climate, an all-
year growing season and highly productive land, sugarcane became the sole 
source for ethanol production, allowing Brazil to produce over 35 million tonnes 
of sugar and 28.6 billion liters of ethanol in the 2014/15 season33. 
The establishment of the Proálcool Program in 1975 enhanced the use of 
a significant proportion of ethanol blended with gasoline. Before the Proálcool 
Program was established, Brazil fueled its automobile industry primarily with 
gasoline derived from more than 80% imported petroleum. According to the 
Brazilian National Agency of Petroleum, Natural Gas and Biofuels, at the end of 
1979, the percentage of ethanol in gasoline blends increased and the 
automobile industry started using fuel blends up to E15 (15% anhydrous 
ethanol; 85% gasoline)34. Consequently, ethanol production in Brazil increased 
more than 12 times during the first phase of the Proálcool Program (from 220 
million liters in 1975 to 2.8 billion liters in 1979)35. At that time, anhydrous 
ethanol was produced in distilleries that were annexed to existing sugar mills.  
In 1979, the world faced the second oil crisis; crude oil prices increased 
from US$ 25/barrel in 1979 to US$ 40/barrel in 1981. This crisis motivated the 
large-scale production of ethanol and the expansion of sugarcane fields, 
enabling the construction of autonomous distilleries that produced only ethanol 
from sugars. In 1979, the Brazilian government signed an agreement with the 
vehicle industry whereby manufacturers were required to develop or adapt 
motor engines to use hydrated ethanol as fuel (E100); this fuel had a minimum 
ethanol content of 92.6%34. Since then, ethanol began to be used as a fuel 
substitute, and in 1983, neat ethanol-powered cars reached over 90% of total 
automobile sales32. Nevertheless, anhydrous ethanol remained in use as an 
additive, and in 1985, the ratio of ethanol to gasoline was set between E20 to 
E2532. 
In 1986, the reduced oil prices and severe economic crisis that Brazil 
was going through caused the sales of neat ethanol-powered vehicles to 
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decline. In 1989, the inflation rate was 1,764.86%, the highest recorded in the 
history of Brazil32. This characterized the beginning of the decline phase of the 
Proálcool Program. The reduction of the neat ethanol fleet affected the 
consumption of hydrated ethanol greatly during the 1990s and early 2000s. 
Despite worldwide concern regarding environmental sustainability, which led to 
the signing of a document on climate change at the Rio 92 Conference (1992), 
it was not until 2001 that larger differences between ethanol and gasoline price 
increased the sales of neat ethanol-powered vehicles. In 2003, the decline of 
the Proálcool Program was completely reversed with the introduction of “flex 
fuel vehicles” (FFVs) in the country, which allowed customers to fuel with both 
ethanol/gasoline blends (E25) and hydrated ethanol (E100). Due to the success 
of FFVs, the production of ethanol greatly increased, and in 2007, ethanol 
production reached 21.6 billion liters36, 3.5 billion liters of which were exported. 
The sugar-ethanol industry has made remarkable progress during recent 
decades. Since the turn of the century, ethanol production in Brazil has 
increased up to 170%, and future perspectives for Brazilian ethanol are 
optimistic. Domestic consumption of ethanol as a biofuel is increasing; many 
countries have already approved the use of ethanol/gasoline blends, which 
should increase Brazilian exports33.  
 
ETHANOL MILLS IN BRAZIL  
Currently, Brazil has approximately 345 ethanol mills that produce more 
than 28.66 billion liters of ethanol each year15,16. This large production is due to 
three particular characteristics that differentiate the sugarcane industry in Brazil 
from its peers in other countries. 
The first important point is that most units in Brazil produce a rather high 
proportion of processed sugarcane, with only one-third of processed feedstock 
acquired from third parties. In contrast, the international standard is to separate 
agricultural activity from industrial production. This organizational model is 
associated with the large territorial size of Brazil, the wide availability of fertile 
land that is suitable for the cultivation of sugarcane and the agrarian tradition of 
Brazil. 
The second relevant point is the diversity of traded products made from 
the sugarcane juice and residues from milling. In addition to sugar and ethanol, 
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the excess of electricity generated by burning bagasse/straw is sold to the grid. 
Finally, the spatial distribution of production units in a large area is possible due 
to Brazil’s geographical position, which provides a wide variety of microclimates 
that allow economic scale production of most commercial crops used 
worldwide. 
In 2013, the National Food Supply Agency published the latest survey of 
the Brazilian sugarcane industry profile concerning the 2010/2011 harvest15. 
This survey included data from 415 units in operation during that period, with 
328 located in the Center-South region and the remaining (87) in the North-
Northeast region15,16. Table 2 presents the primary productivity numbers and 
sizes of those units and highlights the Center-South region, which is responsible 
for approximately 90% of the sugar and ethanol produced in Brazil. These 
regions also differ regarding the season period. During the months of April to 
November, the low amount of rainfall in the Center-South allows the sugarcane 
harvest. In contrast, the season in the North-Northeast runs during the months 
of August to February. Therefore, plant operations remain idle for a long period, 
operating an average of 212 days per season. The states of Mato Grosso do 
Sul, Parana and São Paulo have the best performance, with operational 
averages of 246, 238 and 237 calendar days per year, respectively15.  
In the last season (2014/2015), the Center-South region presented a 
slight decrease in sugarcane crushing (4.3%), compared with season 
2013/2014, processing 571,344 million tons, and the crushing expectation for 
the 2015/2016 season is to achieve the same level as the 2013/2014 season, 
particularly due to the reduction of investments of cane replanting that increase 
the average age of the cane fields. Consequently, ethanol production must also 
remain stable in the 2015/2016 season, with an average idle capacity of 
57.5%16. 
The vast majority of ethanol distilleries have integrated sugar mills that 
allow sugarcane to be processed into either sugar or ethanol. The production 
mix of such units has remained relatively stable over the past 10 years, with an 
average of 46% of sugarcane dedicated for the production of sugar and 54% to 
ethanol16. This integration is another feature of Brazilian plants, which can vary 
the destination of sugarcane juice based on the attractiveness of ethanol and 
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sugar markets. The limitation of this variation is the productive capacity installed 
in each unit. 
 
 
As a result of a financial crisis that erupted since 2008, by 2014, 82 mills 
had ceased operations in Brazil. Of those plants, 59 units were operating in the 
Center-South region (60 million tons of sugarcane) and 23 units in the North 
Northeast (15 million tons of sugarcane). According to market sources, other 
plants will declare bankruptcy by the end of 201516 and early 2016.  
In contrast to the United States, only two corn ethanol plants are in 
operation in Brazil, and these plants have a combined capacity of 145 million 
liters per year. In the next two years, four more units will begin operation in the 
Midwest region, where corn production is primarily concentrated; these units will 
have a total capacity of 500 million liters/year. These units will use the surplus 
volume of corn available in Brazil in a dedicated plant. Recent studies have 
shown the feasibility of integrating these corn mills with the sugarcane mills, 
sharing the already installed facilities (steam and electricity) and producing 
ethanol throughout the entire year37. 
 
YEASTS FOR FIRST-GENERATION ETHANOL PRODUCTION  
 
Saccharomyces cerevisiae is the most employed yeast for ethanol 
production in Brazil. S. cerevisiae can assimilate and ferment a large number of 
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carbon sources, and produce ethanol from them. However, this yeast is not 
naturally capable of utilizing sugars obtained from lignocellulosic biomass such 
as xylose and arabinose.  
The “Brazilian Model” for ethanol production using this yeast as inoculum 
has been extensively described in a number of reviews38,39. This model is 
primarily characterized by the combined production of sugar from sugarcane 
juice and ethanol from sugarcane juice and molasses. Fed-batch ethanol 
fermentation begins using known specific mixes of commercial dry yeasts as 
inoculum. At the end of fermentation, cells are separated from fermented wine, 
and after 2-3 hours of acid treatment, they are reused to start a new 
fermentation process. The high cell density (12-18% w/v, wet basis) used in 
each batch ensures a very short fermentation time, reaching ethanol 
concentrations of 7-11% (v/v) (90-92% of the theoretical sugar conversion into 
ethanol) in 6-11 h. Cell recycling reduces the need for inoculum propagation; 
thus, less sugar is destined to biomass formation. Moreover, cells can be 
reused 400 to 600 times during the entire sugarcane harvest season, which 
takes 200-300 days depending on weather conditions, sugarcane variety and 
market demands38. 
As industrial ethanol production is performed under non-sterile 
conditions, different yeast and bacterial species originating from the feedstock 
and/or environment may compete with the inoculated yeast. Both the 
persistence and dominance of these species will depend on the interaction 
between them during the entire process, on the medium composition, and on 
the fermentation conditions, as well as on the capability of the microorganism to 
tolerate several stresses generated by the process itself such as high ethanol 
concentration, high temperature and acidity. Therefore, inoculated yeast could 
rapidly be replaced by indigenous strains that are more robust during the 
fermentation process38,40. 
First-generation ethanol production in Brazil began using S. cerevisiae 
(baker’s yeast) as inoculum (Fleishman and Itaiquara). However, in the early 
1990s, Brazilian distilleries started to isolate and select wild yeast strains that 
showed high persistence profiles during the entire season to start the following 
season using a more robust and adapted strain39. Since then, the use of 
different molecular methods, which have been described in several studies, 
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have revealed the heterogeneity of the yeast population and demonstrated the 
dynamics between microorganisms during industrial fermentation processes in 
some distilleries from different regions of the country39,40,41.  
Currently, commercial powdered yeast strains selected from industrial 
processes are widely used as inoculum in distilleries. The most successful 
examples are the CAT-1, BG-1 and PE-2 strains, which were isolated from 
Catanduva, Barra Grande and Pedra distilleries, respectively; these strains 
have been adopted by most Brazilian distilleries. Additionally, other strains such 
as SA-1, VR-1, and CR-1, also isolated from industrial fermenters, have been 
observed during industrial processes but have shown low persistence and 
dominance profiles39.  
By 2010, up to 30% of Brazilian distilleries used the PE-2 strain as 
inoculum41. The genome structure of JAY270, strain derived from the highly 
adapted PE-2 has already been described42; this work helped to better 
understand the adaptability and higher stress tolerance of PE-2 to industrial 
fermentation processes. Another study described the response and 
transcriptional reprogramming of S. cerevisae due to bacterial contamination at 
the industrial scale43; the authors showed that Lactobacillus fermentum was the 
primary bacterial species responsible for yeast co-aggregation, one of the most 
serious problems in the industrial process, which leads to lower yeast 
performance. These works are essential for understanding the molecular basis 
of the ethanol fermentation process and for providing new knowledge regarding 
yeast, thus allowing improvement of robustness and fermentation performance.  
 
Second-generation ethanol production 
 
Lignocellulosic biomass is formed by cellulose (a polymer of β-1,4-linked 
glucose units with a crystalline structure) covered by hemicellulose (a polymer 
composed of different fractions of glucose, galactose, mannose, xylose and 
arabinose units presented in amorphous form) and lignin to provide protection 
against chemical and biological degradation44. The composition of the primary 
components ranges from 40–50% cellulose, 20–40% hemicelluloses, 20–30% 
lignin and 5–8% extractives. Minor components of the lignocellulosic biomass 
include proteins, lipids, pectin, soluble sugars and minerals. One of the major 
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challenges of second-generation technology is the difficulty of obtaining the 
sugars from these main components due to the complex and rigid structures of 
plant cell walls44,45. Therefore, pretreatment and enzymatic hydrolysis of 
biomass are necessary steps for this process, as well as development of 
genetically modified microorganisms capable of consuming these sugars; these 
steps are reviewed below. 
 
PRETREATMENT 
Different pretreatments have been developed to modify the 
morphological and chemical arrangements of the cell wall from lignocellulosic 
biomass to facilitate the hydrolysis of polymeric sugars into monomers46,47. 
During the pretreatment of the lignocellulosic material, hemicellulose and part of 
lignin are solubilized, while cellulose is partially depolymerized48,49. This process 
can maximize sugar digestibility through increasing the material’s surface area, 
consequently increasing the rate of enzymatic hydrolysis.  
During pretreatment, hemicellulose is broken into oligomers and into 
xylose, arabinose, galactose, mannose, acetic acid and glucose; only a small 
fraction of cellulose produces glucose. Under certain pretreatment conditions, 
xylose and arabinose are decomposed to furfural and, similarly, HMF is formed 
by dehydration of hexoses (glucose, mannose and galactose). If the conditions 
persist, furfural can be decomposed to generate formic acid, and HMF can be 
broken down into formic acid and levulinic acid50. Acetic acid is released from 
acetylated hemicellulose during pretreatment or hydrolysis and is one of the 
primary lignocellulosic inhibitors, present at significant concentrations in most 
hydrolysates. Moreover, during the pretreatment, the solubilized lignin can be 
decomposed into phenolic compounds. Overall, these products are considered 
inhibitors of microorganism metabolism and decrease the performance of the 
fermentative processes (Figure 2). 
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Figure 2. Main routes of inhibitors formation. The lignin decomposition generates the 
phenolic compounds, while the furan derivatives and aliphatic acids are formed from 
the carbohydrates degradation from hydrolysis of cellulose and hemicellulose. 
Several pretreatment technologies exist and can be grouped into four 
types: chemical (acid, alkaline, oxidative delignification and organosolv), 
physical (milling, pyrolysis and microwave), physicochemical (steam explosion, 
ammonia fiber explosion and CO2 explosion) and biological (biopulping – fungi, 
bacteria and specific enzymes)21. 
 
Chemical Pretreatments  
 
a) Acid pretreatment. This pretreatment is the most commonly used method and 
consists of adding inorganic acids (HCl, H2SO4, HNO3, or H3PO4) at higher 
temperatures to lignocellulosic material45. Using this pretreatment, the 
hemicellulose is hydrolyzed into sugars51. The formation of inhibitors can occur, 
which decreases the sugar yield, since sugars such as hexoses and pentoses 
can be converted into HMF and furfural, respectively. Although the acids used 
are inexpensive, the entire process could be costly due to the need for the 
reactors to be composed of materials that are resistant to corrosion20. 
 
b) Alkaline pretreatment. This pretreatment consists of a delignification process 
that adds a base (NaOH, Ca(OH)2, CaO, KOH, or NH4OH) to the biomass 
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under a defined condition of temperature/pressure. In addition, a significant 
amount of hemicellulose is removed. When compared to the acid pretreatment, 
the use of bases leads to lower inhibitors formation; however, the salt formed 
during this treatment can affect fermentation processes and its removal can be 
a challenge19. 
 
c) Oxidative Delignification. This type of pretreatment leads to delignification of 
lignocellulose by oxidizing agents such as hydrogen peroxide or ozone19. The 
most commonly used oxidizing agent is hydrogen peroxide. Its breakdown 
produces hydroxyl radicals that degrade lignin, forming low molecular weight 
products. In ozonolysis, the ozone gas is bubbled into a tank containing water 
and biomass and leads to lignin solubilization. Oxidative delignification has 
several advantages such as the very efficient removal of lignin without affecting 
hemicellulose and cellulose20, 21; a lack of generation of toxic waste and reaction 
occurrence at pressure and room temperature. Despite the many advantages of 
this process, due to the large amount of ozone or hydrogen peroxide used, this 
process can be very expensive45. Another disadvantage of this process is the 
oxidation of lignin, which can produce inhibitors by forming soluble aromatic 
compounds51.  
 
d) Organosolv. This process occurs with the addition of a mixture of organic 
solvents (aqueous or nonaqueous) with or without a catalyst, which can be an 
acid, a base or a salt, to biomass19 to break the internal bonds between lignin 
and hemicellulose. The most used organic solvents are methanol, ethanol, 
acetone, ethylene glycol and triethylene glycol. Although this process removes 
high-purity lignin and generates a syrup containing hemicellulose sugars and 
intact cellulose, this pretreatment has disadvantages. Some of these 
disadvantages are the corrosion of reactors19 and the inhibition of fermentation 
by organic solvents20,21.  
 
Physical Pretreatment  
 
a) Milling. This physical treatment is used to disrupt the structure of the 
lignocellulosic biomass, increasing the accessible surface area and decreasing 
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the crystallinity of cellulose, thus enhancing the hydrolysis step. Since there are 
no chemical reactions during the pretreatment, this process does not produce 
waste and does not decompose the sugars to inhibitors45. However, some 
biomasses may require several pretreatment cycles to be efficiently processed, 
and the energy spent on this pretreatment may become financially 
unsustainable51. 
 
b) Pyrolysis. This pretreatment is a process in which lignocellulosic material is 
heated to a temperature higher than 300 °C, and under these conditions, 
cellulose is decomposed into volatile compounds (such as CO and H2) and 
residual char. This char is leached in the presence of aqueous weak acid, and 
the remaining solution is primarily composed of glucose. However, 
approximately 50% of the biomass is lost during this process52,53. 
 
c) Microwave. This pretreatment produces electromagnetic waves that are 
transferred to water, fat and sugar molecules. After absorbing this energy, the 
vibration of these compounds generates energy that evenly warms the entire 
biomass. Thus, this pretreatment acts similar to pretreatments that use heat20. 
The primary advantages of this type of pretreatment are the small reaction time, 
the homogeneous heating of the entire mixture and the small formation of 
inhibitors45. However, its use at large commercial scale is a challenge due to the 
high cost of this technology. 
 
Physicochemical Pretreatments 
 
a) Steam Explosion.  In this type of pretreatment, water vapor is added to 
biomass in a high-pressure reactor, so the temperature is increased to values 
above 100 °C and the mixture is maintained under these conditions of high 
pressure/temperature for a few minutes. Then, the pressure is abruptly relieved 
to ambient pressure, causing water molecules to pass quickly to the gas-phase. 
This process opens the biomass fibers, leaving them exposed to the hydrolysis 
step21,54. 
Under common conditions, usually between 160-260 °C and 0,69-4,83 
MPa21,45,52, hemicellulose is solubilized, increasing the potential for cellulose 
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hydrolysis, but generating inhibitors54. Compared with other types of 
pretreatment, the steam explosion process has a low capital investment, low 
environmental impact, and high sugar recovery; for these reasons, this process 
is considered the most cost-effective pretreatment55. Pretreatment by two 
stages of steam explosion showed an increase in sugar recovery and a 
decrease in inhibitor formation. The first stage is performed using a lower 
temperature to solubilize hemicellulose, and the resulting fraction of cellulose is 
subjected to a second blast at temperatures above 200 °C55,56,57,58. 
 
b) Ammonia Fiber Expansion (AFEX). This pretreatment adds liquid ammonia to 
the biomass under high temperature/pressure conditions and then, similar to the 
steam explosion process, the pressure is relieved causing the opening of the 
biomass fibers. This pretreatment does not release any sugar directly but allows 
cellulose and hemicellulose to be more easily attacked during the hydrolysis 
step, generating few inhibitors55. A typical AFEX process employs 
approximately 1-2 kg ammonia/kg dry biomass at a temperature range of 50-
100 °C and a residence time of 5-30 minutes, depending on biomass21,59,60,61,62. 
This process has the disadvantage of low efficiency for biomass with high lignin 
contents20. 
 
c) CO2 Explosion. This process occurs similar to the AFEX process; however, it 
uses supercritical CO2 and is based on the formation of carbonic acid from the 
reaction of CO2 with water. The increased pressure during the explosion assists 
CO2 molecules to penetrate in the structure of lignocellulosic material45. This 
pretreatment does not produce inhibitors compared to the steam explosion, is 
less costly than the AFEX process, and is environmentally friendly; however, 
this method presents operating difficulties and high complexity21,45. 
 
Biological Pretreatment 
 
Biological pretreatment uses microorganisms (fungi and bacteria) to 
degrade lignin and hemicellulose. This process is mild, with low energy use; 
however, due to microorganism metabolism, days to weeks are necessary for 
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finishing the pretreatment. Moreover, some of the released sugars are used as 
carbon sources by the microorganisms, which leads to low efficiency20,45. 
 
ENZYMATIC HYDROLYSIS 
After pretreatment of the lignocellulosic biomass, a large sugar fraction 
remains in polysaccharide and oligosaccharide form. These polymers must be 
further broken down into sugar monomers to allow for their conversion into 
ethanol. Several approaches for the breakdown of cellulose have been studied, 
including enzymatic hydrolysis, which employs protein blends commonly termed 
“enzymatic cocktails” to cleave glycosidic linkages63, and acidic hydrolysis, 
which makes use of strong acids such as H2SO464. So far, enzymatic hydrolysis 
has been the preferred approach for industrial application due to amenable 
working conditions (e.g. 50 - 60oC and pH 4.5- 5.5), higher yields and reduced 
utilities consumption. In addition, enzymatic hydrolysis reduces the formation of 
fermentation inhibitors and equipment corrosion, issues commonly associated 
with acidic hydrolysis65. 
A number of enzymatic cocktails have been developed and are 
commercially available for industrial applications. These cocktails contain 
groups of enzymes that break down cellulose and hemicellulose into glucose, 
xylose, arabinose and other monosaccharides. The hemicellulose fraction of 
biomass, due to its lower degree of polymerization and highly branched nature, 
is more easily depolymerized than cellulose, which has a crystalline structure. In 
this review, only the enzymatic hydrolysis of the cellulose will be discussed. 
 
Mechanism of enzymatic hydrolysis 
 
The conversion of cellulose to glucose requires the involvement of three 
enzyme groups: exoglucanases or cellobiohydrolases (CBHs), endoglucanases 
(EGs) and β-glucosidases (BGs). CBHs are divided into CBHI and CBHII. Both 
enzymes attack the crystalline side of cellulose; however, the former works on 
the reducing ends, while the CBHII acts on the nonreducing side of cellulose. 
The disaccharide cellobiose is a product of these enzymes. The EG group 
cleaves the amorphous regions of cellulose and provides new chain ends for 
the action of CBHs, resulting in oligomers that will be hydrolyzed to cellobiose 
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later by CBHs. The last group of enzymes is the BGs, which cleave the 
glycosidic bond of cellobiose releasing glucose as the final product of the 
hydrolytic process44. 
In addition to these central groups of enzymes described above, there 
are also the so-called “accessory enzymes”, reported to increase the yield of 
released sugars during the cellulose hydrolysis. The most studied of these 
enzymes are xylanase and the recently discovered lytic polysaccharide 
monooxygenases (LPMOs)66. Xylanases catalyze the conversion of 
hemicelluloses into monosaccharides, while LPMOs catalyze the oxidative 
cleavage of cellulose, introducing chain breaks on this polysaccharide; both of 
them favor the access of cellulases to cellulose44. The class of LPMOs are 
considered a new paradigm on deconstruction of lignocellulosic biomass by 
enhancing the activity and decreasing the loading of classical enzymes. The 
addition of these enzymes to enzymatic cocktails make possible the 
improvement of hydrolysis effectiveness at high consistencies and reducing 
costs of hydrolysis step to the reaction showing its strong relevance for the 
future of biorefineries44. 
Enzyme cocktails production  
Enzyme cocktails for cellulose hydrolysis are used in several industries 
such as textile, detergent, food, pulp and paper and corn ethanol. However, 
regarding the production of biofuels such as ethanol, butanol and other 
biochemicals derived from biomass, the cellulase market could turn into the 
largest worldwide enzyme market67. In addition, the development of cellulase 
production with a competitive cost is an important issue and a requirement for 
the economic feasibility of second-generation ethanol production.  
Currently, commercial enzyme preparations that are available for 
lignocellulosic biomass hydrolysis are produced by fermentation of genetically 
modified strains of Trichoderma reesei68. This filamentous fungus is known to 
be an efficient producer of cellulases and hemicellulases69, which act in synergy 
to degrade lignocellulosic materials. However, other filamentous fungi are also 
capable of producing efficient cellulolytic systems, such as those belonging to 
the genera Humicola, Chrysosporium, Penicillium, Acremonium and 
Aspergillus70, 71. Among these genera, special attention has been given to 
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Aspergillus as an interesting alternative to T. reesei in the search for new 
commercial preparations and processes that more efficiently hydrolyze 
cellulosic substrates70,71. 
The cellulolytic complex secreted from strains of T. reesei is known to 
have low levels of β-glucosidase enzyme production (approximately 0.5%)68. 
This low level of production can result in cellobiose accumulation, which will 
inhibit the CBHs and consequently reduce hydrolysis efficiency72. Thus, external 
supplementations with certain amounts of β-glucosidase are generally required 
from other sources of enzyme complexes such as Aspergillus sp73. Another 
strategy to improve β-glucosidase productivity in T. reesei is through 
heterologous expression of this enzyme derived from Aspergillus sp. or from 
other filamentous fungi74. New approaches for cellulases production are now 
under development, for example, the cellulosome complexes derived from 
bacterial genera such as Cellulomonas, Thermobifida, Ruminococcus and 
Clostridium75. 
In summary, although cellulolytic enzyme production as a commercial 
cocktail is already available for use in the conversion of lignocellulosic biomass 
at the industrial scale (i.e., Cellic Ctec3 and Accellerase), the cost still needs to 
be optimized to make second-generation ethanol production more competitive. 
Thus, diverse strategies are being extensively applied to improve the enzymes 
properties and microorganism producers; these strategies include genomics, 
proteomics, protein engineering, directed evolution and culture conditions 
optimization76.  
 
Challenges of industrial enzymatic hydrolysis  
 
Industrial scale hydrolysis has serious challenges still to be overcome in 
terms of efficiency, costs, dosages, hydrolysis time and process configuration. 
The following three key points must be improved to achieve high hydrolysis 
performance: the hydrolysis time, the hydrolysis at high solid concentrations 
and the enzyme dosage. The hydrolysis time is important for reducing the 
capital and operational costs; the shorter the residence time is, the smaller the 
tank volume and peripheral equipment (pumps or heat exchangers) required for 
the process. Then, the hydrolysis process should be performed in as short a 
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time as possible. Currently, industrial scale hydrolysis should not take longer 
than 72 hours. The second key point, the total solids at the beginning of 
hydrolysis, is directly related to the sugar content at the end of hydrolysis. It 
means, the higher the total solids are at the beginning of hydrolysis, the higher 
the sugar concentration of the hydrolysate will be at the end of hydrolysis. High 
sugar concentrations should allow higher ethanol titers to be obtained during 
the fermentation, allowing the reduction of fermentation tanks volumes and 
making the process of ethanol distillation profitable. Therefore, hydrolysis 
should be performed with 20 to 25% w/w of total solids to reach between 10-
12% w/w of fermentable sugars (considering 70% of hydrolysis yield minimum) 
and to obtain an ethanol concentration greater than 4% w/w (considering 
around 88%-92% fermentation yield). For the last key point, the enzyme cost is 
considered approximately 20% of the ethanol production cost77. Enzyme 
dosage optimization without increasing the hydrolysis time or yield losses is an 
important issue for the economic feasibility of the industrial enzymatic 
hydrolysis. 
 
SECOND-GENERATION ETHANOL FERMENTATION 
 
Lignocelullosic hydrolysates are rich in sugars that are easily 
fermentable, such as glucose, mannose and galactose, and sugars that require 
the use of genetically modified S. cerevisiae to be converted into ethanol, such 
as xylose and arabinose. Genetic modification of yeast for C5 sugar 
consumption will be addressed further in this review. Here, the factors related to 
processes that have relevant influence on second-generation fermentation, 
such as yeast propagation, will be discussed. 
 
Yeast propagation 
 
Yeast propagation is a process that aims to obtain large amounts of cell 
mass. In the context of fermentation, yeast propagation is necessary to obtain 
sufficient cell mass to start the fermentation process. As explained above, in the 
Brazilian production of first-generation ethanol, this step was not a usual part of 
the process, because fermentation is performed using cell recovery by 
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centrifugation during the entire season. Thus, the cell mass produced during 
fermentation is used as inoculum for the next fermentation. However, for 
second-generation production, yeast recovery is more difficult to perform due to 
high concentrations of insoluble solids such as lignin, insoluble unhydrolyzed 
sugar and insoluble ashes. Even if yeast recycling was possible, it would not be 
recommended because the genetically modified yeast could be replaced by wild 
strains and other contaminants. Therefore, yeast propagation is an important 
stage before every batch of fermentation for second-generation ethanol 
production. 
S. cerevisiae has the ability to grow using anaerobic or respiratory 
metabolism according to the culture conditions. For ethanol production, 
anaerobic metabolism is preferred; however, for yeast propagation, a complete 
respiratory metabolism is essential to reach high cell yields. Under total 
respiratory metabolism, the yield is 0.5 g cell mass per gram of glucose78.  
Yeast propagation is a well-understood process that depends on several 
factors such as sugar concentration, aeration, culture medium composition, 
yeast strain and reactor configuration. To promote respiratory metabolism in S. 
cerevisiae, high rates of aeration (approximately 1-2 vvm), sugars concentration 
lower than 5 g/L and a specific bioreactor configuration (i.e., airlift) are 
necessary. The culture medium is another important issue. For industrial yeast 
production, sugarcane molasses is commonly used as culture medium basis. 
This matrix contains not only sugars but also phosphates, salts and vitamins 
required for yeast growth. When using sugarcane molasses, only a nitrogen 
source such as urea or ammonium is normally supplemented. In the Brazilian 
scenario, the availability of sugarcane molasses is not a problem due to the 
stability of the sucrose industry; however, if molasses is not available, then 
medium development will be necessary. In general, sucrose (VHP sugar), urea, 
potassium monophosphate, vitamins (i.e., biotin and thiamine) and minerals 
(Mg+, Mn+, Fe+, and others) are added to supplement the culture medium. 
A robust yeast strain is also needed to have an efficient yeast 
propagation. The efficiency of respiratory metabolism can vary according to the 
yeast strain used. To begin the development of a second-generation yeast 
strain (xylose consuming strains), the selection of suitable hosts with high 
performance under respiratory metabolism is also necessary. During the 
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development of a yeast strain for xylose consumption, in addition to metabolic 
engineering, the yeasts are submitted to long periods of evolutionary assays. 
During these periods, robustness and other features such as the capability to 
growth under aerobic condition may be lost. Therefore, constant checking of the 
intrinsic capabilities of the strains during development is strongly recommended.  
A robust strain and a well-designed process can ensure large amounts of 
yeast in a short culture period and with low production cost. Large amounts of 
yeast are extremely desired for the next stage fermentation, because a high 
mass of yeast as inoculum can reduce the fermentation time and consequently 
increase ethanol productivity.  
 
Fermentation 
 
A successful fermentation is one that can reach high yields, high 
productivities and that can produce high ethanol concentrations. For first-
generation fermentation, these performance parameters seem to be reached; 
nevertheless, for second-generation fermentation, the scenario remains under 
extensive development. The primary issues that need to be optimized are 
genetically modified yeast robustness, xylose consumption rate, inhibitor 
tolerance, culture medium cost and process configuration. Therefore, for this 
process to be successful, a combination of a robust yeast strain with a well-
designed fermentation process configuration is essential. Below, the more 
accepted process configurations that have been applied at industrial scale will 
be briefly discussed. 
Usually, due to the close relation between hydrolysis and fermentation, 
both process configurations are driven together; several approaches have been 
reported: SHF (Separate Hydrolysis and Fermentation), SSF (Simultaneous 
Saccharification and Fermentation), HHF (Hybrid Hydrolysis and Fermentation) 
and CBP (Consolidated BioProcessing). Currently, SHF and HHF stand out 
because developed technologies for industrial enzymatic hydrolysis and 
fermentation (enzyme cocktails and commercial yeast) are related to these 
concepts.  
SHF involves hydrolysis and fermentation in separate tanks, allowing 
optimal conditions for each process (hydrolysis at 50-55 oC and fermentation at 
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30-35 oC). The drawbacks to this process are related to enzyme inhibition via 
by-products, in addition to the high capital and operational costs (additional 
tanks and high energy requirements). In contrast, HHF involves hydrolysis in a 
separate tank until glucose release decreases. Then, the reaction is transferred 
to another tank, and the temperature is dropped for fermentation, during which 
the hydrolysis continues at low rates, concomitant with ethanol production. 
Hence, this process can optimize capital and operation costs compared with 
SHF because tank volumes and residence times would be lower. Nevertheless, 
the success of this process depends on fine tuning of the hydrolysis to 
fermentation transfer, enzymes features and hydrolysis at high total solids 
concentration68. 
Current commercial technologies applied in Brazil use SHF or HHF. 
IOGEN technology implemented for Raizen uses the SHF process79, while 
PROESA technology implemented for GranBio at BioFlex 1 uses a process 
similar to the HHF concept80. 
In addition to the above considerations, during hydrolysis processes with 
20 to 25 % total solids, independent of efficiency, the hydrolysates should have 
approximately 5-10 % w/w of insoluble solids, which are composed primarily of 
lignin, insoluble sugars and ashes. These solids (primarily lignin) are important 
because they will be directed to the boiler for steam and energy generation. 
However, the stage where the solids will be retired is another key factor that 
determines the process configuration. Two options exist for solids separation: 
upstream or downstream of fermentation. 
Removing the solids upstream of fermentation can allow easy integration 
with first-generation distillation or even with first-generation fermentation (if only 
C6 is used) by mixing first and second-generation streams (at a beer well or at 
a fermentation tank), thus gaining process flexibility. This configuration can 
reduce the investment cost by using equipment already installed at first-
generation mills, reducing the distillation cost impact of a low ethanol 
concentration (4 % w/w) and even allowing cell recovery. However, solids 
separation before fermentation can cause significant sugar losses (because 
sugars would be dragged with solids during separation) and restrict the process 
for the use of SHF. 
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The other alternative is solids separation after distillation, which avoids 
sugars losses and allows the utilization of SSF or HHF approaches. 
Nevertheless, this alternative involves a special equipment design (fermentation 
tanks, pumps, heat exchanger, distillation equipment and cleaning system) for 
working with high solid contents. For example, IOGEN technology uses solids 
separation upstream of fermentation, and PROESA technology removes the 
solids after distillation.  
Based on all the information described above regarding the process for 
ethanol production, it is possible to compare the first and second-generations of 
ethanol production considering the different steps involved in each process and 
the use of different varieties of cane. Figure 3 summarizes the level of 
production of first and second-generation ethanol that can be achieved, 
regarding the productivity, the sugar content and fiber content of sugarcane and 
energy cane cultivated in 1 hectare of arable land81,82. Despite the lower soluble 
sugar content present in energy cane, its juice can also be used for the 
production of significant amounts of ethanol. The lignocellulosic material of 
sugarcane and energy cane (bagasse, tops and leaves) can be processed for 
ethanol production or as fuel for boilers to produce the heat and electricity 
required to supply the plant during its operation. However, given the high 
productivity and fiber content of energy cane, more second-generation ethanol 
or more energy can be generated from this biomass compared to sugarcane. 
Although representing overall numbers from ethanol production, the data in Fig. 
3 highlights the potential of energy cane as a substrate for fermentative 
processes and how much the ethanol production can be improved using 
second-generation technology. 
First-and-second generation processes can also be integrated. The 
lignocellulosic residues from the first-generation process (bagasse and straw) 
feed the second-generation process. In the cogeneration unit, residues from the 
second-generation process (mainly lignin) together with bagasse and straw, 
supply the steam and electricity for both processes and the surplus can be sold 
to the grid18. At this point, Brazil has a great competitive advantage for the 
installation of new integrated units, since the mills already installed provide raw 
materials and facilities for such deployment. The integrated interface industry 
comprises the production areas traditionally found in current first-generation 
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sugarcane processing, such as cane reception, extraction, processing and 
concentration of the juice; C12 carbon stream fermentation and distillation; and 
generation and distribution of steam and electricity. The second-generation 
sector also has areas for biomass processing, such as pretreatment, hydrolysis, 
propagation of GMOs, and dedicated fermentation tanks for C5 or C5 and C6 
carbon streams81. 
 
Figure 3. Schematic representation of potential first and second-generation of ethanol 
production from one hectare of sugarcane (SC) and energy cane (EC). The calculation 
of ethanol production and energy generation was based on data already published81,82 
and data from energy cane cultivars from GranBio Investimentos S.A. company (data 
not published), considering the same efficiency for fermentation process and distillation 
in the first and second-generation technologies. The total amount of lignocellulosic 
material, including bagasse, leaves and tops, were expressed in bagasse equivalent 
with 50% w/w of humidity. Sugar losses were not considered only in the pretreatment 
and hydrolysis of biomass. The calculations consider only the potential energy and 
ethanol that can be produced and do not take into account the energy required to 
operate the plant.  
 
YEASTS FOR SECOND-GENERATION ETHANOL PRODUCTION  
 
As previously mentioned, lignocellulosic biomass is composed of many 
sugars that are present in cellulose and hemicellulose chains and that can be 
naturally fermentable by S. cerevisae such as glucose, mannose, fructose and 
galactose. However, the pentoses derived from hemicellulose, L-arabinose and 
D-xylose cannot be consumed by wild type strains of this yeast. Because D-
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xylose is the most abundant pentose, composing up to 25% of the total sugar 
content in some hydrolysates, strains able to efficiently consume this sugar 
must be obtained to make the process economically viable55,83. 
S. cerevisiae cannot utilize xylose and converts it into ethanol; however, 
is capable of fermenting xylulose, an intermediate of xylose catabolism. This 
fact was demonstrated when the xylose isomerase enzyme was added to the 
extracellular medium and xylose consumption and ethanol production could be 
observed84. Because S. cerevisiae can ferment xylulose, many efforts have 
been employed to introduce the two better-know pathways for xylose 
consumption. In bacteria, the conversion of xylose to xylulose can be performed 
in one step with the enzyme xylose isomerase (XI). This enzyme is most 
common in bacteria, although it has also been found in some anaerobic fungi85, 
86. The second pathway, which is found in most naturally xylose-utilizing fungi, 
is a two-step reduction-oxidation reaction catalyzed by xylose reductase (XR) 
and xylitol dehydrogenase (XDH). In the next step, xylulose is phosphorylated 
by the enzyme xylulokinase (XKS1) to xylulose 5-phosphate, which is 
metabolized through the pentose phosphate pathway (PPP) and then 
channeled into glycolysis to ethanol. 
Some yeasts such as Scheffersomyces stipitis, Candida intermedia and 
Spathaspora passalidarum are naturally capable of fermenting xylose and 
converting it to ethanol using the two-step oxidative-reductive pathway87. 
However, S. cerevisiae remains the primary choice, being the most used 
microorganism for ethanol production in industrial processes, and has been 
demonstrated to be very resistant to ferment sugars present in lignocellulosic 
hydrolysates with high content of inhibitors55. 
The Xylose reductase (XR)/ Xylitol dehydrogenase (XDH) pathway 
Although the genes encoding the oxidative-reductive pathway enzymes 
XR and XDH are present in the genome of S. cerevisiae, they are expressed at 
too low levels and do not allow xylose utilization, even when these genes were 
overexpressed88. The most common approach to engineering S. cerevisiae for 
xylose consumption utilizes the genes XR and XDH from S. stipitis, coupled 
with overexpression of the gene XKS1 from S. cerevisiae. In the first reaction, 
xylose is reduced to xylitol by the enzyme xylose reductase (XR) using NADPH 
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or NADH as a cofactor, although the majority of XRs has a higher affinity for 
NADPH. Then, xylitol is oxidized to D-xylulose by the enzyme xylitol 
dehydrogenase (XDH) exclusively using NAD+ as a cofactor. Under anaerobic 
conditions, the oxidation of excess NADH results in the production of 
compounds that are more reduced than D-xylose, such as xylitol and glycerol, 
thus negatively affecting the ethanol yield from D-xylose83,89. 
The choice to express the genes of S. stipitis in S. cerevisiae was made 
because of the high yield of ethanol that can be achieved from xylose using this 
yeast under well-controlled oxygen limitation, while most other yeasts that are 
able to consume xylose primarily produce the undesirable by-product xylitol. 
This occurs because XR of S. stipitis also has affinity for NADH, releasing NAD+ 
that can be used in the next reaction of the pathway88. The S. cerevisiae strains 
transformed with these genes, although capable of xylose consumption, still 
accumulate considerable quantities of xylitol and consequently have low ethanol 
yield because of the imbalance of cofactors89. Additional metabolic engineering 
steps were applied to enhance the xylose flux, and several approaches to 
regulate the redox balance of cofactors in these strains were tested.  
Manipulations in redox balance and the amount of cofactors produced by 
the cell can be a powerful tool for improving the fermentation performance of 
the yeast90. Improving the redox balance in xylose-modified S. cerevisiae 
strains could be achieved by several approaches that model the cofactors flux 
into the cell to adjust and provide them for the heterologous enzymes of the 
xylose pathway. This improvement is necessary to achieve a strain with low by-
product production and high ethanol yield and productivity; these features are 
essential for microorganisms that will be used in the industry. 
The Xylose isomerase pathway 
The isomerization of xylose to xylulose occurs in a single step via the 
xylose isomerase enzyme. This enzyme does not use cofactors; therefore, no 
redox imbalance and no accumulation of by-products occur, and a higher yield 
of ethanol can be reached. Based on nucleotide sequences, xylose isomerases 
are divided into two families: family I has GC-rich DNA content and is shorter by 
40-50 residues at the N-terminus, whereas family II has low GC content, 
extends the N-terminal region, forming a more diverse group86,91. 
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For many decades, attempts to express heterologous bacterial XI in S. 
cerevisiae have not been successful. The attempt to expression XI from 
Escherichia coli92, Bacillus subtilis, Actinoplanes missouriensis93, Clostridium 
thermosulfurogenes94 and Streptomyces rubiginosus95 failed to produce a 
functional enzyme in S. cerevisiae83. The most likely reasons that could explain 
the inactivity of this enzyme in S. cerevisiae are improper folding of the protein, 
the internal pH of the yeast cells different from the original organism, and the 
absence of an essential cofactor or metal ion92,95. The first positive result was 
the xylose isomerase from Thermus thermophilus, which was functionally 
expressed in S. cerevisiae, but with low activity, because T. thermophilus is a 
thermophilic organism and the optimum activity of this enzyme occurs at 85 
°C96.  
Only in 2003, after the discovery of xylose isomerase in the anaerobic 
fungus Piromyces sp., it was possible to obtain mutants of S. cerevisiae that 
had high activity of this enzyme with values ranging from 0.3-1.1 µmol/mg 
protein/min and capable of growth on xylose as the sole carbon source. The 
functional expression of this gene in S. cerevisiae is most probably due to the 
similarity of mechanisms for protein re-folding and cytosol conditions between 
these two eukaryotes85. Although this strain is able to grow on xylose as the 
sole carbon source, it presents slow growth and incomplete xylose 
consumption. Other modifications were necessary, including evolutionary 
engineering procedures for obtaining a strain capable of rapid anaerobic xylose 
fermentation97. In 2009, the expression of XI from anaerobic fungus 
Orpinomyces sp also resulted in a strain of S. cerevisiae with high fermentation 
yield. One reason attributed to the good activity of this enzyme in S. cerevisiae 
is that unlike most XIs, which have optimum activity at temperatures above 60 
°C, the Orpinomyces XI presents optimal activity at 37 °C, near the growth 
temperature of S. cerevisiae86.  
After many attempts to express a prokaryotic XI with high activity in S. 
cerevisiae failed, the XI from the anaerobic bacterium Clostridium 
phytofermentans, although having low sequence similarities to the XIs from 
Piromyces sp and Orpinomyces sp, presented kinetic parameters and activity in 
S. cerevisiae comparable to these anaerobic fungi at 30 °C. Moreover, this 
enzyme presents an advantage of lower inhibition by xylitol98. Thus far, a small 
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number of XI genes have been functionally expressed in S. cerevisiae, leading 
to efforts to prospect new enzymes that present high activity in yeast. The 
efficient expression of the pathway that uses xylose isomerase in S. cerevisiae 
represents advantages compared to the route that uses the enzymes xylose 
reductase and xylitol dehydrogenase, avoiding the imbalance of cofactors in the 
strain and generating a yeast with higher ethanol yield. 
Improving xylose consumption in engineered yeast strains 
The engineering of xylose metabolic pathways in S. cerevisiae is not 
sufficient to achieve xylose fermentation at industrially relevant rates. Generally, 
genetic engineering must be followed by an evolutionary engineering step 
where the yeast is continuously propagated in xylose-containing medium99, 100. 
This step can be performed through repeated batch cultivation or continuous 
growth in chemostats and, depending on the ability of the recombinant yeast to 
grow on xylose, low amounts of glucose may be added. As the yeast grows, 
random mutations can occur, increasing the genetic and phenotypic diversity of 
the initial monoclonal population. Isolates carrying mutations that confer faster 
growth on xylose will be selected for and increase in frequency through time. 
Although unable to ferment xylose, engineered yeast strains have been 
reported to grow well on xylose-containing medium under aerobic conditions100, 
101. Efficient xylose fermentation can be achieved through evolutionary 
engineering by gradually decreasing the oxygen levels available to the evolving 
culture. Several yeast strains capable of efficiently fermenting xylose have been 
described in the literature22,101,102 and all of these strains underwent a period of 
evolutionary engineering. However, the genetic basis of their evolved 
phenotypes has yet to be thoroughly elucidated. As this information becomes 
available, reverse engineering the identified mutations into recombinant strains 
and developing rapid xylose-fermenting yeasts in a short period of time will be 
possible. 
A number of rational engineering approaches have also been applied to 
improve xylose utilization in engineered yeasts with varying degrees of 
success103. For instance, the overexpression of endogenous enzymes of the 
non-oxidative part of the pentose phosphate pathway has been shown to result 
in significant improvements101,103. Another commonly employed modification is 
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the deletion of the GRE3 gene in strains harboring xylose isomerase pathways. 
GRE3 encodes an aldose reductase that can convert xylose into xylitol. Xylitol 
is a known inhibitor of xylose isomerase; the GRE3 deletion has been reported 
to increase xylose fermentation rates101. In recombinant xylose-utilizing S. 
cerevisiae, xylose is transported into the cells by hexose transporters, which 
have poor affinity for this pentose sugar; thus, the expression of heterologous 
xylose transporters has been intensively studied and positive results have been 
obtained103.                 
Lignocellulosic inhibitors and inhibition mechanisms 
One of the primary barriers for the efficient conversion of lignocellulosic 
hydrolysates into ethanol is the presence of fermentation inhibitors. As 
previously showed in figure 2, inhibitory compounds such as aliphatic acids, 
furan aldehydes and phenolics are formed or released during biomass 
pretreatment and hydrolysis104,105,106. These molecules affect an array of cellular 
processes in yeast cells, which must spend energy expelling or converting 
these molecules into less toxic compounds and repairing any incurred cell 
damage.   
Aliphatic acids commonly found in lignocellulosic hydrolysates include 
acetic acid, levulinic acid and formic acid, and their concentrations are 
dependent on pretreatment conditions. In their undissociated form, these weak 
acids are liposoluble and may permeate the yeast cell membrane. In the near 
neutral pH of the cytosol, the acids dissociate, lowering the intracellular pH (pHi) 
and driving the cell to pump out protons through plasma membrane ATPases. 
This ATP expenditure is exacerbated by the intracellular accumulation of 
anions, which inhibit the activity of glycolytic enzymes107. In an attempt to 
maintain intracellular ATP levels, the yeast cell increases ethanol production 
while diverting energy from cell growth. This metabolic shift may explain the 
ethanol yield and productivity increases observed in the presence of low 
concentrations of acetic acid50,99. However, the aliphatic acid content in 
industrial lignocellulosic hydrolysates typically surpasses these beneficial levels. 
Moreover, their inhibitory effect is influenced by other factors such as the overall 
medium composition and the fermentation pH105. The concentration of 
undissociated acid depends on the acid dissociation constant values (pKa, 
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which are 4.76, 4.64 and 3.75 for acetic, levulinic and formic acids, respectively) 
and on the pH of the medium. As the medium pH decreases, the concentration 
of the protonated acid and its toxicity to the yeast cell increase. 
Furfural and hydroxymethylfurfural (HMF) have been associated with low 
growth rates, reduced ethanol productivity and DNA damage in yeast 
cells104,105. S. cerevisiae is able to convert both HMF and furfural into less toxic 
alcohols; however, these reduction reactions are catalyzed by NAD(P)H-
dependent reductases. High concentrations of these inhibitors result in the 
depletion of the co-factors NADH and NADPH which are needed for numerous 
reactions in the cell. Detoxification may also occur at the expense of ATP, 
possibly through their transport out of the cell by efflux pumps108. Although HMF 
and furfural have similar inhibition and detoxification mechanisms, HMF has 
been shown to be converted at a lower rate than furfural and to cause longer 
lag phases likely due to the lower membrane permeability by HMF105.  
Lignin degradation during pretreatment processes releases various 
phenolic compounds that inhibit the fermentation of lignocellulosic hydrolysates. 
Phenolic inhibitors include 4-hydroxybenzoic acid, vanillin, catechol, ferulic acid, 
coumaric acid, and others50,99. Similar to other classes of inhibitors, the identity 
and concentration of phenolics found in a specific hydrolysate will depend on 
the feedstock used and on the pretreatment method applied105. Low molecular 
weight phenolic compounds have been found to be most toxic and various 
mechanisms of inhibition have been described. These mechanisms include cell 
membrane damage, decrease in intracellular pH, translation inhibition and DNA 
mutagenesis104.  
Several strategies have been successfully employed to improve yeast 
tolerance to lignocellulosic inhibitors. Evolutionary engineering in inhibitor-laden 
media is a commonly used approach. A number of genetic modifications have 
also been reported to increase inhibitor resistance, and naturally resistant 
isolates have been identified in high-throughput screening studies99,101,104. 
Nevertheless, the inhibitory effect of these compounds remains a challenge. 
This condition is especially true for the fermentation of the xylose present in 
lignocellulosic hydrolysates. Xylose fermentation produces less energy per 
sugar molecule consumed than glucose, making it more difficult for the yeast 
cell to cope with the inhibitors. This uneven effect demonstrated that the 
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inhibition of xylose fermentation by acetic acid could be reversed by the addition 
of glucose109. Moreover, the economic viability of lignocellulosic ethanol 
production depends on the hydrolysis of biomass at high solids loading. This 
process generates hydrolysates with high concentrations of inhibitors, making 
the development of inhibitor-resistant yeast strains a crucial step for the 
success of the second-generation ethanol industry. 
 
Brazilian biodiversity access and risk assessment  
 
Brazilian wild yeasts are very robust and productive microorganisms. 
However, the use of a genetically modified wild yeast, such as a xylose-
fermenting yeast, on a commercial scale requires the approval of the Brazilian 
government regarding biodiversity access and risk assessment related to the 
use of genetically modified microorganisms (GMOs).   
Genetic resources have always been considered the heritage of 
humanity; thus, these resources should be available as a source of raw 
materials for products that benefit all populations. However, the actions of some 
institutions from industrialized countries in exploring the biodiversity of 
developing countries indiscriminately, including intellectual property rights, 
promoted biopiracy. To maintain sustainable use of Brazilian biodiversity, the 
law no 13.123/2015 requests a company declare the use of biodiversity through 
an electronic registration and to share the benefits of products ready for 
marketing with the community110.  
The use of GMOs brings some concerns regarding potential health and 
environmental risks, and to minimize risks, in Brazil, the National Technical 
Biosafety Commission (CTNBio) is responsible for a rigorous risk assessment 
evaluation based on Normative Resolution number 5 of March 12, 2008. This 
resolution gives provisions regarding the rules for the commercial release of 
GMOs and their derivatives111. Briefly, the requesting company must submit to 
CTNBio a careful GMO risk assessment study containing information regarding 
GMO risk classification, including details of the genes that have been 
introduced, such as their functions, original organisms and methods used for 
the genetic modification. Regarding environmental risks, the proposal must 
present information about spore production and resistance to desiccation; 
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agents with sterilizing activity against the GMO; the possible effects of the GMO 
on the quality of the water, air and soil; and its ability to survive and disperse in 
the environment. For the GMOs that are consumed as food, an assessment of 
risks to human and animal health must be completed. Since 2009, CTNBio has 
completed the evaluation of at least five GMOs, all of which are related directly 
or indirectly to biofuels production112. In all cases, the decision of CTNBio was 
favorable to commercial approval. 
 
Second-generation ethanol plants around the world 
The year 2014 was the period in which most of the second-generation 
ethanol plants began to operate, with three in the United States and two in 
Brazil. Before that time, one pilot plant was opened in Alpena, Michigan, United 
States, in 2012, and the first commercial scale plant was built in Crescentino, 
Italy, in 2013. Together, these plants are designed to produce approximately 
435 million liters of ethanol per year.  
 The first commercial plant that operated in the world began its activities 
on October 10, 2013. Beta Renewables, a subsidiary of Chemtex, and Grupo 
M&G, opened its cellulosic ethanol plant in Crescentino, Italy and was the first 
plant designed to produce ethanol from agricultural residues such as rice straw, 
wheat straw and Arundo donax (a high-yielding energy crop) at commercial 
scale using enzymatic conversion. This facility was designed to produce 75 
million liters of ethanol per year. Chemtex and M&G Group have invested in the 
development of a pretreatment and hydrolysis technology for transforming 
lignocellulosic material into sugars; this technology, called PROESA, can 
properly function with a wide range of feedstocks and includes an integrated 
solution for ethanol and power production. The hydrolysis process functions 
with an enzymatic cocktail supplied by Novozymes, and the fermentation step 
allows the conversion of C6 and C5 sugars into ethanol. A continuous pilot 
facility was constructed in Rivalta to validate this technology113. 
The Poet and DSM cellulosic ethanol plant, which is associated with a 
traditional corn ethanol plant in Emmetsburg, Iowa, United States, started 
operating in September 2014. This project, called Liberty, is designed to 
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produce 94.5 million liters of ethanol per year based on corn stover, but intends 
to expand the biomass to corn cobs, leaves, husks and some stalks114. 
Abengoa’s plant, which started operating in October 2014, in Hugoton, 
Kansas, United States, was designed to produce 95 million liters of ethanol per 
year.This plant uses corn stover residues and proprietary technologies to 
convert biomass to ethanol. These technologies include the pretreatment 
processes and enzymatic hydrolysis115. 
Raízen, a joint venture between Royal Dutch Shell and the Brazilian firm 
Cosan, inaugurated in 2015 a cellulosic ethanol plant designed to produce 40 
million liters of ethanol per year. The plant uses Iogen Energy´s cellulosic 
biofuel technology and is located adjacent to Raízen´s Costa Pinto sugar cane 
mill in Piracicaba, São Paulo, Brazil. Iogen provided Raízen with process 
technology and designs, which were tested and proven at Iogen´s 
demonstration facility in Ottawa, Canada. The Raízen facility, which is the 
second cellulosic ethanol plant in the Southern Hemisphere, will use sugarcane 
bagasse and straw as a feedstock and cellulolytic enzymes provided by 
Novozymes116.   
The first cellulosic ethanol facility in the South Hemisphere was 
GranBio’s plant, called Bioflex 1, that started operating in September 2014, in 
São Miguel dos Campos, Alagoas, Brazil (Figure 4). At the time the plant began 
operating, it was the largest cellulosic ethanol facility in the world, designed to 
produce 82 million liters of ethanol per year. GranBio’s second-generation plant 
enables Brazilian ethanol production to be increased by 50% per acre due to 
the use of agricultural residues (straw and bagasse). This company is able to 
harvest and store 400,000 metric tons of straw per year, and in this case, cane 
fields do not need to be expanded. Additionally, GranBio, in partnership with 
Caeté, a first-generation ethanol plant from the group Carlos Lyra, which is 
located next to Bioflex 1, made a co-generation system of steam and electricity, 
that is fed by the by-products of second-generation ethanol production, namely, 
sugarcane bagasse and lignin. Due to the biomass that is used and the 
production process, in 2014, the Air Resources Board in California confirmed 
GranBio’s second-generation ethanol as the cleanest fuel produced on a 
commercial scale in the world based on carbon intensity (7.55 g CO2e/MJ). The 
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calculation considered factors such as raw material harvest, inputs and energy 
consumption, and transportation and distribution through a port in California117. 
 
 
Figure 4. Commercial plant of second generation ethanol. The Bioflex 1, unit from the 
group GranBio Investimentos S.A., built in São Miguel dos Campos, Alagoas, Brazil, 
starts its operation in early 2014 with a nominal production capacity of 82 million liters 
per year. GranBio and Caeté, from the Carlos Lyra group, created a partnership for the 
integrated production of steam and electricity.  Installed next to Bioflex 1, the co-
generation system is fed by sugarcane bagasse and lignin – a byproduct of producing 
second-generation ethanol. 
  
 In October 2015, DuPont has opened the world’s largest cellulosic 
ethanol plant in Iowa, Nevada. The fully integrated plant uses corn stover as 
raw material and can produce almost 120 million liters of ethanol per year, 
representing a huge reduction in greenhouse gas emissions when compared to 
gasoline. Beside the environmental advantages, the biorefinery will generate 
new jobs and new sources of revenue, since DuPont is collaborating with local 
farms that will provide 375,000 dry tons of corn stover each year118,119.  
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Conclusions 
Bioethanol is an example of an efficient renewable fuel that has a large 
potential to replace fossil fuels, as is already happening in Brazil. Despite the 
high efficiency of first-generation ethanol production, the economic viability of 
this system is threatened by the high operation costs and limited land 
productivity. Given this context, the second-generation ethanol has appeared as 
a promising, feasible, productive and cheap alternative to improve alcohol 
production. The possibility of using the lignocellulosic matrix as a source of 
fermentable sugars for the production of fuels is a sustainable alternative. This 
has allowed the development of new technologies in all stages of the process 
from the selection of feedstock for biomass production up until the development 
of microorganisms capable of fermenting the sugars from this complex material. 
Despite the high complexity of technology for second-generation ethanol 
production, it starts becoming a reality through the launch of the first industrial 
units focused on ethanol production from lignocellulosic material. The pioneers 
of this new technology are now producing the cleanest biofuel on a commercial 
scale in the world, an important achievement in an era focused on global 
decarbonization policies and with environmental concerns related to global 
warming.  
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Otimização da produção de etanol pela regulação do balanço 
redox na fermentação de xilose de Saccharomyces cerevisiae  
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Introdução 
 
O uso da biomassa lignocelulósica para substituir derivados de origem 
fóssil é a base do desenvolvimento de biorrefinarias (Hong & Nielsen, 2012; Jong 
& Jungmeier, 2015). A biomassa é uma mistura complexa de cadeias de 
açúcares que podem ser fracionadas e convertidas em diversos produtos, tendo 
grande aplicação na indústria de biocombustíveis (Santos et al., 2016a). A 
lignocelulose consiste de celulose, hemicelulose e lignina, cuja composição e 
porcentagem variam entre as espécies vegetais. A hemicelulose é o segundo 
tipo de polissacarídeo mais comum em plantas, depois da celulose. É formada 
por uma complexa estrutura contendo glicose, xilose, manose, galactose, 
arabinose, ramnose, ácido glicurônico e ácido galacturônico, em diversas 
proporções, variando de acordo com a fonte vegetal (Peng et al., 2012; Rennie 
& Scheller, 2014).  
A produção custo-efetiva do etanol de segunda-geração (2G) a partir da 
biomassa lignocelulósica implica na obtenção de linhagens de leveduras com 
eficiente utilização dos açúcares provenientes das cadeias celulósicas e 
hemicelulósicas. Entre esses, a levedura mais comumente utilizada na produção 
de etanol de primeira-geração (1G), Saccharomyces cerevisiae, não consegue 
assimilar os açúcares de cinco carbonos xilose e arabinose (Toivari et al., 2004; 
Liao et al., 2016). Sendo a xilose a maior constituinte da fração hemicelulósica, 
tem um maior foco de estudos em comparação a arabinose, com duas vias mais 
estudadas: a via Xilose Redutase – Xilitol Desidrogenase (XR-XDH) e a via 
Xilose Isomerase (XI) (Vleet & Jeffries, 2009; Laluce et al., 2012). 
A via XR-XDH, presente em micro-organismos eucariotos, consiste em 
duas reações de oxi-redução, onde a xilose é reduzida a xilitol pela ação da 
enzima xilose redutase (XR), em uma reação mediada por NADPH/NADH e em 
seguida, o xilitol é oxidado a xilulose por meio da enzima xilitol desidrogenase 
(XDH), mediada exclusivamente por NAD+. A XR e XDH mais comumente usada 
em estudos envolvendo a via oxi-redutiva pertence a levedura Scheffersomyces 
stipitis, cuja XR pode usar tanto NADPH quanto NADH como cofator, embora 
tenha maior preferência pelo primeiro (Kötter et al., 1990; Kötter & Ciriacy, 1993). 
A diferença de especificidade pelos cofatores gera um desbalanço redox (van 
Maris et al., 2007). Em aerobiose, o NAD+ é regenerado na cadeia respiratória, 
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com o oxigênio como aceptor final de elétrons. Porém, sob limitadas 
concentrações de oxigênio, a reoxidação do excesso de NADH, gerado através 
da reação da xilitol desidrogenase, é realizada através de compostos mais 
reduzidos que a xilose, como xilitol e glicerol, subprodutos da fermentação. A 
produção desses compostos tem um alto impacto negativo no rendimento de 
etanol obtido a partir de xilose pelo acúmulo principalmente de xilitol (Hahn-
Hägerdal et al., 2001; Kuyper et al., 2004; van Maris et al., 2007).  
Desbalancear o potencial oxi-redutivo pode causar prejuízos à célula, 
gasto de energia e carbono e prejudicar todo o metabolismo celular. A 
quantidade e disponibilidade de cofatores na célula pode se tornar um passo 
limitante, sendo essenciais em diversas reações metabólicas e na produção de 
diferentes compostos. Assim sendo, manipulações no balanço redox e na 
quantidade de cofatores produzidos pela célula pode ser uma poderosa 
ferramenta no melhoramento da performance fermentativa da levedura (Liu et 
al., 2006; Chen et al., 2014). O balanço redox pode ser regulado por diferentes 
abordagens, como regulação da via metabólica pelo ajuste da expressão dos 
genes, engenharia de proteínas envolvendo sítio de ligação aos cofatores, 
restruturação do genoma pela remoção de genes redundantes que utilizam 
cofatores, regeneração de coenzimas pela restruturação das rotas metabólicas, 
entre outros. Tais abordagens ajudaram na construção de cepas com redução 
na quantidade de xilitol produzido e consequente aumento de etanol (Verho et 
al., 2003; Santos et al., 2004; Sonderegger et al., 2004; Liang et al., 2007; 
Watanabe et al., 2007; Matsushika et al., 2008; Bengtsson et al., 2009; Runquist 
et al., 2010a; Khattaba et al., 2013; Kim et al., 2013a; Chen et al., 2014). 
Nesse contexto, utilizando o background robusto de uma levedura 
industrial da primeira-geração, conhecida como PE-2, nós construímos uma 
série de linhagens contendo os genes da via XR-XDH visando aumento da 
performance fermentativa. Diferentes abordagens visando a regulação do 
balanço de cofatores foram empregadas e as diferenças na redução de 
subprodutos e na produção de etanol foram comparadas. As perturbações 
geradas pelas diferentes manipulações genéticas foram avaliadas entre as 
linhagens desenvolvidas. A cepa com melhor performance LVY142 foi evoluída 
utilizando um processo de evolução adaptativa e apresenta potencial para ser 
utilizada na indústria na produção de etanol de segunda-geração. 
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Resultados 
 
Engenharia metabólica e fermentação comparativa – primeiros passos 
 
Para o desenvolvimento de uma robusta linhagem fermentadora de xilose, 
um esporo haplóide do MATα da cepa industrial PE-2, amplamente utilizada em 
refinarias de primeira-geração, foi selecionado para o desenvolvimento da 
linhagem e etapas de manipulação genética. Cassetes contendo os genes da via 
XR-XDH de conversão de xilose foram construídos para integrar sítios 
adjacentes a regiões centroméricas, visando obter maior estabilidade e menor 
taxa de recombinação nessas regiões (Yin & Petes, 2013; Santos et al., 2016b). 
Todos os genes utilizados nesse estudo foram clonados sob a ação de 
promotores constitutivos de S. cerevisiae, altamente expressos sob condições 
de fermentação industrial 1G (Carvalho-Netto et al., 2015). O gene URA3 foi 
utilizado como marcador auxotrófico para seleção das linhagens positivas, 
flanqueado por regiões loxP, o que permitiu sua reutilização em todos os 
procedimentos de transformação, pela expressão transiente da recombinase Cre 
do plasmídeo pSH65 (Gueldener et al., 2002) (Tabela 1). A integração correta 
de todos os cassetes na região de inserção foi confirmada por PCR, utilizando 
oligonucleotídeos externos ao local.  
 
Tabela 1. Plasmídeos utilizados nesse estudo 
Plasmídeo Características relevantes Referência 
pSH65 Cre recombinase, Resistência a zeocina Gueldener et al., 2002 
pRS304 TRP1 Sikorski & Hieter, 1989 
pSsXRXDH pRS304; pPGK1-XYL1-tPGK1, loxP-URA3-loxP, pTDH1-
XYL2-tTDH1 
Esse estudo 
pScXKS1 pRS304; pADH1-XKS1-tADH1, loxP-URA3-loxP Santos et al., 2016b 
pScTAL1RKI1 pRS304; pTDH1-TAL1-tTDH1, loxP-URA3-loxP, pPGK1-
RKI1-tPGK1 
Santos et al., 2016b 
pScTKL1RPE1 pRS304; pTDH1-TKL1-tTDH1, loxP-URA3-loxP, pPGK1-
RPE1-tPGK1 
Santos et al., 2016b 
pKIGDPΔZWF1 pRS304; pTDH1-GDP1-tTDH1 Esse estudo 
pCIGXF1 pRS304; pTDH1-GXF1-tTDH1 Esse estudo 
pSsXDHNADP+ pRS304; pTDH1-XYL2NADP+-tTDH1 Esse estudo 
pSpXyl1.1_SsXDH pRS304; pPGK1-XYL1.1-tPGK1, loxP-URA3-loxP, pTDH1-
XYL2-tTDH1 
Esse estudo 
pSpXyl1.2_SsXDH pRS304; pPGK1-XYL1.2-tPGK1, loxP-URA3-loxP, pTDH1- 
XYL2-tTDH1 
Esse estudo 
pEcADHE_BsPTA pRS304; pTDH1-EcADH2-tTDH1, loxP-URA3-loxP, 
pPGK1-PTA-tPGK1 
Esse estudo 
 
O primeiro cassete, contendo os genes que codificam a xilose redutase e 
xilitol desidrogenase de S. stipitis foi integrado próximo ao CEN5, dando origem 
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A B 
a linhagem LVY103 (Tabela 2). Somente com a introdução desses genes, a 
linhagem era capaz de consumir a xilose presente no meio, produzindo etanol. 
Porém, sob limitadas concentrações de oxigênio, o consumo era muito lento e a 
maior parte da xilose foi convertida em xilitol, com um rendimento de 0,55 g 
xilitol/g xilose. Em uma co-fermentação, utilizando 10 g/L de glicose e 30 g/L de 
xilose, o rendimento inicial de etanol foi de apenas 0,2 g etanol/g açúcares totais 
(sendo 51% o rendimento máximo teórico) (tabela 3). 
Tabela 2. Linhagens desenvolvidas ou utilizadas nesse estudo 
Linhagem  Parental Genótipo relevante/características Referência 
S. stipitis   Y-7124 
S. passalidarum   MYA4345 
Candida intermedia   PYCC4715 
S. cerevisiae PE-2  Linhagem industrial 1G PE-2; MATa/α CBMAI 0959 
LVYA1 PE-2 MATα Santos et al., 2016b 
LVY103 LVYA1 CEN5::pPGK1-XYL1-tPGK1; pTDH1-XYL2-tTDH1 Esse estudo 
LVY123 LVY103 CEN2::pADH1-XKS1-tADH1 Esse estudo 
LVY125 LVY123 CEN3::pTDH1-XDH-tTDH1 Esse estudo 
LVY126 LVY125 gre3Δ Esse estudo 
LVY127 LVY126 CEN8::pADH1-XKS1-tADH1 Esse estudo 
LVY131 LVY127 ZWF1Δ::pTDH1-GDP1-tTDH1 Esse estudo 
LVY132 LVY127 CEN14::pTDH1-GXF1-tTDH1 Esse estudo 
LVY135 LVY127 CEN12::pTDH1-TAL1-tTDH1-pPGK1-RKI1-tPGK1; 
CEN13::pTDH1-TKL1-tTDH1-pPGK1-RPE1-tPGK1 
Esse estudo 
LVY137 LVY127 PHO13Δ Esse estudo 
LVY139 LVY127 XDHΔ::XDHNADP+ Esse estudo 
LVY141 LVY127 XRΔ::XYL1.1 Esse estudo 
LVY142 LVY127 XRΔ::XYL1.2 Esse estudo 
LVY143 LVY127 CEN14:: pTDH1-EcADH2-tTDH1; pPGK1-PTA-tPGK1 Esse estudo 
 
Após a retirada do marcador URA3, o próximo passo foi a integração do 
gene que codifica a xiluloquinase (XKS1), dando origem a linhagem LVY123. A 
superexpressão do gene XKS1 sob ação do promotor ADH1 permitiu uma 
melhora significativa de desempenho, com um aumento de 70 % no rendimento 
de etanol (0,34 g/g-1) e uma significativa diminuição de 75 % na formação do 
subproduto xilitol (0,14 g/g-1) (Figura 1, tabela 3). 
 
         
Figura 1: Comparação dos rendimentos de etanol e xilitol entre as linhagens 
LVY103 e LVY123. 
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Por apresentar um rendimento ainda distante do teórico, o próximo passo 
desenvolvido foi o aumento do fluxo de xilose à xilulose-5-P, com o aumento do 
número de cópias integradas do gene XYL2 (LVY125) e a deleção do gene que 
codifica uma aldose redutase, GRE3 (LVY126). Esse gene possui a mesma 
função que a XR, realizando a redução da xilose a xilitol, utilizando NADPH como 
cofator preferencial. O gene XYL1 de S. stipitis utiliza tanto NADPH como NADH, 
embora tenha uma maior afinidade pelo primeiro. A deleção do GRE3 é uma 
estratégia descrita que visa a diminuição do acúmulo de xilitol, visto que a 
linhagem utilizaria exclusivamente a XR de S. stipitis (Traff et al., 2001). Dessa 
maneira, o balanço redox pode ser mais favorável, já que essa enzima pode 
também realizar a oxidação de NADH à NAD+ permitindo o aumento do fluxo 
pela XDH NAD+ dependente, próximo gene da via. Uma terceira cópia do gene 
XKS1 foi inserida próximo ao centrômero oito, dando origem a linhagem LVY127. 
 
 
Figura 2: Desempenho comparativo das linhagens desenvolvidas. Os 
procedimentos adicionais de engenharia metabólica possibilitaram a diminuição 
gradativa do rendimento de xilitol (em cinza) e aumento da quantidade de etanol total 
(em verde) entre as linhagens.  
 
A fermentação comparativa entre as linhagens desenvolvidas mostrou 
uma melhora crescente de desempenho (Figura 2, tabela 3). As novas 
modificações possibilitaram a redução da quantidade de xilitol produzido, 
associado ao aumento da quantidade de etanol total. A linhagem LVY127 
apresentou rendimentos de etanol e xilitol de 0,36 e 0,09 g/g-1, respectivamente. 
Em relação a linhagem inicial LVY103, houve um aumento de 80 % na produção 
de etanol, acompanhado de uma redução de 83,6 % no rendimento de etanol 
obtido. 
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Tabela 3. Comparação do consumo de xilose e formação de produtos em meio contendo xilose e glicose (30 e 10 g/L, respectivamente) sob limitadas 
concentrações de oxigênio. 
Linhagem Genótipo Xilose 
consumida 
(%) 
r xil  
(g/g-1 h-1) 
Etanol 
(g/L) 
Y etanol 
(g/g-1) 
r et  
(g/g-1 h-1) 
Xilitol 
(g/L) 
Y xilitol 
(g/g-1) 
Y glicerol 
(g/g-1) 
LVY103 XYL1; XYL2 36.7 0.077 4.9 ± 0.55 0.2 ± 0.02 0.045 6.4 ± 0.07 0.55 ± 0.01 0.024 ± 0.00 
LVY123 XYL1; XYL2; XKS1 98.4 0.2 14.6 ± 0.37 0.34 ± 0.01 0.098 4.3 ± 0.24 0.14 ± 0.01 0.035 ± 0.00 
LVY125 XYL1; XYL2 2x; XKS1 97.2 0.186 15 ± 0.11 0.35 ± 0.00 0.094 3.47 ± 0.13 0.11 ± 0.00 0.038 ± 0.00 
LVY126 XYL1; XYL2 2x; XKS1; gre3Δ 98.7 0.196 15.1 ± 0.17 0.35 ± 0.01 0.097 3.45 ± 0.32 0.11 ± 0.01  0.039 ± 0.00 
LVY127 XYL1; XYL2 2x; XKS1 2x; gre3Δ 98.2 0.2 15.5 ± 0.1 0.36 ± 0.01 0.099 2.8 ± 0.21  0.09 ± 0.01 0.039 ± 0.00 
 
 
r xil – taxa específica de consumo de xilose (g/g cell/h). 
r et – taxa específica de produção de etanol (g/g cell/h). 
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Figura 3: Cinética fermentativa. Co-fermentação de glicose e xilose da linhagem inicial 
LVY103 (A) e da linhagem LVY127 (B), obtida após novos procedimentos de engenharia 
metabólica. As fermentações foram realizadas em triplicata e a barra de erros 
representa o desvio padrão da média dos valores, não sendo visível quando menor do 
que o tamanho do símbolo. 
A 
B 
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Engenharia metabólica e fermentação comparativa – novas abordagens 
 
Além do desbalanço de cofatores entre as enzimas XR e XDH, o consumo 
lento de xilose pode ser atribuído a outros fatores. Xilose e glicose competem 
pelo mesmo sistema de transporte de açúcares. Porém, glicose possui uma 
afinidade superior aos transportadores de S. cerevisiae, sendo assimilada 
preferencialmente (Olofsson et al., 2011). O transportador GXF1 da levedura 
Candida intermedia (Leandro et al., 2006) já foi descrito como facilitador do 
transporte de xilose sob condições de aerobiose e baixas concentrações de 
açúcar (Runquist et al., 2010b). Assim sendo, o gene GXF1 foi clonado sob a 
ação do promotor TDH1 e integrado no genoma da linhagem LVY127, dando 
origem a cepa LVY132. A análise fermentativa da linhagem construída não 
mostrou uma melhora significativa em relação a linhagem predecessora sob 
condições limitadas de oxigênio. Somente em aerobiose, com concentrações de 
40 g/L de xilose como fonte única de carbono e é que foi possível ver um 
aumento da produtividade da linhagem desenvolvida (dado não mostrado).  
Os quatro genes que codificam as enzimas da fase oxidativa das pentoses 
fosfato foram inseridos sob a ação de promotores fortes de S. cerevisiae, 
também utilizando LVY127 com a cepa base (Tabela 2). O objetivo é aumentar 
a velocidade do fluxo da via PPP, produzindo etanol mais rapidamente. A 
linhagem resultante LVY135 não apresentou uma melhora significativa na taxa 
de consumo de açúcar e não houve alteração no rendimento de etanol obtido 
(dado não mostrado).  
A deleção da fosfatase PHO13 foi descrita previamente como responsável 
pelo aumento da performance fermentativa de xilose em linhagens 
transformadas com a via XR-XDH. Essa mutação foi identificada após 
sequenciamento de uma linhagem evoluída, onde a melhora do fenótipo foi 
atribuída a perda de função desse gene que causa a inibição da via de xilose 
pela desfosforilação da xilulose-5-P em um ciclo fútil (Kim et al., 2013). A 
linhagem LVY137 foi criada a partir da deleção desse gene na linhagem LVY127. 
Porém, não houve alteração na performance fermentativa da linhagem 
desenvolvida (dado não mostrado).  
As três abordagens utilizadas nesse tópico não foram capazes de 
melhorar a eficiência fermentativa da linhagem base LVY127. Como trata-se de 
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uma cepa com a via oxi-redutiva de conversão de xilose, a concentração e taxa 
dos cofatores utilizados na via pode ser um fator limitante. Tal constatação 
aumenta a necessidade da regulação do balanço redox, suprindo cofatores para 
as enzimas da via. Quatro estratégias foram implementadas a fim de construir 
uma linhagem com melhor desempenho. 
 
Regulação do balanço redox I – Regeneração do NADPH não ligado à 
produção de CO2 
 
Para todas as estratégias escolhidas de regulação do balanço de 
cofatores da via XR-XDH, a cepa LVY127 foi selecionada como base de 
comparação. Na primeira abordagem, foi utilizada uma estratégia descrita por 
Verho (2003). NADPH é normalmente regenerado através da fase oxidativa da 
via das pentoses fosfato pela ação da glicose-6-fosfato desidrogenase (ZWF1).  
Porém, um carbono é perdido na forma de CO2 a cada duas moléculas de 
NADPH regeneradas. Na linhagem LVY131, esse gene foi inativado pela 
inserção de um cassete contendo o gene GDP1 da levedura Kluyveromyces 
lactis, uma gliceraldeído-3-fosfato desidrogenase NADP+ dependente. Essa 
abordagem permite a produção de NADPH não associado a liberação de CO2. 
Em relação a linhagem predecessora LVY127, a produção do xilitol e 
glicerol caiu, respectivamente, de 0,09 e 0,039 para 0,026 e 0,031 g/g-1, com um 
aumento no rendimento de etanol produzido de 8,3 % (tabela 4). Apesar da 
satisfatória queda de rendimento dos subprodutos da fermentação e 
consequente aumento de etanol, houve queda significativa na produtividade pela 
linhagem LVY131. O consumo mais lento desse açúcar inviabilizaria a utilização 
dessa estratégia na construção de uma cepa a ser utilizada na indústria. 
 
Regulação do balanço redox II – Alteração da preferência pelo cofator da 
XDH 
Essa estratégia visa a completa alteração da especificidade de XDH para 
NADP+, introduzindo mutações específicas no sítio de ligação ao cofator NAD+, 
descritas por Watanabe (2005). As mutações aumentam os valores de kcat/Km 
com NADP+ em relação a enzima selvagem, alcançando valores similares ao 
NAD+. 
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Figura 4: Regulação do balanço redox. Utilizando a linhagem base LVY127 (A), foram 
empregadas quatro estratégias para regular o balanço de cofatores. (B) LVY131 - 
Regeneração do NADPH não ligado à produção de CO2. (C) LVY139 - XDH NADP+ 
dependente. (D) LVY142 - Alteração da preferência pelo cofator da XR. (E) LVY143 - 
Via fosfocetolase e de conversão de ácido acético. 
 
Dessa maneira, o desbalanço redox seria extremamente reduzido, pois a 
XYL1 de S. stipitis utiliza preferencialmente o cofator NADPH, oxidando em 
NADP+ que seria usado pela próxima enzima da via, XYL2. A tripla mutação 
(D207A/I208R e F209S) foi introduzida no gene via PCR e o cassete foi utilizado 
para substituir a XDH na linhagem LVY127. Ao contrário do esperado, a maior 
parte da xilose consumida foi convertida em xilitol, com um aumento de 422 % 
no rendimento. Além disso, a linhagem resultante LVY139 apresentou uma 
enorme diminuição na taxa específica de consumo de xilose (tabela 4).  
 
Regulação do balanço redox III – Alteração da preferência pelo cofator da 
XR 
 
Essa abordagem visa a utilização de uma XR com maior especificidade 
ao cofator NADH do que NADPH. Para isso, foi selecionado a levedura 
Spathaspora passalidarum, capaz de fermentar xilose sob condições limitantes 
de oxigenação (Long et al., 2012). S. passalidarum é capaz de consumir xilose 
mais rapidamente do que glicose como fonte única de carbono, produzindo uma 
quantidade de etanol superior a S. stipitis (Hou, 2012; Long et al., 2012). 
S. passalidarum possui duas XR integradas em seu genoma, organizadas 
in tandem, dividindo 75% de identidade entre elas. Os dois genes foram 
utilizados para construir cassetes de expressão para substituir o gene XYL1 de 
S. stipitis. Curiosamente, a linhagem LVY141, construída com a XYL1.1 de S. 
passalidarum, perdeu completamente a capacidade de consumir xilose em 
relação a linhagem predecessora LVY127. Possivelmente, a enzima não foi 
funcionalmente expressa em S. cerevisiae. Contudo, a linhagem LVY142, 
expressando o gene XYL1.2, apresentou um satisfatório aumento de 
performance fermentativa. A nova linhagem teve redução dos subprodutos xilitol 
e glicerol de 66,7 % e 61,5 %, respectivamente, acompanhado de um aumento 
do rendimento de etanol, alcançando o valor de 0,4 g/g-1 vs 0.36 g/g−1 da 
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LVY127. Além disso, a linhagem foi capaz de consumir a xilose mais 
rapidamente do meio, com um aumento da taxa específica de consumo de xilose 
de 27,5 %. Entre as diferentes estratégias de regulação do balanço redox da 
linhagem, a utilização do gene XYL1.2 de S. passalidarum apresentou o melhor 
resultado. 
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Figura 5: Co-fermentação comparativa em glicose e xilose das linhagens LVY127 
e LVY142. Aumento da produção de etanol (A) e diminuição dos subprodutos xilitol (B) 
e glicerol (C) na linhagem LVY142. 
 
Regulação do balanço redox IV – Via fosfocetolase e de conversão de ácido 
acético 
 
Outra estratégia visando a introdução de uma via alternativa de re-
oxidação de NADH foi através da inserção da rota alternativa da fosfocetolase, 
comumente encontrada em procariotos. Essa rota foi utilizada previamente em 
S. cerevisiae, com a expressão heteróloga da fosfotransacetilase de Bacillus 
subtilis e da acetaldeído desidrogenase de Entamoeba histolytica (Sonderegger 
et al., 2004). Essa rota promove um desvio na via das pentoses fosfato, pela 
conversão de xilulose-5-P em gliceraldeído-3-P, que entra na via glicolítica, e 
acetil-P, que pode ser convertido pela fosfotransacetilase em acetil-CoA, o que 
é reduzido a acetaldeído pela acetaldeído desidrogenase, com a utilização de 
NADH como cofator.  
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Tabela 4. Comparação do consumo de xilose e formação de produtos em meio contendo xilose e glicose (30 e 10 g/L, respectivamente) sob limitadas 
concentrações de oxigênio. 
Linhagem Genótipo r xil  
(g/g-1 h-1) 
Y etanol 
(g/g-1) 
r et  
(g/g-1 h-1) 
Y xilitol (g/g-1) Y glicerol 
(g/g-1) 
LVY131 LVY127; ZWF1Δ::pTDH1-GDP1-
tTDH1 
0.124 0.39 ± 0.00 0.048 0.026 ± 0.00 0.031 ± 0.00 
LVY139 LVY127; XDHΔ::XDHNADP+ 0.071 0.27 ± 0.01 0.022 0.38 ± 0.00 0.014 ± 0.00 
LVY142 LVY127; XYL1Δ::XYL1.2 0.255 0.40 ± 0.00 0.116 0.03 ± 0.00 0.015 ± 0.00 
LVY143 LVY127; CEN14:: pTDH1-EcADH2-
tTDH1; pPGK1-PTA-tPGK1 
0.213 0.40 ± 0.00 0.091 0.05 ± 0.00 0.021 ± 0.00 
 
r xil – taxa específica de consumo de xilose (g/g cell/h). 
r et – taxa específica de produção de etanol (g/g cell/h).
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Figura 6: Comparativo do rendimento de etanol e xilitol após ajuste do balanço de 
cofatores. Três das estratégias utilizadas permitiram o aumento do rendimento de 
etanol e diminuição de xilitol. A linhagem LVY139 foi excluída das análises. Os 
experimentos foram conduzidos em triplicata. 
 
A modificação genética de S. cerevisiae para co-consumo de xilose e 
ácido acético foi possibilitada pela introdução de uma acetaldeído desidrogenase 
da bactéria Escherichia coli (Wei et al., 2013). A via completa depende também 
da ação das enzimas endógenas acetil-coenzima A sintetase e álcool 
desidrogenase. Dessa maneira, a combinação das enzimas fosfotransacetilase 
de B. subtilis e da acetaldeído desidrogenase de E. coli possibilitaria o desvio 
fosfocetolase, gerando NAD+ para a ação da enzima XYL2 e o consumo de ácido 
acético ao mesmo tempo, possivelmente aumentando o rendimento de etanol da 
linhagem. 
Da mesma maneira que nas outras estratégias desenvolvidas, a linhagem 
resultante LVY143 teve uma melhora no rendimento de etanol obtido de 11,1 % 
em relação a LVY127, além da redução dos rendimentos de xilitol e glicerol 
(tabela 4). Foi observado também uma menor quantidade de ácido acético 
produzido pela linhagem. Possivelmente, a linhagem converteu parte do ácido 
acético que produziu em etanol, a partir da via utilizando a enzima acetaldeído 
desidrogenase. 
 
Evolução adaptativa da LVY142 
 
Entre as diferentes abordagens aplicadas para ajuste do balanço de 
cofatores, a utilização da XR de S. passalidarum resultou na obtenção da 
levedura com melhor performance global (Figura 6, tabela 4). A linhagem 
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LVY142 apresentou ganho no rendimento de etanol, aumento de produtividade 
e diminuição do rendimento de subprodutos da fermentação, apenas com a 
substituição do gene que codifica a XR. Dessa maneira, a cepa foi selecionada 
para melhoramento via evolução adaptativa. Oitenta bateladas consecutivas em 
meio contendo concentração inicial de 50 g/L de xilose e suplementado com 5 
g/L de ácido acético foram conduzidas em condições semi-anaeróbicas. 
Cinquenta colônias que apresentaram maior crescimento em meio mínimo com 
xilose como fonte única de carbono foram selecionadas e isoladas. Ensaios 
preliminares com algumas cepas isoladas mostram melhora significativa na 
velocidade de consumo em relação ao parental LVY142 (Figura 7). As linhagens 
evoluídas foram capazes de consumir todo o açúcar do meio em menos de 24 
horas, enquanto que LVY142 havia consumido apenas 15% da xilose presente.  
 
 
Figura 7: Comparação do consumo de xilose entre as linhagens evoluídas e o 
parental LVY142. Fermentação comparativa de quatro linhagens evoluídas em relação 
ao parental LVY142 em meio contendo xilose como fonte única de carbono.  
 
Discussão 
 
A construção de uma linhagem de levedura para ser utilizada na produção 
de etanol de segunda geração depende da obtenção de uma cepa capaz de 
converter eficientemente o açúcar de cinco carbonos xilose. Além disso, outras 
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características de interesse industrial são essenciais, como tolerância a 
diferentes tipos de estresses (osmótico, etanol, temperatura), altas taxas de 
crescimento e produção de etanol, capacidade de competir com contaminantes 
do processo industrial, além de ser tolerante a uma série de inibidores presentes 
no hidrolisado lignocelulósico, gerados durante o processamento da biomassa. 
A seleção prévia de uma linhagem de levedura robusta que possui essas 
características de interesse, como a linhagem industrial PE-2, é o passo inicial 
para a inserção dos genes da via de conversão de xilose. 
Recentemente, utilizando o background de PE-2, nós desenvolvemos 
cepas com alta capacidade de consumo de xilose utilizando a via da xilose 
isomerase (xylA). Procedimentos de engenharia metabólica e evolutiva 
possibilitaram a construção de linhagens com alta capacidade de fermentação 
desse açúcar (Santos et al., 2016b). No presente trabalho, utilizando a mesma 
cepa industrial, nós utilizamos procedimentos de engenharia metabólica para a 
inserção de genes da via de conversão de xilose XR-XDH. Ao contrário da via 
que utiliza a xylA, a inserção apenas dos genes XYL1 e XYL2 de S. stipitis 
possibilitou a linhagem LVY103 consumir a xilose presente no meio. Contudo, a 
maior parte da xilose foi convertida em xilitol. Modificações adicionais 
possibilitaram uma expressiva diminuição na quantidade de xilitol e consequente 
aumento do rendimento de etanol obtido pela linhagem LVY127. Com esse fim, 
a superexpressão de XKS1 nas linhagens LVY123 e LVY127 possibilitou o 
melhor aumento de desempenho entre as linhagens intermediárias (Fig 3, 
Tabela 3). Porém, a partir dessa linhagem, nenhuma outra modificação foi capaz 
de alterar a concentração de xilitol ou de etanol. Assim sendo, concluiu-se que a 
limitação da performance da linhagem LVY127 não era devido ao transporte 
ineficiente de xilose ou ao fluxo pela via PPP. A maior limitação ao se usar a via 
XR-XDH reside no desbalanço de cofatores gerado pelas enzimas do processo 
(Kuyper et al., 2004; van Maris et al., 2007). 
Cofatores desempenham um papel essencial em um grande número de 
reações bioquímicas e na produção de diferentes compostos (Liu et al., 2006). 
Eles participam de uma série de funções fisiológicas, incluindo a regulação de 
metabolismo energético, ajuste do estado redox intracelular, controle do fluxo de 
carbono, atividade mitocondrial, regulação do ciclo celular e modulação da 
virulência (Chen et al., 2014). Em S. cerevisiae há um aumento de complexidade 
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em termos de balanço entre a formação e consumo de cofatores, já que não há 
atividade de uma transidrogenase que possa converter NADH diretamente em 
NADPH (Kuyper et al., 2004). Além disso, como o metabolismo é 
compartimentalizado, não havendo fluxo de cofatores entre mitocôndria e citosol, 
a formação e consumo dos cofatores NADH e NADPH deve ser balanceada em 
cada compartimento, o que impõe restrições no fluxo de carbono. Assim sendo, 
devem existir mecanismos distintos para re-oxidar os cofatores no citosol e 
mitocôndria. (Santos et al., 2004; Vemuri et al., 2006).  
A primeira abordagem para regular o desbalanço de cofatores na 
linhagem base LVY127 emprega alterações nas vias centrais de consumo de 
açúcares. A diminuição da produção de NADPH pela inativação dos genes da 
fase oxidativa da via das pentoses fosfato, GND1, que codifica a 6-
fosfogluconato desidrogenase ou ZWF1, que codifica a glicose 6-fosfato 
desidrogenase, resultou em linhagens com redução na produção de xilitol e 
aumento do rendimento de etanol obtido a partir de xilose (Jeppsson et al., 2002). 
Associada com a deleção de ZWF1, a expressão de uma gliceraldeído-3-fosfato 
desidrogenase de Kluyveromyces lactis NADP+ dependente (GDP), visou 
facilitar a regeneração de NADPH na linhagem H2684, aumentado a quantidade 
de etanol obtido (Verho et al., 2003). Na linhagem LVY131, a regeneração de 
NADPH não está mais associado a perda de carbono através da produção de 
CO2 pela via das PPP. Tal abordagem permitiu a criação de um sistema de 
regeneração de cofatores que resulta em maior quantidade de etanol produzido 
(0,39 g/g). Porém, a deleção de ZWF1 em LVY131 causou uma diminuição 
significativa na velocidade de consumo de xilose, limitando o uso dessa 
abordagem industrialmente. Em S. cerevisiae, NADPH pode ser gerado, 
principalmente, nas reações catalisadas por duas desidrogenases na fase 
oxidativa das pentoses fosfato (ZWF1 e GND1), na reação catalisada pela 
isocitrato desidrogenase NADP+ dependente (IDP2), na reação catalisada pela 
acetaldeído desidrogenase NADP+ dependente (ALD6) e na reação catalisada 
pela enzima málica (MAE1). De todas citadas acima, a via das pentoses fosfato 
representa a principal via de produção de NADPH na levedura (Santos et al., 
2004; Wang et al., 2013). Celton (2012) demonstrou que células de levedura 
respondem ao aumento da demanda de NADPH com o aumento do fluxo através 
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das vias da pentose fosfato e de formação de acetato, o que corresponde a 80 
e 20% da demanda de NADPH, respectivamente.  
Diversos estudos focam em estratégias utilizando engenharia e 
modificação racional de enzimas para resolver o problema do desbalanço redox 
em leveduras com a via XR-XDH. Watanabe (2005) alterou completamente a 
afinidade da enzima xilitol desidrogenase de S. stipitis de NAD+ para NADP+ 
através de mutagênese sítio dirigida. A enzima com mutações triplas 
(D207A/I208R/F209S) mostrou valores maiores que 4500 vezes em kcat/Km com 
NADP+ em relação a enzima selvagem, atingindo valores comparáveis ao kcat/Km 
com NAD+ em relação a enzima selvagem. Curiosamente, a linhagem LVY139, 
com a XDH NADP+ dependente, teve uma significativa perda de performance, 
em contraste com os resultados reportados previamente por Watanabe et al. 
2007 e Matsushika et al. 2008. Nesses trabalhos, a linhagem Y-ARSdR produziu 
86% menos xilitol e consequentemente 41% mais etanol em relação a linhagem 
parental (Watanabe et al., 2007). A linhagem MA-N5 com a XDH mutante NADP+ 
dependente apresentou alto rendimento de 0.49 g/g a partir dos açúcares totais 
presentes hidrolisado lignocelulósico (Matsushika et al., 2008). Porém, na 
linhagem LVY139, foi observado um aumento na produção de xilitol e diminuição 
no rendimento de etanol, além de uma diminuição na taxa de consumo de xilose 
(tabela 4). Nosso resultado reforça o descrito por Bera et al. 2011, onde a 
utilização dessa XDH mutante aumentou em sete vezes a produção de xilitol e 
diminuiu o rendimento de etanol em 60%. A diferença de backgrounds utilizados 
para expressão da XDH NADP+ dependente pode explicar o contraste de 
resultados obtidos entre os grupos. 
Sítios de ligação aos cofatores em xiloses redutases são alvo de técnicas 
de engenharia de proteínas, visando aumentar a afinidade por NADH em relação 
a NADPH. Porém, o aumento da taxa de NADH/NADPH nesses estudos se deve 
a uma diminuição na eficiência catalítica de ligação ao NADPH pela XR, 
enquanto que o real aumento na afinidade de ligação ao NADH é bem baixo 
(Liang et al., 2007; Watanabe et al., 2007; Bengtsson et al., 2009; Runquist et 
al., 2010; Cai et al., 2012). Dessa maneira, ao invés de utilizar engenharia de 
proteínas para aumentar a afinidade da XR por NADH em relação a NADPH, nós 
utilizamos os genes da levedura fermentadora de xilose S. passalidarum. Essa 
abordagem se torna interessante devido ao excesso de NADH gerado durante a 
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reação da XDH pode ser agora reoxidado pela nova XR. A substituição de XYL1 
de S. stipitis pela XYL1.2 de S. passalidarum levou a construção de um mutante 
com um aumento de 11,1 % no rendimento de etanol. A linhagem LVY142 é 
capaz de consumir xilose mais eficientemente e apresentou também uma 
redução nos subprodutos de fermentação xilitol e glicerol. Recentemente, a 
linhagem recombinante de S. cerevisiae TMB 3044 foi utilizada para expressar 
a XR de S. passalidarum. Da mesma maneira descrita nesse trabalho, a 
linhagem expressando XYL1.1 não foi capaz de crescer em anaerobiose em 
meio contendo xilose, e a linhagem TMB 3504, expressando o gene XYL1.2 teve 
um significativo aumento de rendimento de etanol (0.40 vs 0.34 g/g−1) (Cadete 
et al., 2016). 
Além do desbalanço redox gerado pela introdução dos genes XR-XDH 
para consumo de xilose, a utilização de linhagens com essa via pode ser afetada 
pela detoxificação de compostos inibidores em hidrolisados celulósicos. A 
detoxificação de compostos como furfural a vanilina para intermediários menos 
tóxicos é feita por redutases dependentes de NADPH e NADH, alterando a taxa 
de cofatores da célula (Piotrowski et al., 2014). 
A introdução da via fosfocetolase utilizando o gene EcADH2 de E. coli 
potencialmente permite a célula converter ácido acético em etanol. A presença 
de ácido acético em hidrolisados lignocelulósicos torna essa abordagem 
interessante, pela possibilidade do aumento da quantidade de etanol total 
produzido. De fato, a linhagem LVY143 produziu uma quantidade de ácido 
acético menor em relação a sua linhagem predecessora, provavelmente pela sua 
conversão em etanol. Porém, quando se adicionou ácido acético externamente 
ao meio de fermentação, não se observou o consumo do ácido (dados não 
mostrados). Previamente, a introdução de uma acetaldeído desidrogenase de E. 
histolytica em S. cerevisiae, juntamente com o gene PTA de B. subtilis resultou 
em uma linhagem com aumento de 25% na produção de etanol, devido a uma 
menor formação do subproduto xilitol (Sonderegger et al., 2004). Da mesma 
maneira, LVY143 apresentou um aumento de rendimento de 0.40 vs 0.36 g/g−1.  
Outras razões desconhecidas, além do desbalanço redox, são 
responsáveis pela alta quantidade de xilitol produzido e baixa produtividade de 
etanol em condições anaeróbicas de consumo de xilose. Outros esforços como 
o desenvolvimento de uma rede metabólica e regulatória, levando em conta todo 
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o metabolismo redox da célula tem sido considerado para resolver esse 
problema (Cai et al., 2012). Análises termodinâmicas complementadas pelo perfil 
de metabólitos de linhagens com a via XR/XDH já sugeriram que a atividade das 
enzimas da pentose fosfato e o pool de frutose-6-fosfato são potenciais fatores 
limitantes da utilização de xilose. De acordo com o autor, as taxas de coenzima 
e ATP, não limitam o fluxo através da via de consumo de xilose (Klimacek et al., 
2010). 
 
 
Figura 8: Fluxograma do desenvolvimento das linhagens. A primeira parte do 
trabalho consistiu em aumentar o fluxo de xilose a xilulose-5-P. A partir da linhagem 
LVY127, foram testadas abordagens como aumento do fluxo da via PPP ou transporte 
de xilose, além de estratégias para regular o balanço de cofatores. A melhor linhagem 
foi evoluída para melhora da performance fermentativa em bateladas sucessivas em 
xilose. 
 
Entre as estratégias empregadas, o uso de uma XR com maior afinidade 
ao cofator NADH gerou uma linhagem de levedura com o melhor desempenho 
fermentativo global. Além da diminuição dos subprodutos e aumento do 
rendimento de etanol, a linhagem LVY142 apresentou um consumo mais rápido 
de xilose. A linhagem LVY142 foi selecionada para melhoramento via evolução 
adaptativa através de bateladas sucessivas em meio contendo xilose como fonte 
única de xilose. As linhagens evoluídas derivadas de LVY142 demonstraram um 
aumento significativo na taxa de consumo de xilose (Figura 7). As cepas 
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evoluídas terão o genoma sequenciado e comparado com o parental para 
identificação das mutações que causaram a melhora de performance (Figura 8). 
A identificação dessas mutações pode fornecer novos alvos metabólicos para 
engenharia racional e construção de linhagens com melhor desempenho. O uso 
da cepa evoluída derivada da LVY142 mostra potencial para ser utilizada na 
conversão de açúcares de segunda-geração. 
 
Material e métodos 
 
Linhagens utilizadas e condições de crescimento 
 
Para os experimentos de clonagem e multiplicação dos plasmídeos foi 
utilizada a linhagem bacteriana de Esherichia coli DH5 (Stratagene). Quando 
necessário, a linhagem foi ativada à 37 °C por esgotamento em meio de cultura 
LB (Luria-Bertaini).  
As linhagens de S. cerevisiae utilizadas nesse trabalho estão descritas na 
tabela 2. O meio YPD (10 g/L de extrato de levedura, 20 g/L de peptona e 20 g/L 
de glicose) foi utilizado no cultivo e inóculo de céluas de leveduras, incubadas a 
30 ºC, 200 rpm. Transformantes com os plasmídeos construídos foram 
selecionados em meio YNB (6,7 g/L de yeast nitrogen base without aminoacids, 
Difco), suplementado com drop-out sem uracila. A contra-seleção do URA3 foi 
feita no mesmo meio, suplementado com 440 mg/L de uracila e 1 g/L de 5-FOA. 
Para transformantes com o plasmídeo pSH65, 300 μg/ml de zeocina foi 
adicionada ao meio YPD. 
 
Construção dos plasmídeos  
 
Para a construção dos cassetes foi utilizada a técnica descrita por Gibson 
et al. (2009), que consiste na fusão de fragmentos de DNA com um mix das 
enzimas T5 exonuclease, Taq ligase e DNA polimerase em uma única reação. 
O cassete foi construído utilizando o plasmídeo pRS304 como molde, linearizado 
com a enzima BamHI. Os fragmentos foram amplificados usando a Phusion DNA 
polymerase (NEB). Os primers utilizados estão descritos na tabela S1. A 
construção do plasmídeo pEcADHE_BsPTA foi realizada utilizando a técnica 
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Ligase Cycling Reaction (LCR), conforme descrito por de Kok et al. (2014). Os 
bridging oligos com extremidades complementares estão descritos na tabela S1. 
A correta construção de cada cassete foi verificada por sequenciamento. 
Para o processo de seleção, foi utilizado o sistema Cre/loxP (Gueldener 
et al., 2002). O gene URA3 foi amplificado por PCR, juntamente ao seu promotor 
e terminador, e foram adicionadas sequências loxP na mesma orientação, nas 
duas extremidades, permitindo que esse marcador seja utilizado em todos os 
cassetes de transformação. Sequências de homologia ao local de inserção foram 
adicionadas nas extremidades de cada cassete. 
Promotores e terminadores foram amplificados da linhagem de S. 
cerevisiae LVYA1, derivada de PE-2. Os genes XR e XDH foram amplificados 
de S. stipitis linhagem Y-7124. O gene GDP foi amplificado de K. lactis. O gene 
GXF1 foi amplificado de C. intermedia PYCC4715. Os genes XYL1.1 e XYL1.2 
foram amplificados de S. passalidarum MYA4345. O gene EcADHE foi 
amplificado de E. coli DH5 e o gene PTA foi amplificado de B. subtilis. As 
principais características de cada plasmídeo estão descritas na tabela 1.  
 
Construção das linhagens 
 
Os cassetes foram amplificados dos plasmídeos descritos na tabela 1 
utilizando Phusion DNA polymerase (NEB), e os amplicons foram purificados 
através do kit Wizard® SV Gel and PCR Clean-Up System (Promega). A 
transformação de levedura for feita utilizando o método de acetato de lítio 
descrito por Gietz e Schiestl (2007). A linhagem mat α LVYA1, derivada de S. 
cerevisiae PE-2, foi utilizada para o desenvolvimento das linhagens. Os 
transformantes foram selecionados em meio YNB sem uracila. A presença do 
sítio loxP flanqueando URA3 permitiu o uso do mesmo marcador. A retirada de 
URA3 foi realizada com o plasmídeo pSH65 (Gueldener et al., 2002), que contém 
o gene que codifica a recombinase Cre sob a ação do promotor induzível por 
galactose. Após cultivo em YPG (10 g/L de extrato de levedura, 20 g/L de 
peptona e 20 g/L de galactose), os transformantes foram selecionados YNB 
suplementado com 440 mg/L de uracila e 1 g/L de 5-FOA. A deleção de GRE3 
foi realizada pela substituição com URA3, conforme descrito anteriormente 
(Santos, et al., 2016b).  
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Evolução adaptativa de LVY142 em xilose 
 
Uma colônia isolada da linhagem LVY142 foi selecionada para os 
procedimentos de evolução adaptativa. A evolução foi conduzida em garrafas 
seladas contendo meio YPX (10 g/L de extrato de levedura, 20 g/L de peptona e 
50 g/L de xilose), suplementado com 5 g/L de ácido acético, pH 5. Bateladas 
fermentativas sucessivas foram conduzidas pela transferência de 2% do 
conteúdo da batelada anterior para um novo frasco com meio YPX quando a 
cultura atingia uma OD600 de aproximadamente 5. Os experimentos foram 
conduzidos por 80 bateladas sucessivas. 
Ao final do período de evolução, as linhagens foram isoladas em placas 
contendo meio YNBX (6,7 g/L de yeast nitrogen base without aminoacids, Difco), 
suplementado com drop-out, 20 g/L de xilose e 20 g/L de ágar. Colônias 
contendo o maior tamanho foram isoladas para posterior comparação da cinética 
de fermentação de xilose. 
  
Ensaio fermentativo 
 
O ensaio fermentativo foi realizado em meio YPDX (10 g/L de glicose e 30 
g/L de xilose), em condições semi-anaeróbicas, utilizando garrafas seladas de 
100 mL e volume de trabalho de 80 ml, iniciando a cultura com OD de 
aproximadamente 1,0 (0,25 g DCW/L). A temperatura e velocidade de agitação 
foram mantidas constantes, respectivamente, em 30 ºC e 150 rpm. Todos os 
experimentos foram realizados em triplicata. Amostras foram retiradas para 
medir OD e para posterior análise por cromatografia líquida de alta eficiência 
(HPLC). Para a determinação do peso seco, as células foram coletadas por 
centrifugação, lavadas duas vezes e secadas a 65°C, conforme descrito 
anteriormente (Santos et al., 2016b). 
 
Quantificação dos produtos da fermentação 
 
A quantificação de glicose, xilose, xilitol, glicerol, ácido acético e etanol foi 
realizada por Cromatografia Líquida de Alta Eficiência (HPLC) utilizando o 
cromatógrafo Alliance (Waters) com detector de índice de refração (Waters 2414) 
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e detector de matriz de fotodiodo (Waters 2998) a 280 nm. As amostras foram 
analisadas por HPLC-RI utilizando a coluna de exclusão iônica HPX-87H 
(300mm x 7,8mm, BioRad
®
), aquecida em forno a 35 ºC, H2SO4 5 mM como fase 
móvel a uma vazão de 0,6 mL/min. Uma curva padrão com as concentrações 
conhecidas com compostos de interesse também foram analisadas pelo mesmo 
procedimento. As concentrações dos compostos nas amostras foram 
determinadas por comparação das áreas dos picos cromatográficos obtidos com 
as curvas de calibração. 
 
 
Referências 
Bera AK, Ho NWY, Khan A, Sedlak M. A genetic overhaul of Saccharomyces cerevisiae 
424A (LNH-ST) to improve xylose fermentation. Journal of Industrial Microbiology and 
Biotechnology, 38: 617-626, 2011.  
Bengtsson O, Hahn-Hägerdal B, Gorwa-Grauslund M. F. Xylose reductase from Pichia 
stipitis with altered coenzyme preference improves ethanolic xylose fermentation by 
recombinant Saccharomyces cerevisiae. Biotechnology for Biofuels, 2: 9, 2009. 
Cadete RM, de las Hera AM, Sandström AG, Ferreira C, Gírio F, Gorwa-Grauslund M-
F, Rosa CA, Fonseca C. Biotechnology for biofuels exploring xylose metabolism in 
Spathaspora species: XYL1.2 from Spathaspora passalidarum as the key for efficient 
anaerobic xylose fermentation in metabolic engineered Saccharomyces cerevisiae. 
Biotechnology for Biofuels, 1:14, 2016.  
Cai Z, Zhang B, Li Y. Engineering Saccharomyces cerevisiae for efficient anaerobic 
xylose fermentation: Reflections and perspectives. Biotechnology Journal, 7: 34-46, 
2012.   
Carvalho-Netto OV, Carzzolle MF, Moffato LS, Teixeira PJ, Noronha MF, Calderón 
LA,  Mieczkowski PA, Argueso JL, Pereira GAG. Saccharomyces cerevisiae 
transcriptional reprograming due to bacterial contamination during industrial scale 
bioethanol production. Microbial Cell Factories, 14: 13, 2015. 
 
Celton M, Goelzer A, Camarasa C, Fromion V, Dequin S. A constraint-based model 
analysis of the metabolic consequences of increased NADPH oxidation in 
Saccharomyces cerevisiae. Metabolic Engineering, 14: 366-379, 2012. 
131 
 
 
 
Chen X, Li S, Liu L. Engineering redox balance through cofactor systems. Trends in 
Biotechnology, 32: 337-43, 2014. 
 
Gibson DG, Young L, Chuang R, Venter JC, Hutchison CA, Smith HO. Enzymatic 
assembly of DNA molecules up to several hundred kilobases. Nature Methods, 6: 343-
347, 2009. 
 
Gietz RD, Schiestl RH. Large-scale high-efficiency yeast transformation using the 
LiAc/ss carrier DNA/PEG method. Nature Protocols 2: 38-41, 2007. 
 
Gueldener U, Heinisch J, Koehler GJ, Voss D, Hegemann JH. A second set of loxP 
marker cassettes for cre-mediated multiple gene knockouts in budding yeast. Nucleic 
Acids Research, 30: e23, 2002. 
Hahn-Hägerdal B, Wahlbom CF, Gárdonyi M, van Zyl WH, Cordero Otero RR, Jönsson 
LJ. Metabolic engineering of Saccharomyces cerevisiae for xylose utilization. Advances 
in Biochemical Engineering/biotechnology, 73: 53-84, 2001.  
Hahn-Hägerdal B, Karhumaa K, Jeppsson M, Gorwa-Grauslund MF. Metabolic 
engineering for pentose utilization in saccharomyces cerevisiae. Advances in 
Biochemical Engineering/Biotechnology, 108: 147-177, 2007.  
Hong KK, Nielsen J. Metabolic engineering of Saccharomyces cerevisiae: A key cell 
factory platform for future biorefineries. Cellular and Molecular Life Sciences, 69: 2671-
2690, 2012.  
Hou X. Anaerobic xylose fermentation by Spathaspora passalidarum. Applied 
Microbiology and Biotechnology, 94: 205-214, 2012. 
Jeppsson M, Johansson B, Hahn-Hägerdal B, Gorwa-Grauslund MF.  Reduced oxidative 
pentose phosphate pathway flux in recombinant xylose-utilizing Saccharomyces 
cerevisiae strains improves the ethanol yield from xylose. Applied and Environmental 
Microbiology, 68: 1604-1609, 2002.  
 
Jong E, Jungmeier, G. Biorefinery concepts in comparison to petrochemical refineries. 
In: Industrial Biorefineries and White Biotechnology, 3-33, 2015. 
 
132 
 
 
 
Khattaba SMR, Saimurab M, Kodaki T. Boost in bioethanol production using recombinant 
Saccharomyces cerevisiae with mutated strictly NADPH-dependent xylose reductase 
and NADP+-dependent xylitol dehydrogenase. Journal of Biotechnology, 165: 153–156, 
2013. 
Kim SR, Park YC, Jin YS, Seo, JH. Strain engineering of Saccharomyces cerevisiae for 
enhanced xylose metabolism. Biotechnology Advances, 31: 851-861, 2013a  
Kim SR, Skerker JM, Kang W, Lesmana A, Wei N, Arkin AP, Jin YS. Rational and 
evolutionary engineering approaches uncover a small set of genetic changes efficient for 
rapid xylose fermentation in Saccharomyces cerevisiae. PLoS One, 8: e57048, 2013b  
Klimacek M, Krahulec S, Sauer U, Nidetzky B. 2010. Limitations in xylose-fermenting 
Saccharomyces cerevisiae, made evident through comprehensive metabolite profiling 
and thermodynamic analysis. Applied and Environmental Microbiology, 76: 7566-7574.  
Kok, S. De, Stanton, L. H., Slaby, T., Durot, M., Holmes, V. F., Patel, K. G., … Chandran, 
S. S. (2014). Rapid and Reliable DNA Assembly via Ligase Cycling Reaction. ACS 
Synth. Biol. 3:97-106. 
 
Kötter P, Amore R, Hollenberg CP, Ciriacy M. Isolation and characterization of the Pichia 
stipitis xylitol dehydrogenase gene, XYL2, and construction of a xylose-
utilizing Saccharomyces cerevisiae transformant. Current Genetics, 18: 493-500, 1990. 
Kötter P, Ciriacy M. Xylose fermentation by Saccharomyces cerevisiae. Applied 
Microbiology and Biotechnology, 38: 776-783, 1993. 
Kuyper M, Winkler AA, Van Dijken JP, Pronk JT. Minimal metabolic engineering of 
Saccharomyces cerevisiae for efficient anaerobic xylose fermentation: A proof of 
principle. FEMS Yeast Research, 4: 655-664, 2004  
Laluce C, Schenberg ACG, Gallardo JCM, Coradello LFC, Pombeiro-Sponchiado SR. 
Advances and developments in strategies to improve strains of Saccharomyces 
cerevisiae and processes to obtain the lignocellulosic ethanol - A review. Applied 
Biochemistry and Biotechnology, 166: 1908-1926, 2012.  
Leandro MJ, Gonçalves P, Spencer-Martins I. Two glucose/xylose transporter genes 
from the yeast Candida intermedia: first molecular characterization of a yeast xylose-H+ 
symporter. The Biochemical Journal, 395: 543-9, 2006.  
133 
 
 
 
Liang L, Zhang J, Lin Z. Altering coenzyme specificity of Pichia stipitis xylose reductase 
by the semi-rational approach CASTing. Microbial Cell Factories, 6: 36, 2007. 
Liao JC, Mi L, Pontrelli S, Luo S. Fuelling the future: microbial engineering for the 
production of sustainable biofuels. Nature Reviews. Microbiology, 14: 288-304, 2016.  
Liu L, Li Y, Shi Z, Du G, Chen J. Enhancement of pyruvate productivity in Torulopsis 
glabrata: Increase of NAD+ availability. Journal of Biotechnology, 126: 173–185, 2006. 
Long TM, Su Y, Headman J, Higbee A, Willis LB, Jeffries TW. Cofermentation of glucose, 
xylose, and cellobiose by the beetle associated yeast Spathaspora passalidarum, 
Applied and Environmental Microbiology 78: 5492-5500, 2012.  
Matsushika A, Watanabe S, Kodaki T, Makino K, Inoue H, Murakami K, Takimura O, 
Sawayama S. Expression of protein engineered NADP+-dependent xylitol 
dehydrogenase increases ethanol production from xylose in recombinant 
Saccharomyces cerevisiae. Applied Microbiology and Biotechnology, 81: 243-255, 2008. 
Olofsson K, Runquist D, Hahn-Hägerdal B, Lidén, G. A mutated xylose reductase 
increases bioethanol production more than a glucose/xylose facilitator in simultaneous 
fermentation and co-fermentation of wheat straw. AMB Express, 1: 4, 2011. 
Peng F, Peng P, Xu F, Sun R C. Fractional purification and bioconversion of 
hemicelluloses. Biotechnology Advances, 30: 879-903, 2012.  
Piotrowski JS, Zhang Y, Bates DM, Keating DH, Sato TK, Ong IM, Landick R. Death by 
a thousand cuts: The challenges and diverse landscape of lignocellulosic hydrolysate 
inhibitors. Frontiers in Microbiology, 5: 1-8, 2014.  
Rennie EA, Scheller HV. Xylan biosynthesis. Current Opinion in Biotechnology, 26: 100-
107, 2014.  
Runquist D, Hahn-Hagerdal B, Bettiga M. Increased ethanol productivity in xylose-
utilizing Saccharomyces cerevisiae via a randomly mutagenized xylose reductase. 
Applied and Environmental Microbiology, 76: 7796-7802, 2010a.  
Runquist D, Hahn-Hägerdal B, Rådström P. Comparison of heterologous xylose 
transporters in recombinant Saccharomyces cerevisiae. Biotechnology for Biofuels, 3: 5, 
2010b. 
134 
 
 
 
Santos MM, Raghevendran V, Kotter P, Olsson L, Nielsen J. Manipulation of malic 
enzyme in Saccharomyces cerevisiae for increasing NADPH production capacity 
aerobically in different cellular compartments. Metabolic Engineering, 6: 352-363, 2004. 
 
Santos LV. et al. Second-generation ethanol: The need is becoming a reality. Industrial 
Biotechnology 12: 40-57, 2016a. 
 
Santos LV, Carazzolle MF, Nagamatsu ST, Sampaio MNV, Almeida LD, Pirolla RAS, 
Borelli G, Corrêa TLR, Argueso JL, Pereira GAG. Unraveling the genetic basis of xylose 
consumption in engineered Saccharomyces cerevisiae strains. Nature Scientific 
Reports, 6: 38676, 2016b.  
 
Sonderegger M, Schumperli M, Sauer U. Metabolic engineering of a phosphoketolase 
pathway for pentose catabolism in Saccharomyces cerevisiae. Applied and 
Environmental Microbiology, 70: 2892-2897, 2004. 
Toivari MH, Salusjärvi L, Ruohonen L, Salusja L, Penttila M. Endogenous xylose 
pathway in Saccharomyces cerevisiae endogenous xylose pathway in Saccharomyces 
cerevisiae. Society, 70: 3681-3686.  
Traff K, Otero RC, van Zyl WH, Hahn-Hägerdal B. Deletion of the GRE3 aldose 
reductase gene and its influence on xylose metabolism in in recombinant strains of 
Saccharomyces cerevisiae expressing the xylA and XKS1 genes. Applied and 
Environmental Microbiology, 67: 5668-5674, 2001. 
van Maris AJA, Winkler AA, Kuyper M, de Laat WTAM, van Dijken JP, Pronk JT. 
Development of efficient xylose fermentation in Saccharomyces cerevisiae: xylose 
isomerase as a key component. Advances in Biochemical Engineering/Biotechnology, 
108: 179-204, 2007.  
Van Vleet JH, Jeffries TW. Yeast metabolic engineering for hemicellulosic ethanol 
production. Current Opinion in Biotechnology, 20: 300-306, 2009.  
Vemuri GN, Eiteman MA, McEwen JE, Olsson L, Nielsen J. Increasing NADH oxidation 
reduces overflow metabolism in Saccharomyces cerevisiae. Proceedings of National 
Academy of Sciences, 104 :2402-2407, 2007. 
 
Verho R, Londesborough J, Penttila M, Richard P. Engineering redox cofactor 
135 
 
 
 
regeneration for Improved pentose fermentation in Saccharomyces cerevisiae. Applied 
and Environmental Microbiology, 69: 5892-5897, 2003.  
 
Wang Y, San K, Bennett GN. Cofactor engineering for advancing chemical 
biotechnology. Current Opinion in Biotechnology, 24: 1-6, 2013. 
 
Watanabe S, Kodaki T, Makino K. Complete reversal of coenzyme specificity of xylitol 
dehydrogenase and increase of thermostability by the introduction of structural zinc. 
Journal of Biological Chemistry, 280: 10340-10349, 2005. 
 
Watanabe S, Saleh AA, Pack SP, Annaluru N, Kodaki T, Makino K. Ethanol production 
from xylose by recombinant Saccharomyces cerevisiae expressing protein engineered 
NADH-preferring xylose reductase from Pichia stipitis. Microbiology, 153: 3044-3054, 
2007. 
Wei N, Quarterman J, Kim SR, Cate JHD, Jin YS. Enhanced biofuel production through 
coupled acetic acid and xylose consumption by engineered yeast. Nature 
Communications, 4: 2580, 2013.  
Yin Y, Petes TD. Genome-wide high-resolution mapping of UV-induced mitotic 
recombination events in Saccharomyces cerevisiae. PLoS Genetics, 9: e1003894, 2013.  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
136 
 
 
 
Material suplementar 
 
Tabela S1. Oligonucleotídeos utilizados nesse estudo. 
Primers ID Sequência 5’ - 3’ Descrição 
LVO03 ATAACTTCGTATAGCATACATTATACGAAGTTATGGTCCATAAAGCTTTTCAAT Montagem de plasmídeos 
LVO04 ATAACTTCGTATAATGTATGCTATACGAAGTTATAGAAATCATTACGACCGAGA Montagem de plasmídeos 
LVO05  ATGCCTTCTATTAAGTTGAACT Construção de pSsXRXDH 
LVO06 TTAGACGAAGATAGGAATCTTG Construção de pSsXRXDH 
LVO07  ATGACTGCTAACCCTTCCTT Construção de pSsXRXDH 
LVO08 TTACTCAGGGCCGTCAATGA Construção de pSsXRXDH 
LVO09 ACACCAAGGAAGGGTTAGCAGTCATTTTGTTTTGTGTGTAAATTTAG Construção de pSsXRXDH 
LVO10 GTGTCTCATTGACGGCCCTGAGTAAATAAAGCAATCTTGATGAGG Construção de pSsXRXDH 
LVO11 TATAGCATACATTATACGAAGTTATAATGTATATGCTCATTTACAC Construção de pSsXRXDH 
LVO12 CAGAGTTCAACTTAATAGAAGGCATTGTTTTATATTTGTTGTA Construção de pSsXRXDH 
LVO13 GGACAAGATTCCTATCTTCGTCTAAATTGAATTGAATTGAAATC Construção de pSsXRXDH 
LVO14 TATAATGTATGCTATACGAAGTTATAAGGCATTAAAAGAGGAG Construção de pSsXRXDH 
LVO15 TCTAAATTTAGAAGACAGCAAGACTAACCATTTGATAGCGTATACTGTAATTGCTTTTAG Construção de pSsXRXDH 
LVO16 CTTTCTCTTCCTATCTGTCCAACATTTCTAGATAAGCCTTACTTGCAAAGGCAGCAATAT Construção de pSsXRXDH 
LVO17 AAGCCAGAGTACGACGTAC Construção de pSsXRXDH 
LVO18 ACATATGTATATGCATTCATCGT Construção de pSsXRXDH 
LVO33 ATATAGAAGCAAATAGTTGTCAGTGCAATCCTTCAAGACGATCACTATAGGGCGAATTGG Deleção de GRE3 
LVO34 GTAAAAATTTATACACATATACAGCATCGGAATGAGGGAAATCTCAAGCTATGCATCCAA Deleção de GRE3 
LVO115 ATGTCACAAGATTCGCAT Construção de pCIGXF1 
LVO116 TTAAACCTGTTCGTCGG Construção de pCIGXF1 
LVO117 GTACTTCACTAAATTTACACACAAAACAAAATGTCACAAGATTCGCAT Construção de pCIGXF1 
LVO118 AAATCATTATCCTCATCAAGATTGCTTTATTTAAACCTGTTCGTCGG Construção de pCIGXF1 
LVO119 CTTTTTGGGAAATAAGTAAACAATATATTGCTGCCTTTGCAACACTATAGGGCGAATTGG Construção de pCIGXF1 
LVO120 TGCTTCTTCTGCAGGTTCATATACATATAAACGTTAGTTAATGTATATGCTCATTTACAC Construção de pCIGXF1 
LVO121 CTTCTACTCTAGGACAGATAAAGATGCATTAACCTTGTCATTTTGCTTCTTCTGCAGGTT Construção de pCIGXF1 
LVO122 TGACCATATTATATTCGCTTTATCAACTTTTTAGTGTATCTTCTACTCTAGGACAGATAA Construção de pCIGXF1 
LVO123 CAGTAAAATCTAGCCTGTAGTCGATATACTACGTCAAGGTGTCTCAAGCTATGCATCCAA Construção de pCIGXF1 
LVO124 TTCAAATCGAATTGTGGTGGGCTGGCGCGCTGATTTAGCAGTAAAATCTAGCCTGTAGTC Construção de pCIGXF1 
LVO125 ATGAATAGAAAACAAAATGCTCTTAAATTCCTGCAAAGCGCTTTCAAATCGAATTGTGGT Construção de pCIGXF1 
LVO126 AGCTCCACCGCGGTGGCGGCCGCTCTAGAACTAGTGGATCCTGACCATATTATATTCGCT Construção de pCIGXF1 
LVO127 ATAAGCTTGATATCGAATTCCTGCAGCCCGGGGGATCCATGAATAGAAAACAAAATGCTC Construção de pCIGXF1 
LVO128 GTAATTGACGCAATCGGTTTATAACAAGCAGACATAAATATCGCCAGCTGAAGCTTCGTA Deleção de PHO13 
LVO129 TTCAAAAAGTAATTCTACCCCTAGATTTTGCATTGCTCCTCTTAGGGAGACCGGCAGATC Deleção de PHO13 
LVO130 GCTCCACCGCGGTGGCGGCCGCTCTAGAACTAGTGGATCCTTCTTCAATGTACGGAAAAC Construção de pKIGDPΔZWF1 
LVO131 TTCTTCAATGTACGGAAAACTCGCCAAGGCTATCCCATATATAAGCAAACTGTGGGTTCA Construção de pKIGDPΔZWF1 
LVO132 ATAAGCAAACTGTGGGTTCATCTATATACCGACACATAAAATGTATATGCTCATTTACAC Construção de pKIGDPΔZWF1 
LVO133 TGGCTTAGAAGAAGATTCGTTTGTCATATCGGGCATTTTGTTTTGTGTGTAAATTTAG Construção de pKIGDPΔZWF1 
LVO134 TTCATGGCTCAAAAGGACTTCGAAGCTGGTGTTTAAATAAAGCAATCTTGATGAGG Construção de pKIGDPΔZWF1 
LVO135 ATCTTCTGGCTTAGTCACGGGCCAAGCGTAAGGGTGCTTTTCCTCAAGCTATGCATCCAA Construção de pKIGDPΔZWF1 
LVO136 CGATAAATGAATGTGCTTGCATTTTTCTAATTATCCTTCGTATCTTCTGGCTTAGTCACG Construção de pKIGDPΔZWF1 
LVO137 TCGATAAGCTTGATATCGAATTCCTGCAGCCCGGGGGATCCCGATAAATGAATGTGCTTG Construção de pKIGDPΔZWF1 
LVO138 AGCTCCACCGCGGTGGCGGCCGCTCTAGAACTAGTGGATCCTTGGCTCAAGGTGTGGT Construção de pKIGDPΔZWF1 
LVO139 TTGGCTCAAGGTGTGGT Construção de pKIGDPΔZWF1 
LVO140 ACGCACCAAAGACAGATAT Construção de pKIGDPΔZWF1 
LVO141 CAGGTGATCTGGCAAAGA Construção de pKIGDPΔZWF1 
LVO142 CTCTATTCCACGAGGCAT Construção de pKIGDPΔZWF1 
LVO143 TAAGCTTGATATCGAATTCCTGCAGCCCGGGGGATCCCTCTATTCCACGAGGCAT Construção de pKIGDPΔZWF1 
LVO144 AATAAGGCGGGAAAAGTCTTCTTCTTTGCCAGATCACCTGCTCAAGCTATGCATCCAA Construção de pKIGDPΔZWF1 
LVO145 CCTCCATATGGTGATATGGAGTGTAAATGAGCATATACATTACGCACCAAAGACAGATAT Construção de pKIGDPΔZWF1 
LVO146 AAATACCGTCATATCTGTCTTTGGTGCGTAATGTATATGCTCATTTACAC Construção de pKIGDPΔZWF1 
LVO147 ATGGCTACTATTAAATTATCCTC Construção de pSpXyl1.1_SsXDH 
LVO148 TTAAACGAAGATTGGAATG Construção de pSpXyl1.1_SsXDH 
LVO149 GAAGTAATTATCTACTTTTTACAACAAATATAAAACAATGGCTACTATTAAATTATCCTC Construção de pSpXyl1.1_SsXDH 
LVO150 AAATTGATCTATCGATTTCAATTCAATTCAATTTAAACGAAGATTGGAATG Construção de pSpXyl1.1_SsXDH 
LVO151 ATGTCTTTTAAATTATCTTCAGG Construção de pSpXyl1.2_SsXDH 
LVO152 TTAAACAAAGATTGGAATATGG Construção de pSpXyl1.2_SsXDH 
LVO153 GAAGTAATTATCTACTTTTTACAACAAATATAAAACAATGTCTTTTAAATTATCTTCAGG Construção de pSpXyl1.2_SsXDH 
LVO154 AAATTGATCTATCGATTTCAATTCAATTCAATTTAAACAAAGATTGGAATATGG Construção de pSpXyl1.2_SsXDH 
LVO155 TGAATTGTAATACGACTCACTATAGGGCCTTCTACTCTAGGACAGATAAAGATGCATT Construção de pEcADHE_BsPTA 
LVO156 ATGGCAGTTACCAATGTCG Construção de pEcADHE_BsPTA 
LVO157 CTAGGCAGACTTTTTAGCCTT Construção de pEcADHE_BsPTA 
LVO158 GAAGTAATTATCTACTTTTTACAACAAATATAAAACAATGGCAGACCTGTTCTCAACTGT Construção de pEcADHE_BsPTA 
LVO159 ATGGCAGACCTGTTCTCAAC Construção de pEcADHE_BsPTA 
LVO160 TTAGAGGGCTTGAGCGG Construção de pEcADHE_BsPTA 
LVO161 TGCCGCTCAAGCCCTCTAAATTGAATTGAATTGAAATCGATAGATCAAT Construção de pEcADHE_BsPTA 
LVO162 TTCGCTCCTCTTTTAATGCCTTACACCTTGACGTAGTATATCGACTACAG Construção de pEcADHE_BsPTA 
LVO163 CAGGGGTTTTAACTAAGCATG Construção de pEcADHE_BsPTA 
LVO164 TTACCATGCTTAGTTAAAACCCCTGGCAGGAATTCGATATCAAGCTTATC Construção de pEcADHE_BsPTA 
LVO165 GCAGGAATTCGATATCAAGC Construção de pEcADHE_BsPTA 
LVO166 ACACCTTGACGTAGTATATCGAC Construção de pEcADHE_BsPTA 
LVO167 CAGGGGTTTTAACTAAGCATG Construção de pEcADHE_BsPTA 
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Abstract 
 
The development of biocatalysts capable of fermenting xylose, a five-carbon 
sugar abundant in lignocellulosic biomass, is a key step to achieve a viable 
production of second-generation ethanol. In this work, a robust industrial 
strain of Saccharomyces cerevisiae was modified by the addition of essential 
genes for pentose metabolism. Subsequently, taken through cycles of 
adaptive evolution with selection for optimal xylose utilization, strains could 
efficiently convert xylose to ethanol with a yield of about 0.46 g ethanol/g 
xylose. Though evolved independently, two strains carried shared mutations: 
amplification of the xylose isomerase gene and inactivation of ISU1, a gene 
encoding a scaffold protein involved in the assembly of iron-sulfur clusters. In 
addition, one of evolved strains carried a mutation in SSK2, a member of 
MAPKKK signaling pathway. In validation experiments, mutating ISU1 or 
SSK2 improved the ability to metabolize xylose of yeast cells without adaptive 
evolution, suggesting that these genes are key players in a regulatory network 
for xylose fermentation. Furthermore, addition of iron ion to the growth media 
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improved xylose fermentation even by non-evolved cells. Our results provide 
promising new targets for metabolic engineering of C5-yeasts and point to 
iron as a potential new additive for improvement of second-generation ethanol 
production. 
 
Introduction 
The global energy matrix continues to rely heavily on fossil fuels whose 
combustion releases large amounts of CO2 into the atmosphere, a potent 
greenhouse gas and a major contributor to climate change1-4. Bioethanol has 
been touted as a cleaner and renewable alternative to replace fossil fuels and 
reduce carbon emissions5. In Brazil, first-generation ethanol is produced from 
the fermentation of sucrose-rich sugarcane extract, using a process in which 
Saccharomyces cerevisiae yeast cells are continuously recycled through 
successive batches, in some cases for up to 250 days in a row6. This 
prolonged cell recycling regimen combined with the harsh environment found 
in the bioethanol distilleries require strains that display traits such as high 
tolerance to abiotic stress and robust growth to outcompete microbial 
contaminants. One of the most widely adopted strains, Pedra-2 (PE-2), was 
itself originally isolated as an aggressive wild contaminant7. It combines high 
fermentative capacity and environmental stress tolerance, with the ability to 
prevent other yeast invaders from getting established in the fermentation 
tanks, thus providing stability to the distilleries’ industrial operations. These 
desirable traits make PE-2 an ideal biological platform for the delivery of new 
technologies essential for second-generation (2G) bioethanol production8,9. 
 A major challenge to the establishment of second-generation 
operations is the availability of biocatalysts able to metabolize the five-carbon 
(C5) sugar xylose derived from the hydrolysis of lignocellulosic biomass 
feedstocks5. S. cerevisiae is normally unable to metabolize xylose, but two 
pathways have been commonly used to engineer this activity into yeast 
cells10,11. One is the oxidative-reductive pathway, catalyzed by the enzymes 
xylose reductase (XR) and xylitol dehydrogenase (XDH). A more 
advantageous alternative is the xylose isomerase (xylA) pathway, which 
involves a single-step conversion of xylose to xylulose. The xylA enzyme does 
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not require cofactors and therefore does not have the redox bottleneck 
associated with the XR-XDH pathway. In addition, since it has lower 
accumulation of by-products, the total amount of ethanol that can be produced 
is higher10,12-14. 
 The successful expression of a functional xylA in S. cerevisiae allowed 
the development of strains able to ferment xylose to ethanol15,16. However, the 
resulting strains showed low xylose consumption rates under anaerobic 
conditions, which are incompatible with industrial scale production. To 
enhance strain performance, some genetic modifications have been shown as 
beneficial. For example, overexpression of genes from the non-oxidative 
phase of pentose phosphate pathway (PPP), deletion of the aldose reductase 
gene GRE317 and transporters for enhanced xylose uptake rates18. In 
addition, adaptive evolution in xylose medium is typically conducted in batch 
or chemostat cultivation cycles to achieve the best results19-21. Successful 
examples of strains developed through this approach have been reported22-24, 
however, the specific mutations responsible for the acquired ability to 
metabolize xylose have not been well characterized. 
 In this work, we used PE-2 as the platform for construction of yeast 
strains able to efficiently ferment xylose into ethanol. Applying a relatively 
short period of evolutionary engineering (from 3 to 12 batches), we were able 
to select strains capable of efficiently consuming xylose as a sole carbon 
source in anaerobic conditions. We report a detailed genomic and 
physiological characterization of the best-performing evolved strains, and 
demonstrate that the improved consumption of xylose is associated with a 
high copy-number of xylA and inactivation of the ISU1 and SSK2 genes. In 
addition, with a better comprehension of C5-metabolism, we point out iron as 
a new additive that can induce improvement on performance of xylose 
fermenting strains, thus, suggesting new directions to increase the economic 
viability of second-generation technologies.  
 
Results 
 
Metabolic engineering and adaptive evolution of xylose fermentation 
 In order to build a robust xylose-fermenting S. cerevisiae strain, we 
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dissected a tetrad from the industrial diploid strain PE-2 and chose a MATα 
haploid spore (LVYA1) for further genetic manipulations. Cassettes containing 
genes of xylose pathway (Supplementary Fig. S1) were designed and their 
integration was targeted to regions in the vicinity of centromeres, based on 
the rationale that such loci might offer higher stability to the integrated 
constructs due to lower recombination rates relative to other regions of 
chromosomes25. The first cassette contained the eukaryotic codon-optimized 
xylA gene from Orpinomyces sp. was integrated near CEN5. Next, we deleted 
the GRE3 gene encoding aldose reductase in order to decrease the 
production of xylitol26, and integrated two additional copies of xylulokinase 
(XKS1) near CEN2 and CEN8. Furthermore, an additional copy of each of the 
genes encoding the four non-oxidative enzymes from the pentose phosphate 
pathway, transaldolase (TAL1) and ribose-5-phosphate ketol-isomerase 
(RKI1) were inserted near CEN12; and transketolase (TKL1) and ribulose-5-
phosphate 3-epimerase (RPE1) were inserted near CEN13, resulting in the 
strain LVY27. All these genes were expressed under the control of different 
strong constitutive promoters of genes from the glycolytic pathway of S. 
cerevisiae (Table 1). 
 
Table 1. Yeast strains used in the study 
Strain  Parent strain Relevant genotype/features Reference/source 
PE-2  Industrial ethanol production strain PE-2; MATa/α CBMAI 0959 
CAT-1  Industrial ethanol production strain CAT-1; MATa/α CBMAI 0957 
BG-1  Industrial ethanol production strain BG-1; MATa/α 7 
SA-1  Industrial ethanol production strain SA-1; MATa/α CBMAI 1547 
Caeté-1  Industrial ethanol production strain Caeté-1; MATa/α Usina Caeté S.A. 
LVYA1 PE-2 MATα This study 
LVYA2 PE-2; MATa This study 
LVY27 LVYA1 MATα; CEN5::pTDH1-xylA-tTDH1; gre3Δ; CEN2::pADH1-XKS1-tADH1; 
CEN8::pADH1-XKS1-tADH1; CEN12::pTDH1-TAL1-tTDH1-pPGK1-RKI1-
tPGK1; CEN13::pTDH1-TKL1-tTDH1-pPGK1-RPE1-tPGK1 
This study 
LVY34.4 LVY27 MATα; pOXylATy1 + adaptive evolution and selection This study 
LVY41.5 LVY27 MATa/α; pOXylATy1 + adaptive evolution and selection This study 
LVY41.5EVx LVY41.5  MATa/α; adaptive evolution and selection This study 
LVY54 LVY34.4 MATα; ura3Δ This study 
LVY55 LVY54 MATα; iki3Δ::URA3 This study 
LVY56 LVY54 MATα; isu1Δ::URA3 This study 
LVY57 LVY55 MATα; ura3Δ::IKI3 This study 
LVY58 LVY55 MATα; ura3Δ::iki3-Ile398Val This study 
LVY59 LVY56 MATα; ura3Δ::ISU1 This study 
LVY60 LVY56 MATα; ura3Δ::isu1-Leu132Phe This study 
LVY61 LVY56 MATα; ura3Δ::isu1-Val89Leu This study 
LVY64 LVY54 MATα; isu1Δ This study 
LVY65 LVY27 MATα; ura3Δ This study 
LVY66 LVY65 MATα; pOXylA2 This study 
LVY67 LVY66 MATα; pOXylA2; isu1-Leu132Phe This study 
LVY68 LVY27 MATα; isu1-Leu132Phe This study 
LVY69 LVY66 MATα; pOXylA2; ssk2Δ This study 
LVY70 LVY67 MATα; pOXylA2; ssk2Δ; isu1-Leu132Phe This study 
LVY71 LVY34.4 x LVYA2 MATa/α; isu1-Leu132Phe/ISU1 This study 
LVY72 LVY71 MATa/α; adaptive evolution and selection; isu1-Leu132Phe/ isu1-
Leu132Phe 
This study 
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 Despite integration of the entire xylose utilization pathway, the resulting 
strain LVY27 consumed xylose very slowly and growth was observed only 
under aerobic conditions. To achieve a higher activity of xylose isomerase, we 
applied an approach to facilitate amplification of the xylA gene. Plasmid 
pOXylATy1 (Supplementary Table 1) was created to incorporate a cassette 
containing xylA flanked by δ LTR sequences. The plasmid was cleaved and 
the purified fragment, containing the δ-xylA-δ fragment was used in a new 
integrative transformation (Fig. 1A). 
 
Figure 1. Development and comparative fermentation of evolved strains.  
(A) Flow diagram of genetic transformation and adaptive evolution steps. LVY27 
strain was transformed with a DNA fragment containing the xylA gene (green arrow), 
which was flanked by two δ LTR regions (black arrows). Approximately 300 resulting 
clones were used in adaptive evolution experiments. After a first batch of cultivation, 
the cells were split into two parallel evolution experiments (A and B). The colors 
represent the mutations acquired by the strains during evolution. The fastest xylose 
fermenting strains from each evolution, LVY34.4 and LVY41.5, were selected for 
further investigation. 
(B) Comparative performance of strains in batch fermentation. Strains were 
cultivated in YP medium supplemented with 30 g/L of xylose with an initial cell 
density of 0.25 g DW/L of the parental LVY27 (●) and evolved cells LVY34.4 (▲) and 
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LVY41.5 (■). The fermentations were performed in triplicate and error bars represent 
standard deviation from the average of values. 
 
 Following the premise that cells containing the highest number of δ-
xylA-δ fragment integrations would have a higher xylose consumption rate, 
~300 colonies derived from the transformation of strain LVY27 were selected 
to undergo adaptive evolution in xylose medium. The different transformants 
were allowed to compete with each other in YNBX medium in semi-anaerobic 
conditions. Glucose was added to the medium to allow initial growth and the 
cells were split into two new sealed bottles and parallel adaptive evolution 
experiments (A and B) were started (Fig. 1A). After glucose depletion, the 
cells were maintained in xylose as a sole carbon source for 48 hours before 
the next transfer. We started to observe cellular growth within three serial 
batch cultivations in xylose for evolution A and after 12 transfers for the 
parallel evolution B (approximately 15 and 60 generations, respectively). From 
each evolution, 12 candidate colonies displaying the largest diameter in solid 
xylose medium were selected and their growth was screened to identify the 
best xylose fermenting strains. Based on their faster growth kinetics in xylose 
medium, strains LVY34.4 and LVY41.5 were selected as the most promising 
clones derived from evolution A and B, respectively (Supplementary Fig. S2A 
and S2B). 
 Initially, each selected clone was compared to the parental strain 
LVY27 in YP medium supplemented with 30 g/L of xylose. Under these 
conditions, the parental strain LVY27 was not able to consume xylose or 
grow, while LVY34.4 and LVY41.5 consumed all xylose in less than 24 hours, 
with maximum specific growth rate of 0.213 and 0.129 h-1, respectively. Both 
had final ethanol yields of approximately 0.46 g ethanol/g xylose, but LVY34.4 
had higher xylose consumption rate (Fig. 1B, Table 2). Glycerol and xylitol 
were observed in negligible levels. Taken together, these results show that 
the evolutionary engineering process allowed the selection of two strains, able 
to efficiently consume xylose and produce ethanol. In order to determine the 
genetic mechanisms through which improved xylose utilization was achieved, 
we sequenced the whole genomes of parent LVY27 and both evolved strains. 
The sequencing reads were analyzed to detect both structural 
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rearrangements detected through depth coverage and nucleotide 
polymorphisms in the evolved clones. 
 
Table 2. Fermentation performance of LVY34.4 and LVY41.5 strains 
Strain Copy 
number 
of xylA 
Condition Xylose 
consumption 
rate (g/g-1 h-1) 
Ethanol 
production 
rate (g/g-1 h-1) 
Ethanol 
yield (g/g-1) 
Xylitol yield 
(g/g-1) 
Glycerol 
yield (g/g-1) 
LVY34.4 36 Semi-anaerobic batch, 
synthetic medium (YPX30) 
1.32 0.62 0.46 ± 0.02 0.005 ± 0.00 0.01 ± 0.00 
LVY41.5 26 Semi-anaerobic batch, 
synthetic medium (YPX30) 
1.03 0.45 0.45 ± 0.02 0.006 ± 0.00 0.01 ± 0.00 
 
Genomic characterization of evolved strains I: xylA amplifications 
 The analysis of copy number variation (CNV) was performed using the 
cn.MOPS program27, employing the read-depth profile from each strain 
generated by paired-end reads alignment into the reference genome (parental 
genome assembly – LVY27). The comparison of read-depth between parental 
and evolved strains revealed a substantial amplification of a 6,237-bp region 
containing the genes xylA and LEU2 that was previously inserted into the 
parental genome with plasmid pOXylATy1. This region was amplified 36-fold 
and 26-fold during the adaptive evolution process for the LVY34.4 and 
LVY41.5 strains, respectively. The supplementary figure S3 plots read-depth 
coverage in this region for each evolved strain and demonstrates the large 
coverage variation in the xylA + LEU2 genes for both clones, that was around 
1.34 times higher for LVY34.4 than LVY41.5. To further investigate this 
amplified region we performed a comparative sequence analysis that 
identified a specific contig present only in the evolved cells that harbor a 
combination of LEU2 terminator, the δ LTR element, and the TDH1 promoter 
sequences. This specific combination was generated through the fusion of 
two cassettes from pOXylATy1, suggesting that a tandem amplification of this 
site occurred during the adaptive evolution process. Alternatively, the 
amplification of the cassette could have occurred concomitantly with the initial 
integration event. 
 In order to evaluate the stability of the transformants obtained, we 
retested the presence of each cassette containing the xylA, XKS1 and other 
genes of the PPP into the genome of the evolved strains through PCR 
analysis. The presence of all cassettes was confirmed for all strains, except 
for the xylA cassette inserted near CEN5, whose presence was not detected 
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in the strains LVY34.4 and 41.5 (Supplementary Fig. S4). By combining 
primers that anneal at the δ LTR region of plasmid pOXylATy1 with primers of 
regions flanking the integration site at CEN5 (Fig. 2B, R2 and R3; 
supplementary table S2), we found that the cassette from pOXylATy1 
recombined with the xylA already present in the genome of the strain LVY27 
and integrated adjacent to that locus (Fig. 2A). In figure 2B, PCR reaction R1 
used a combination of primers that annealed to the terminal region of each 
adjacent cassette. This product was excised from the agarose gel and 
sequenced. The sequencing analysis confirmed that both clones LVY34.4 and 
LVY41.5 contained tandem segmental amplifications of the xylA cassette in 
chromosome 5 (Chr05; Fig. 2B). Cells containing more copies of xylA likely 
had a growth advantage in xylose and succeeded under selective pressure 
(Fig. 2A). 
 
 
Figure 2. Potential mechanism that led to in tandem amplification of xylA in the 
evolved strains during evolution. 
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(A) The blue strand represents a section of Chr05 in LVY27. The insert contains the 
xylA gene (green arrow) obtained from plasmid pOXylATy1 flanked by two δ LTR 
sequences (black arrows) in the same orientation. We hypothesize that shortly after 
the transformation event, the flanking LTR sequences from the DNA fragment 
recombined with each other creating a circular molecule. Next, a homologous 
recombination event occurred between the xylA sequence from the circle and the 
xylA sequence (represented by a gray arrow) that was previously inserted into the 
parental genome next CEN5 region, resulting in the chromosomal integration of the 
circle. During duplication of the cell carrying this integration, unequal crossovers 
involving sister chromatids can result in tandem duplications of the insert containing 
xylA, thus leading to the amplification of this gene. Selection for growth in xylose 
allowed such xylA amplification events to increase in frequency in the cell 
population.  (B) PCR reactions showing the tandem multiplication of xylA fragment 
during the evolution. The primers in the R2 and R3 reactions anneal with the Ty1 
element (black arrow) and regions outside the integration locus. The R1 reactions 
amplified regions between two tandem cassettes. As expected, the reactions R1, R2 
and R3 did not present positive amplification in LVY27. 1 Kb DNA ladder GeneRuler; 
(- Ctrl) control reaction without DNA. 
 
 To validate the presence of these chromosomal rearrangements we 
separated full-length chromosomes of the selected clones by Pulse Field Gel 
Electrophoresis (PFGE), using settings optimized to resolve the whole 
karyotype (Fig. 3A). We observed that LVY27 had the normal high intensity 
band at ~580 Kb that corresponds to the position where Chr05 and Chr08 co-
migrate. In the LVY34.4 and LVY41.5 clones, we observed significant 
reductions in the intensities of the ~580 Kb band corresponding only to Chr08, 
indicating that Chr05 was present elsewhere in the PFGE. In LVY34.4, a new 
longer chromosome of ~700 Kb appeared, consistent with a ~120 Kb increase 
in size to Chr05 which would be expected for a tandem segmental 
amplification containing ~36 copies of the xylA cassette estimated from read 
depth coverage. Likewise, LVY41.5 had a higher intensity band at ~660 Kb, at 
the position where a single copy of Chr11 is normally found. This was 
consistent with a ~80 Kb increase in size to Chr05 due the presence of ~26 
copies of the xylA cassette. 
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Figure 3. Karyotype analysis of evolved clones.  
A. Pulse field gel electrophoresis (PFGE) under running conditions for optimal 
separation of all chromosomes. The sample loading well and bands corresponding to 
the wild PE-2 (LVYA1) and the parental strain LVY27 chromosomes are identified to 
the left. Yeast clones are indicated at the top of each lane. The dashed outline 
corresponds to the region of the PFGE karyotype analyzed at higher resolution in B. 
B. Cropped PFGE under running conditions for maximum separation of molecules 
between 500 Kb and 800 Kb. Molecules larger than Chr10 ran as a single size-
compressed band above the cropping point, and molecules smaller than Chr03 ran 
off the gel. Rectangles indicate the position of agarose slices excised from the gel, 
from which DNA was purified for qRT-PCR. Continuous outlines indicate gel slices 
with enriched Chr05 DNA in each lane, corresponding to the position of the parental 
size Chr05 in LVY27 (~580 Kb; 1 xylA repeat unit), and the rearranged Chr05 
molecules containing segmental amplifications of the xylA insertion in LVY34.4 and 
LVY41.5 (700 Kb and 660 Kb, ~36 and ~26 repeat units, respectively). Dashed 
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outlines correspond to gel slices without Chr05 DNA enrichment. C. Plots of qRT-
PCR results, showing the Chr05 DNA relative fold enrichment ratios (Y axes) in the 
gel slices. The bars corresponding to each clone appear directly under the respective 
gel lane from B. The size of the DNA fragments in the excised gel slice is indicated 
inside each plot. 
 
To refine our analyses of longer versions of Chr05 at those positions in 
LVY34.4 and LVY41.5, we changed the PFGE running conditions to maximize 
the separation of DNA molecules between 500 Kb and 800 Kb (Fig. 3B). 
Agarose slices were excised from these high resolution gels, and the DNA 
present in them was used as template for quantitative real time PCR (qRT-
PCR; Fig. 3C). This analysis confirmed that Chr05 DNA was enriched relative 
to normalizing Chr09 and Chr16 sequences in the 580 Kb region of the parent 
strain LVY27 karyotype, but was not enriched in the two selected strains. 
Conversely, Chr05 specific DNA was enriched in the 700 Kb region in 
LVY34.4 and the 660 Kb region in LVY41.5. Taken together, the read depth, 
PCR, and karyotype analyses above confirmed that each of the two evolved 
clones carried tandem segmental amplifications of the xylA cassette insertion 
on Chr05. 
 
Genomic characterization of evolved strains II: Point mutations 
 The paired-end sequencing reads were assembled into large contigs (> 
1,000 bp) totaling 226 contigs (coverage, ~56x) for LVY27, 213 contigs 
(coverage, ~140x) for LVY34.4 and 232 contigs (coverage, ∼128x) for 
LVY41.5. The whole genome sequencing results are summarized in 
Supplementary Table S3. The identification of single nucleotide 
polymorphisms (SNPs) was performed using GATK package28. We identified 
a total of 335, 362, 375 variations for parental, LVY34.4 and LVY41.5, 
respectively. Interestingly, the comparison of allelic frequencies of each SNP 
between LVY34.4 and LVY41.5 showed that the allelic frequency of SNPs in 
LVY34.4 was 1 as expected, while for LVY41.5 was always 0.5 
(Supplementary Table S4).  This result suggested that LVY41.5 potentially 
underwent a diploidization event during the adaptive evolution. 
 A customized PERL script was developed to identify polymorphisms 
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that systematically appeared in the evolved strains and that, conversely, were 
absent in LVY27 (see methods). A total of nine SNPs and one indel were 
identified using this approach. These SNPs/INDELs were manually annotated 
using the reference genome of S. cerevisiae and filtered by mutations residing 
only inside coding sequences. This analysis resulted in a short list of 
potentially significant nucleotide mutations acquired during the adaptive 
evolution (Supplementary Table S4). Comparing the shared modifications, 
three non-synonymous SNPs were distributed in two genes: ISU1 and IKI3. In 
addition, another polymorphism of interest, a non-sense mutation in SSK2, 
was identified in LVY41.5 strain. 
 
Functional analyses of nucleotide mutations 
 The strain LVY34.4 was initially chosen as the background to 
individually validate the two identified shared mutations at the IKI3 and ISU1 
genes. Initially, the URA3 gene was deleted in LVY34.4 so it could later be 
used as a selection marker, resulting in the strain LVY54 (table 1; see 
methods). Both alleles of the IKI3 gene were amplified either from the parental 
LVY27 strain (WT sequence) or the evolved LVY34.4 strain (Ile398Val), 
resulting in the strains LVY57, which contained the gene in its original form, 
and LVY58 that contained the mutated copy of the gene. The fermentative 
performance of LVY57 and LVY58 were evaluated and compared to the 
LVY54 control (LVY34.4 ura3Δ, table 1). All strains displayed a lower rate of 
xylose consumption due to uracil auxotrophy. Under the tested conditions, we 
did not observe a significant difference in xylose consumption or ethanol 
production between LVY57 and LVY58 (Supplementary Fig. S5), suggesting 
that the SNP identified in IKI3 was not related to the improved capacity for 
xylose consumption at the evolved strains. 
 Next, we sought to investigate if the mutation found in the ISU1 gene of 
evolved strains could be associated with the increased rates of xylose 
fermentation. Similarly to the approach above, ISU1 was amplified from the 
genome of parental and evolved cells and used to originate LVY59, that 
harbored the gene in its original form; LVY60, which contained the allele from 
LVY34.4 (Leu132Phe); and LVY61, which contained allele found in LVY41.5 
(Val89Leu) (table 1).  
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Figure 4. Fermentative performance of the transformants with ISU1 SNPs in 
xylose medium. 
 (A) Effect of ISU1 mutations in the fermentative performance of strains. Strains were 
cultivated in YPX in batch fermentation with an initial cell density of 0.12 g DW/L. (B) 
Analysis of the effect of ISU1 mutation in non-evolved cells. Strains were cultivated in 
YNBX. All the fermentations were performed in triplicate and error bars represent 
standard deviation from the average of values. 
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The xylose consumption rate in ISU1 knockout strain LVY64 was also 
assessed. The LVY54 control strain consumed all the xylose in the medium in 
40 hours, similar to those observed for LVY60 and LVY61. The two mutations 
had similar effects and no significant difference between the two strains was 
observed. The deletion of ISU1 also enabled a similar consumption of xylose 
compared with the strains that have a mutation that substitutes an amino acid 
in Isu1p protein. In contrast, LVY59, which had the wild type ISU1 allele, 
displayed very slow xylose consumption and sugar depletion was observed 
only after 80 hours (Fig. 4A). Taken together, these results confirmed that 
mutations that arose in ISU1 during the adaptive evolution process 
contributed significantly to the enhanced fermentation of this sugar. 
We also inserted the isu1-Leu132Phe allele in a strain that had not 
been evolved to isolate and test the effect of each mutation. To simulate the 
tandem amplification of the xylA gene, we introduced the multi-copy plasmid 
pOXylA2 (URA3) into LVY65 (LVY27 ura3Δ, table 1). The fermentation was 
performed in YNBX medium without uracil. LVY67 consumes xylose slightly 
better than the cell with the wild type ISU1 gene, LVY66 (Fig. 4B). However, 
the consumption rate for both strains in YNBX medium was much slower 
compared to YPX, even with xylA expressed from a high copy plasmid. We 
also isolated the effect of multiple copies of xylA by testing strain LVY68 with 
a single copy of xylA gene. As expected, the growth was very slow, 
suggesting that high expression of xylA gene is a necessary condition for 
efficient consumption of xylose (data not shown). 
As previously mentioned, with the exception of IKI3, the SNPs found in 
the genomic analysis of LVY41.5 appeared at a frequency of 50% 
(Supplementary Table S4). This heterozygous pattern was not expected for 
de novo mutations that originated in a heterothallic haploid parent strain, thus 
suggested the occurrence of a diploidization event at some point in the 
LVY41.5 lineage during evolution. Using PCR29 analysis and flow cytometry30 
(data not shown) we confirmed that LVY41.5 was in fact a diploid organism, 
but the mechanism that led to diploidization remained undetermined. LVY41.5 
also contained a heterozygous nonsense mutation in the SSK2 gene 
encoding a kinase member of the MAPKKK signaling pathway that regulates 
responses to osmotic stress conditions31. The SSK2 gene was deleted in the 
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parent strains as a single mutant, and in combination with the isu1-
Leu132Phe mutation, resulting in LVY69 and LVY70, respectively. The strain 
containing only the SSK2 deletion consumed xylose faster than control 
LVY66, confirming that this modification is also associated with xylose 
fermentation (Fig. 5A). Furthermore, in comparison to isu1 mutation, LVY69 
consumed xylose more efficiently and the ssk2Δ isu1-Leu132Phe double 
mutant LVY70 had an even better result, demonstrating a synergistic 
interaction between to these two pathways toward enhancement of xylose 
metabolism (Fig. 5B).  
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Figure 5. Comparative analysis of SSK2 and ISU1 mutations in non-evolved 
cells. Strains were cultivated in YNBX medium. (A) Effect of ssk2 deletion. (B) The 
ssk2 deletion confers a better xylose consumption rate than isu1 mutation. The 
combinations of mutations give a better performance to double-mutant LVY70. All 
fermentation was performed in triplicate and error bars represent standard deviation 
from the average of values. 
 
Iron supplementation contributes to increased xylose fermentation 
 Disruption of mitochondrial iron-sulfur clusters assembly results to 
increased accumulation of intramitochondrial iron concentrations32,33. Based 
on the hypothesis that increased levels of iron leads to increased xylose 
consumption, new fermentation assays were performed in YNBX medium 
supplemented with iron for strains described above. The evolved LVY34.4 
were able to consume xylose and produce ethanol remarkably faster in the 
presence of increased concentration of iron ions, supporting the connection 
between the ability to consume xylose and the changes in iron metabolism 
observed in the evolved strains (Fig. 6A). The possible influence of other 
cofactors for the xylose isomerase activity such as Mg2+ and Mn2+ were also 
tested and did not result in improved growth in xylose (data not shown).  
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Figure 6. Iron supplementation effect on xylose fermentation. 
Effect of iron supplementation in YNBX on xylose consumption and ethanol 
production for LVY34.4 (A) and non-evolved strains LVY66 (ISU1) and LVY67 (isu1-
Leu132Phe) (B). All fermentation was performed in triplicate and error bars represent 
standard deviation from the average of values. (C) Xylose isomerase activity of 
LVY34.4. The effect of Fe2+ ion was measured at 30 ºC. The average of three 
replicates and standard deviations are presented.  
 
The impact of iron ion was also tested on non-evolved cells. In this 
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case, iron supplementation was also able to improve the consumption rate, 
although the strains harboring the isu1-Leu132Phe mutation had a better 
performance probably due to the higher capacity of accumulate iron 
intracellularly (Fig. 6B). The same effect was observed for the strains with 
SSK2 deletion (Supplementary Fig. S6). Concomitantly, the addition of iron to 
reaction containing extracts of LVY34.4 strain significantly increased the 
xylose isomerase activity (Fig. 6C). 
 
Homozygous and heterozygous effect of ISU1 mutation 
LVY41.5 was subjected to a new round of adaptive evolution. After 11 
transfers, the derivative strain LVY41.5EVx showed an increase rate of 2.7 
times in xylose consumption compared to its immediate parent 
(Supplementary Fig. S7). As the LVY41.5 is a heterozygous ISU1/isu1-
Val89Leu, the ISU1 locus was sequenced in both strains. We observed two 
peaks in the LVY41.5 chromatogram corresponding to each allele of the 
parental spore. In LVY41.5EVx, only one peak was observed, indicating that 
this strain had become homozygous isu1-Val89Leu/isu1-Val89Leu. Therefore, 
the increase in the xylose consumption rate was due to the ISU1 locus 
becoming in homozygous after second round of evolution. The SSK2 mutation 
remained heterozygous. 
To further investigate this effect, we crossed our best xylose fermenting 
strain LVY34.4 (MATα) with a MATa wild type haploid spore from PE-2 (Table 
1). The resulting diploid was named LVY71 and its xylose fermenting capacity 
was compared to the parental spores in YPX. As expected, no growth was 
observed for the wild type spore, while LVY34.4 consumed all the sugar in 13 
hours (Fig. 7A). The diploid was able to consume xylose, however, with very 
slow growth. LVY71 was heterozygous ISU1/isu1-Leu132Phe. With the 
premise that this is a recessive loss-of-function mutation, LVY71 was 
subjected to another round of adaptive evolution. The adaptation took twelve 
transfers and the evolved diploid LVY72 was chosen as the best xylose 
fermenting strain. LVY72 consumed xylose faster than its non-evolved 
version, at a rate comparable to the haploid LVY34.4 (Fig. 7A). The ISU1 
locus was sequenced in both strains and a similar sequence result was found. 
In the evolved strain LVY72, only one peak was observed, indicating that the 
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strain had become isu1-Leu132Phe/isu1-Leu132Phe, confirming that 
homozygous isu1 mutation ensures a more efficient consumption of xylose 
(Fig. 7B). We have seen that this was a recurrent phenomenon. We have 
repeated this procedure by crossing LVY34.4 with 4 haploid cells derived from 
the industrial strains CAT-1, SA-1, BG-17 and CAETE-1 (isolated form a mill in 
the northeast of Brazil). In all cases, when the evolution led to an improved 
xylose consumption, we have identified that the ISU1 wild type allele was lost, 
and the strains were homozygous for the isu1-Leu132Phe allele. 
 
 
 
Figure 7. Homozygous and heterozygous effect of ISU1 mutation in evolved 
and non-evolved diploid strains 
Strains were cultivated in YP medium supplemented with xylose in a comparative 
batch fermentation (A) The haploids LVYA2 (■) and LVY34.4 (●) were used as 
controls. The non-evolved diploid LVY71 (▲) was compared to the evolved diploid 
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LVY72 (♦), homozygous for isu1 SNP. The fermentations were performed in triplicate 
and error bars represent standard deviation from the average of values. (B) Analysis 
of the top chromatogram from LVY71 indicated the presence of two peaks originating 
from both copies of the haploid spores LVYA2 and LVY34.4; while the evolved 
LVY72 bottom chromatogram from ISU1 gene presents only one peak indicating the 
duplicate mutation by exchange of nucleotide at position 396 in both homologous 
chromosomes occurred during the second round of evolution. 
 
Discussion 
 In this work, we have used the industrial strain PE-2 as the genetic 
background for the construction of a robust xylose-fermenting microorganism. 
Promoters of three genes that are highly expressed during the industrial 1G 
fermentation34 were combined with coding sequences of 6 genes involved in 
xylose metabolism. Before construction, the codon usage of Orpinomyces sp 
xylose isomerase35 - the main specific enzyme of the xylose metabolism - was 
optimized for a more efficient expression in S. cerevisiae.  
 All the metabolized xylose is channeled through PPP to the glycolytic 
pathway for production of ethanol. However, even with the complete xylose 
consumption pathway integrated and overexpressed, the developed strain 
LVY27 consumes xylose poorly. Since an efficient expression of xylose 
isomerase is one of the main metabolic bottlenecks to use this pathway, the 
cassette containing the xylA was reconstructed using the δ LTR element, 
which could increase the number of integrations as described elsewhere36. 
Adaptive evolution of the engineered strain in xylose allowed a rapid 
improvement of the fermentative performance. In a very short time, we were 
able to select cells that efficiently fermented xylose. We found that in the 
selected strains that presented the highest fitness, LVY34.4 and LVY41.5, the 
integration of the second xylA expression cassette did not occur by 
homologous recombination with the retrotransposon Ty1 or solo δ LTRs 
elements. Instead, the single copy of the xylA sequence, already present in 
the host strain, was the actual site of integration (Fig. 2A and B). The best 
evolved strain LVY34.4 presents a yield of 0.46 g ethanol/g xylose (0.51 g/g is 
the theoretical maximum), similar or superior to most recently developed 
xylose-fermenting yeasts described in the literature22-24. 
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 The genome analysis of the evolved cells revealed a large increase in 
the copy number of the gene encoding xylose isomerase. Recently, it was 
reported the generation of tandem repeats of xylA gene through a self-
replicating extrachromosomal circular DNA (eccDNA) during adaptive 
evolution37. Considering that the xylA has a low activity in S. cerevisiae, the 
amplification during evolution seems to be an essential condition to achieve 
high enzymatic efficiency. The same evidence was observed before, through 
multiple integration of xylA in the evolved strain38. A cell that harbors higher 
copy number of xylA during adaptive evolution in xylose media would convert 
this sugar faster, being positively selected (Fig. 2A). The difference in the 
copy number of xylA might partly explain the difference of productivity 
between LVY34.4 and LVY41.5 (Table 2).  
 In addition to the amplification of xylA, we identified some SNPs in 
evolved cells. As the replacement of the SNP discovered in IKI3 resulted in no 
difference in xylose fermentation, this modification was determined not to be 
related to C5 metabolism (Supplementary Fig. S5). In the case of ISU1, the 
mutation appeared in different regions of the gene in the evolved cells isolated 
in separate experiments, suggesting a strong selective pressure in this gene 
for xylose adaptation. Isu1p is a conserved protein of mitochondrial matrix that 
performs a scaffolding function for the de novo synthesis of Fe/S clusters39. 
Iron/sulfur clusters (ISC) are essential cofactors for proteins involved in 
electron transport, enzymatic catalysis and regulation of several cellular 
processes33. The ISC system consists of a machinery of 17 proteins for Fe/S 
cluster assembly40. The ferrous iron is imported from cytosol to mitochondria 
through the inner membrane carriers Mrs3p-Mrs4p using proton motive force 
with the assistance of the glutaredoxins Grx3p-Grx4p as iron donors that 
facilitate the import41. The cysteine desulfurase complex Nfs1p-Isd11p 
donates the sulfur and cooperates with the frataxin Yfh1p that facilitates the 
delivery of ferrous iron to the scaffold protein Isu1p for [2Fe-2S] 
biogenesis42,43. In the second step, the co-chaperone Jac1p recruits the holo-
form of Isu1p and conducts to the ATP-bound form of the mitochondrial 
Hsp70 chaperone Ssq1p. The binding of Ssq1p occurs in the LPPVK 
sequence of Isu1p, which triggers its ATPase activity inducing a 
conformational change that stabilizes the interaction and induces the 
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dissociation40,41,44. In the evolved strain LVY34.4, the isu1 mutation occurred 
at the LPPVK sequence, by changing a leucine for a phenylalanine at position 
132. The mutation at this site and at position 89 in strain LVY41.5 probably 
eliminated the functionality of this protein, since both strains with these 
mutations showed similar phenotypes in comparison to LVY64 carrying a full 
ISU1 gene deletion (Fig. 4A). The deletion of ISU1 or the paralog ISU2 have 
been reported to increase mitochondrial iron levels as well as reduce activity 
of [4Fe-4S] aconitase enzyme. Simultaneous deletion of both ISU1 and ISU2 
is lethal to yeast cells32. In addition, yeast cells with depletion of other proteins 
of the Fe/S cluster scaffold machinery, such as YFH1, NFS1, or the 
chaperones involved also show increased concentrations of iron and 
mitochondrial oxidative damage33. 
 In LVY41.5, we identified a new mutation in the SSK2 gene that 
contributes for higher xylose consumption than isu1 mutations. This 
phenotype was confirmed through SSK2 deletion. Remarkably, the 
combination of mutations in SSK2 and ISU1 conferred the best result 
obtained. The LVY41.5 became diploid during the course of evolution, even 
PE-2 being a heterothallic strain. The mutation found in LVY41.5 generated a 
stop codon at SSK2 and was identified only in heterozygous state. The Sks2p 
protein interacts with Hog1p by direct phosphorylation to activate HOG 
pathway, which is a regulatory mechanism involved in the maintenance of 
cation homeostasis by signalizing for the plasma membrane alkali metal 
cation transporters45. Also, there is evidence that HOG pathway leads to the 
activation of regulatory response under high iron concentration46.  
 Therefore, mutations in genes of the ISC system, especially ISU1, 
significantly contribute to increase the iron ion inside yeast cells. These 
results could be correlated with high performance in xylose consumption, 
considering that xylose isomerase is a metalloenzyme that uses divalent 
cations as cofactor such as Mg2+, Mn2+, Co2+, and iron cations (Fe2+), although 
the latter is not the preferred cation47-49. According to the data displaced 
above, the SNPs probably led to an increase of cellular iron concentration, 
boosting the activity of xylose isomerase given that it acts as xylose 
isomerase cofactor (Fig. 6C). However, other possible consequences of 
changes in iron metabolism, besides the increased xylA activity, cannot be 
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eliminated since Fe/S clusters are essential cofactors for several cellular 
processes33. Supporting the initial model, we observed a surprising effect in 
increasing of xylose consumption by LVY34.4 and other strains when iron was 
supplemented to YNBX medium (Fig. 6A). Iron supplementation also 
improves xylose consumption of not evolved strains (Fig. 6B and 
Supplementary Fig. S6). This result suggests the use of this cofactor as a 
potential supplement to increase the fermentation efficiency and boost the 
economic viability of 2G-ethanol production. 
In summary, our work proved that specific mutations in the SSK2 and 
ISU1 genes increase xylose fermentation and, consequently, ethanol 
production by engineered S. cerevisiae strains. Surprisingly, both genes 
converge to pathways that are not related to carbohydrate catabolism. These 
data shows that the engineering of S. cerevisae strains to consume xylose 
and enable the production of 2G-ethanol are related to a not obvious complex 
metabolic network, which provides subsidy for many surprising discoveries in 
the field of second-generation ethanol. 
 
Methods  
 
Yeast strains and growth conditions  
The S. cerevisiae strains used in this work are described in table 1. 
Yeast sporulation and tetrad dissection were carried out using standard 
procedures50. YP medium (10 g/L yeast extract, 20 g/L peptone) 
supplemented with 20 g/L D-glucose (YPD) was used for inoculum 
preparation and yeast cells were cultivated at 30 ºC, 200 rpm. Transformants 
were selected in YNB medium (6.7 g/L yeast nitrogen base without amino 
acids, Difco), supplemented with 1 g/L drop-out without uracil or leucine 
(Sigma), 20 g/L glucose or xylose and 20 g/L agar. For counter-selection, the 
transformants harboring the pSH6551 plasmid were cultivated in YNB 
supplemented with 440 mg/L uracil and 1 g/L 5-FOA. For antibiotic resistance, 
200 mg/L of geneticin and 200 mg/L of hygromycin was added to YPD for 
strains expressing the KanMX452 or hph53 markers, respectively. Likewise, 
300 μg/ml of zeocin was added for strains transformed with pSH6551. 
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Plasmids 
Expression cassettes were assembled in a single reaction54, using the 
pRS30455 or pRS42656 vector linearized with BamHI. The fragments were 
amplified using Phusion DNA polymerase (NEB) with the primers described in 
Table S2. xylA gene sequence from Orpinomyces sp. was codon optimized 
for expression in S. cerevisiae (Eurofins) (supplementary material). The other 
genes, promoters and terminators were amplified from S. cerevisiae strain 
LVA1. All cassettes use URA3 as marker flanked by two loxP sites. The main 
components of the plasmids are summarized in Table S1. 
 
Strains construction  
The molecular techniques were performed using standard 
procedures57. Amplicons were purified from agarose gel using the kit Wizard® 
SV Gel and PCR Clean-Up System (Promega). The expression cassettes 
were amplified by PCR and used to transform yeast cells using the LiAc/SS-
DNA/PEG protocol58. URA3 gene was deleted from the LVA1 genome using 
Kan-loxP marker52 (G418 resistance), which was subsequently excised with 
pSH65 (Cre-loxP system)51. GRE3 was deleted by replacement with URA3 
flanked by loxP sites and subsequent excised. The plasmid pOXylATy1 was 
cleaved with BamHI and the resulting fragment was employed to transform 
LVY27, using LEU2 as auxotrophic selection marker.  
For functional analysis of mutations, the promoter and terminator 
sequences of IKI3 and ISU1 were fused to both ends of URA3 and used to 
replace and delete the native IKI3 and ISU1 genes from LVY54’s genome 
(LVY34.4, ura3Δ), resulting in the Ura+ strains LVY55 and LVY56, 
respectively (Table 1). The same procedure was used in the non-evolved cell 
LVY65 (LVY27, ura3Δ), to individually test the effect of each mutation. In this 
case, the plasmid pOXylA2 was inserted to simulate the high copy-number 
integration of xylA. For functional SNP validation, the IKI3 and ISU1 genes 
were amplified from the genomic DNA of LVY27, LVY34.4 and LVY41.5 and 
the purified PCR product was used to transform the evolved LVY55 and 
LVY56 and the non-evolved LVY65 strains to restore the genes at the same 
initial locus. The presence of each allele was confirmed by Sanger 
162 
 
 
sequencing. SSK2 was inactivated by insertion of hygromycin gene amplified 
from pAG3253.  
 
Adaptive evolution and selection of xylose-fermenting strains 
Approximately 300 colonies derived from LVY27, transformed with the 
fragment obtained from the plasmid pOXylATy1, were inoculated in semi-
anaerobic conditions into a 100 mL sealed bottle with YNB medium with 40 
g/L of xylose, and incubated at 30ºC/200 rpm. Since no growth was observed 
using xylose as sole carbon source, glucose was added to a concentration of 
0.5%. After the first round of evolution, the yeast cells were separated into two 
parallel experiments (Fig. 1A). If the culture showed growth, glucose was no 
longer added and a 5 mL aliquot was transferred to a new flask after the 
culture reached an OD600nm of approximately 3. Three and twelve sequential 
batch cultivations were carried out for LVY34.4 and LVY41.5, respectively. 
The same procedure was employed for the diploid LVY71, but without 
addition of glucose. Culture samples were streaked on plates with solid xylose 
medium. Colonies showing the largest diameter were evaluated. The fastest 
growing strains LVY34.4 and LVY41.5 were selected for further 
characterization. 
 
Sequencing and genome assembly 
            Whole-genome sequencing of LVY27, LVY34.4 and LVY41.5 was 
performed using Illumina MiSeq at University of North Carolina (UNC, USA) 
sequencing facility. For each sample, millions of 2x300-bp paired-end reads 
were generated with an average size of 500 bp. The software PEAR59 was 
used to merge the overlapping paired-end reads in a single sequence. For 
each strain, overlapped reads were assembled into longer contigs using 
VELVET assembler60 with k-mer parameter optimized to maximize the N50 
metric. The complete dataset of DNA-seq reads have been deposited in SRA 
under accession number SRP078504. 
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Copy Number Variation (CNV) and Single Nucleotide Polymorphism 
(SNPs) analysis 
The reads from each strain were mapped into the reference genome 
(LVY27 assembly) using Bowtie2 aligner61. The resulting BAM files were 
ordered using Picard package62 and used as input for cn.MOPS program27 to 
perform CNV analysis considering a window size of at least 1 Kb and a read 
coverage variation > 2x. The command DepthOfCoverage available in the 
GATK program28 was used to extract from BAM files the read-depth coverage 
for each base pair. These values were normalized by its median to represent 
the CNV. 
The SNP/INDEL detection for each strain was performed by GATK 
program using default parameters for base quality recalibrator, haplotype 
caller and variant filtration steps that processed the BAM files and generated 
three VCF (variant call format) files. Homemade PERL scripts were developed 
to process and compare the VCF files identifying SNPs/INDELs that appeared 
in the evolved strains and were absent in LVY27. Resulting SNPs/INDELs 
were submitted for manual annotation using 150 bp flanking region of each 
SNP/INDEL, extracted from evolved genome assembly, and BLASTing 
against S. cerevisiae genome using SGD database63. 
 
Molecular karyotyping analysis 
PFGE procedure for full karyotype resolution was conducted as 
previously described64. DNA-embedded agarose plugs were loaded into 1% 
contour-clamped homogeneous electric field gels (CHEF) and gels were run 
in a BioRad CHEF-DR II system. Running conditions were as follows: 54 
hours run time, 5 Volts/cm, initial and final switch times of 47 and 170 
seconds, respectively. PFGE optimized for maximum resolution of molecules 
between 500 Kb and 800 Kb was conducted similarly, except for changes in 
total run time (84 hours), and initial and final switch times of 60 and 75 
seconds, respectively. Slices were excised at sizes 580 Kb, 660 Kb and 
700Kb, purified using Thermo Scientific GeneJET Gel extraction Kit and the 
eluted DNA was used as template for qRT-PCR. The reactions were 
performed using PerfeCTa SYBR® Green Fast Mix (Quanta BioSciences) on 
a BioRad CFX Connect Real Time System obeying this conditions: 30 s at 
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95°C; 3 s at 95°C; 15 s at 55°C; 10 s at 72°C; optical detection, repeat 34 
cycles of steps 2 through 5. The amplification kinetics of three DNA sequence 
targets were determined: a segment of Chr05 outside of the xylA insertion 
region, and segments used for normalization from Chr09 (450 Kb) and Chr16 
(920 Kb). The ΔCt between the Chr05 and Chr09 target was determined for 
each sample as a measure of Chr05 DNA template enrichment (A); The ΔCt 
between Chr16 and Chr09 was determined as a measure of enrichment of 
unspecific DNA templates (B); The A/B enrichment ratio was calculated and 
used as a measure of the abundance of Chr05 DNA templates in the slices 
relative to the abundance of unspecific DNA templates. Determinations were 
made in triplicate. The A/B ratios were averaged and the standard error 
calculated (Fig. 3C).  
 
Ploidy determination by flow cytometry 
Diploidization of LVY41.5 was confirmed by flow cytometry, according 
described in elsewhere30. PE-2 and LVY34.4 were used as diploid and 
haploid controls, respectively. Exponentially growing cells were fixed in 
ethanol 70%. Cells were treated with RNase 2 mg.ml-1 and DNA was stained 
with propidium iodide 0.5 mg/ml in PBS buffer and incubated overnight. 
Fluorescence was analyzed with Flow cytometer FACS CANTO II. 
 
Enzyme assay 
LVY34.4 cells grown in YPD medium and collected from mid-log phase 
were washed with sterile ice-cold water, centrifuged and resuspended in Y-
PER reagent (Thermo Fisher Scientific). Xylose isomerase activity in LVY34.4 
cell extracts was determined as described elsewhere65 adapted for microplate 
assay, using 100 mM Tris-HCl (pH 7.5) buffer, 0.001 mM FeSO4.7H2O, 0.15 
mM NADH, 2 U sorbitol dehydrogenase (Sigma-Aldrich), and the cell lysate. 
The reaction started with the addition of 500 mM xylose. The activity (U/L) 
was determined by monitoring the oxidation of NADH at 340 nm during 15 
minutes at 30o C. One unit equals 1 μmol of substrate converted per minute 
under the conditions of the assay. 
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Fermentation conditions 
Semi-anaerobic batch fermentations were performed in YP medium 
supplemented with 30 g/L or 50 g/L of xylose as sole carbon source and the 
culture was started with a dry cell weight of about 0.25 g DCW/L. For 
functional analysis of SNPs, fermentations were carried out in YNB medium 
(without uracil) supplemented with 20 g/L of xylose, with initial cell weight of 
0.12 g DCW/L. For iron supplementation tests, FeSO4 was added at a 
concentration of 100 μM at YNBX medium. For magnesium and manganese 
supplementation tests, MgSO4 and MnSO4 were added in concentrations of 
500 μM and 100 μM, respectively. The fermentations were performed in 100 
mL sealed bottles with working volume of 80 mL and incubated at 30 ºC/200 
rpm. Samples were taken to measure OD and subsequent analysis by HPLC. 
For cell dry weight determination, cells were collected by centrifugation, 
washed twice and dried in 65°C. All experiments were performed in triplicate. 
 
Analytical procedures  
Quantification of glucose, xylose, xylitol, glycerol, acetic acid and 
ethanol, was carried out by high-performance liquid chromatography (HPLC) 
using chromatograph Alliance (Waters) with refractive index detector (Waters 
2414) and phothodiode array detector (Waters 2998) at 280 nm. The samples 
were analyzed by HPLC-RI-PDA using ion exclusion HPX-87H column 
(300mm x 7,8mm, BioRad®), heated in an oven at 35 °C, a 5 mM H2SO4 
solution as the mobile phase at a flow 0.6 mL/min. A standard curve with 
known concentrations of compounds of interest was also analyzed using the 
same procedure.  
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Supplementary Figures  
 
Supplementary Figure S1 
 
 
Figure S1. Metabolic network overview of central carbon pathways. 
Overview of the xylose and glucose metabolic pathways to ethanol. Xylose pathway, 
the oxidative and non-oxidative branch of the pentose phosphate pathway are 
shaded in blue. Glucose fermentation is shaded in purple. All genes used to engineer 
S. cerevisiae in this study are highlighted in bold. The cofactors, ATP and CO2 are 
showed. xylA, xylose isomerase; GRE3, aldose reductase; XYL2, xylitol 
dehydrogenase; XKS1, xylulokinase; RPE1, ribulose-5-phosphate 3-epimerase; 
RPI1, ribulose-5-phosphate isomerase; TAL1, transaldolase; TKL1, transketolase; 
ZWF1, glucose-6-phosphate dehydrogenase; SOL3/4, 6-phosphogluconolactonase; 
GND1/2, 6-phosphogluconate dehydrogenase; HXK1/2, hexokinase; GLK1, 
Glucokinase; PGI1, phosphoglucose isomerase; PFK1/2, phosphofructokinase; 
FBA1, fructose 1,6-bisphosphate aldolase; TDH1/2/3, Glyceraldehyde-3-phosphate 
dehydrogenase; ADH1, alcohol dehydrogenase. 
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Supplementary Figure S2A 
 
 
Supplementary Figure S2B 
 
Figure S2. Isolation of the xylose fermenting strains LVY34.4 and LVY 41.5. 
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Analyses of evolved strains obtained after xylose adaptation. Names of clones are 
indicated in the legend at right. From the heterogeneous population, LVY34.4 (A) and 
LVY41.5 (B) presented the highest growth rates and were selected as the best 
xylose fermenting strains. 
 
Supplementary Figure S3 
 
Figure S3. Copy Number Variation (CNV) at chromosome V. 
Normalized read-depth coverage representing the copy number variation as a 
function of Chr05 position for parental LVY27 (green), LVY34.4 (blue) and LVY41.5 
(red). The insert contains the region next to CEN5 where the cassette from plasmid 
pOXylATy1 harboring the xylA gene was integrated. This analysis revealed 
amplification of the cassette in both evolved strains, with approximately 36 copies in 
LVY34.4 and 26 copies in LVY41.5. 
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Supplementary Figure S4 
 
 
 
Figure S4. Stability of the transformants after xylose adaptive evolution. 
Each PCR reaction was performed with specific primers for genes from the xylose 
pathway and regions outside the integrated cassettes. LVO107/LVO108 and 
LVO109/LVO110 were used to confirm XKS1 cassette, which was integrated next to 
CEN2 and CEN8, respectively. LVO111/LVO112 and LVO113/LVO114 confirmed the 
genes from the PPP pathway, inserted next to CEN12 and CEN13, respectively. 
LVO105/LVO106 pair amplifies the region containing the first xylA gene from the 
plasmid pOXylA next to CEN5. The large size of this region in LVY34.4 and LVY41.5 
genomes due to the tandem multiplication of this gene precluded the amplification of 
this region in these strains. Only the parental strain had a positive amplification 
because it has only one copy of this cassette. 1 Kb DNA ladder GeneRuler; (- Ctrl) 
control reaction without DNA. 
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Supplementary Figure S5 
 
Figure S5. Fermentative performance of the transformants with IKI3 SNP in 
xylose medium. 
 (A) Analysis of the effect of iki3-Ile398Val mutation on fermentative performance of 
control LVY54 (■); LVY57 (●) and LVY58EV (▲). Replacement of iki3 mutation 
resulted in no difference in xylose fermentation. Strains were cultivated in YP 
medium supplemented with xylose in a comparative batch fermentation. The 
fermentations were performed in triplicate and error bars represent standard 
deviation from the average of values. 
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Supplementary Figure S6 
  
Figure S6. Iron supplementation effect on xylose fermentation. 
Effect of iron supplementation in non-evolved strains with ssk2 deletion. Iron 
supplementation enabled a faster xylose consumption and ethanol production. 
Combination with ISU1 mutation enable a faster consumption by LVY70. Strains 
were cultivated in YNBX medium supplemented with iron ion. Fermentation was 
performed in triplicate and error bars represent standard deviation from the average 
of values. 
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Supplementary Figure S7 
 
Figure S7. Xylose consumption improvement by second round of evolution in 
LVY41.5. 
Strains were cultivated in YP medium supplemented with xylose. The diploid 
LVY41.5 (■) was submitted to a second stage of evolution in xylose, resulting in 
LVY41.5EVx (●). After the second round of evolution, LVY41.5EVx showed higher 
xylose consumption rate. The fermentation was performed in triplicate and error bars 
represent standard deviation from the average of values and are not visible when 
smaller than the symbol size. 
 
 
 
Supplementary Tables 
 
 
Supplementary Table S1. Plasmids used in the study 
Plasmid Parent plasmid Relevant features Reference/source 
pSH65  Cre recombinase, zeocin resistance 51 
pFA6KanMX4  KanMX4 - G418 resistance 52 
pAG32  HphMX4 - Hygromycin B resistance 53 
pRS304  TRP1 55 
pRS426  Multi copy plasmid, URA3 56 
pOXylA pRS304 pRS426; pTDH1-XylA-tTDH1, loxP-URA3-loxP This study 
pOXylA2 pRS426 pRS426; pTDH1-XylA-tTDH1 This study 
pOXylATy1 pRS304 pRS304; δ pTDH1-XylA-tTDH1 δ, LEU2 This study 
pScXKS1 pRS304 pRS304; pADH1-XKS1-tADH1, loxP-URA3-loxP This study 
pScTAL1RKI1 pRS304 pRS304; pTDH1-TAL1-tTDH1, loxP-URA3-loxP, pPGK1-RKI1-tPGK1 This study 
pScTKL1RPE1 pRS304 pRS304; pTDH1-TKL1-tTDH1, loxP-URA3-loxP, pPGK1-RPE1-tPGK1 This study 
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Supplementary Table S2. Primers used in the study 
Primers ID Sequence 5’to 3’ Description 
JLMo9 AGTCACATCAAGATCGTTTATGG 29; mating type 
JLMo10 GCACGGAATATGGGACTACTTCG 29; mating type 
JLMo11 ACTCCACTTCAAGTAAGAGTTTG 29; mating type 
LVO01 ACCCAACTGCACAGAACAAAAACCTGCAGGAAACGAAGATAAATCTGTGGCTGTGGTTTCAG Deletion of URA3 
LVO02 TGTGAGTTTAGTATACATGCATTTACTTATAATACAGTTTTGTGGAGGGTAATTCTGCTTA Deletion of URA3 
LVO03 ATAACTTCGTATAGCATACATTATACGAAGTTATGGTCCATAAAGCTTTTCAAT Plasmids assemble 
LVO04 ATAACTTCGTATAATGTATGCTATACGAAGTTATAGAAATCATTACGACCGAGA Plasmids assemble 
LVO19 TTTGTTTTGTGTGTAAATTTAG pOXylA assemble 
LVO20 ATAAAGCAATCTTGATGAGG pOXylA assemble 
LVO21 ATGACTAAAGAATATTTTCCAAC pOXylA assemble 
LVO22 TTATTGGTACATGGCAACA pOXylA assemble 
LVO23 AGCTATTGTTGCCATGTACCAATAAATAAAGCAATCTTGATGAGG pOXylA assemble 
LVO24 TAGTTGGAAAATATTCTTTAGTCATTTTGTTTTGTGTGTAAATTTAG pOXylA assemble 
LVO25 TATAATGTATGCTATACGAAGTTATTTGCAAAGGCAGCAATATAT pOXylA assemble 
LVO26 AAATTTAGAAGACAGCAAGACTAACCATTTGATAGCGTAAATGTATATGCTCATTTACAC pOXylA assemble 
LVO27 CTTTCTCTTCCTATCTGTCCAACATTTCTAGATAAGCCTTACATAACTTCGTATAATGTATGC pOXylA assemble 
LVO28 AGCTCCACCGCGGTGGCGGCCGCTCTAGAACTAGTGGATCCCAGAGTACGACGTACAAAA pOXylA assemble 
LVO29 GATAAGCTTGATATCGAATTCCTGCAGCCCGGGGGATCCCATATGTATATGCATTCATCG pOXylA assemble 
LVO34 ATATAGAAGCAAATAGTTGTCAGTGCAATCCTTCAAGACGATCACTATAGGGCGAATTGG Deletion of GRE3 
LVO33 GTAAAAATTTATACACATATACAGCATCGGAATGAGGGAAATCTCAAGCTATGCATCCAA Deletion of GRE3 
LVO34 ATGTTGTGTTCAGTAATTCAG ScXKS1 assemble 
LVO35 TTAGATGAGAGTCTTTTCCAG ScXKS1 assemble 
LVO36 GTCTCTGAATTACTGAACACAACATTGTATATGAGATAGTTGATTGTAT ScXKS1 assemble 
LVO37  CGAACTGGAAAAGACTCTCATCTAAGCGAATTTCTTATGATTTATGA ScXKS1 assemble 
LVO38  TATAATGTATGCTATACGAAGTTATTACAATTGGGTGAAATGG ScXKS1 assemble 
LVO39 GAGCAAATGCCTGCAAATCGCTCCCCATTTCACCCAATTGTACACTATAGGGCGAATTGG ScXKS1 assemble 
LVO40   CCTTGTAGCTTGCCAGATCTTCTTGCTTATTCTTAAGCTCTTTTCCGGGTGTACAATATG ScXKS1 assemble 
LVO41 AGTGTTCCCGATGTCAAGCAGTCTTATACAGTACTCCCTATAACTTCGTATAATGTATGC ScXKS1 assemble 
LVO42 CTCCACCGCGGTGGCGGCCGCTCTAGAACTAGTGGATCCTTCAAACTAGGAGTTTGTTGA ScXKS1 assemble 
LVO43 TAAGCTTGATATCGAATTCCTGCAGCCCGGGGGATCCAAGCTTTCTATTAGTCATTCTTC ScXKS1 assemble 
LVO50 TGAGGGTGTATCACCACCTCTCTACTATTATCTAGATGCTTTTTCCGGGTGTACAATATG ScXKS1 assemble 
LVO51 CTATATTACTCGCGCCAACTACCATTCGACGCAAGGAACAAACTCAAGCTATGCATCCAA ScXKS1 assemble 
LVO54 ATGTCTGAACCAGCTCAAA pScTAL1RKI1 assemble 
LVO55 TTAAGCGGTAACTTTCTTTTC pScTAL1RKI1 assemble 
LVO56 GTAGTCCATAGGTACGATCATTTCCTTTTTAACCGTTAAAATGTATATGCTCATTTACAC pScTAL1RKI1 assemble 
LVO57 GTTTCTTTTGAGCTGGTTCAGACATTTTGTTTTGTGTGTAAATTTAG pScTAL1RKI1 assemble 
LVO58 GATTGAAAAGAAAGTTACCGCTTAAATAAAGCAATCTTGATGAGG pScTAL1RKI1 assemble 
LVO59 TATAATGTATGCTATACGAAGTTATTTGCAAAGGCAGCAATATAT pScTAL1RKI1 and pScTKL1RPE1 assemble 
LVO60 TATAGCATACATTATACGAAGTTATTACTGTAATTGCTTTTAGTTGTG pScTAL1RKI1 and pScTKL1RPE1  assemble 
LVO61 ATGGCTGCCGGTGTCC pScTAL1RKI1 assemble 
LVO62 TCACTTTTCCGTAACTTCAACAC pScTAL1RKI1 assemble 
LVO63 CAATTTTTGGGACACCGGCAGCCATTGTTTTATATTTGTTGTAAAAAGTA pScTAL1RKI1 assemble 
LVO64 TAGTGTTGAAGTTACGGAAAAGTGAATTGAATTGAATTGAAATC pScTAL1RKI1 assemble 
LVO65 TAAGAGCATTCGCTGGTAAACAAAATACATCTTGTCGCTTGCAAGGCATTAAAAGAGGAG pScTAL1RKI1 assemble 
LVO66 CTCCACCGCGGTGGCGGCCGCTCTAGAACTAGTGGATCCGAAGCTCTACCTAAAGGTATA pScTAL1RKI1 assemble 
LVO67 TAAGCTTGATATCGAATTCCTGCAGCCCGGGGGATCCCTAGAAATTTCGTTCATCTAG pScTAL1RKI1 assemble 
LVO74 GATACATGTCAAGTAAGCCAGCTTTTGATAAAACTTAAAAATGTATATGCTCATTTACAC pScTKL1RPE1  assemble 
LVO75 GCTAGCTTATCAATGTCAGTAAATTGAGTCATTTTGTTTTGTGTGTAAATTTAG pScTKL1RPE1  assemble 
LVO76 TGACAAGCTAATTTCTCCTTTGAAAAAAGCTTTCTAAATAAAGCAATCTTGATGAGG pScTKL1RPE1  assemble 
LVO77 GCAAGGATACTGGGAGCTATAATTGGTTTGACCATTGTTTTATATTTGTTGTAAAAAGTA pScTKL1RPE1  assemble 
LVO78 TTTTGAAAGCTATTCACTTGGTACATCCGCGGTTTACCAATTAAGGCATTAAAAGAGGAG pScTKL1RPE1  assemble 
LVO79 AGCTCCACCGCGGTGGCGGCCGCTCTAGAACTAGTGGATCCTAGCAAATAACTGCCCATA pScTKL1RPE1  assemble 
LVO80 ATGACTCAATTTACTGACAT pScTKL1RPE1  assemble 
LVO81 TTAGAAAGCTTTTTTCAAAG pScTKL1RPE1  assemble 
LVO82 GCAAGGATACTGGGAGCTATAATTGGTTTGACCATTGTTTTATATTTGTTGTAAAAAGTA pScTKL1RPE1  assemble 
LVO83 ATGGTCAAACCAATTATAG pScTKL1RPE1  assemble 
LVO84 CTAATCTAGCAAATCTCTAGA pScTKL1RPE1  assemble 
LVO85 AGTCTCGAAGGAATTGCGTTCTAGAGATTTGCTAGATTAGATTGAATTGAATTGAAATC pScTKL1RPE1  assemble 
LVO86 ATAAGCTTGATATCGAATTCCTGCAGCCCGGGGGATCCAATTATTTTTACAGGTGCC pScTKL1RPE1  assemble 
LVO93 GCATCACAATACTTGAAGTTGACAATATTATTTAAGGACCTACACTATAGGGCGAATTGG Deletion of LEU2 
LVO94 TTGGATGCATAGCTTGAGCCTCCTCTTCAGTACTAAATCTACCAATACCAAATCTGATGG Deletion of LEU2 
LVO95 CTGAGAGATTGGTGAATT pOXylATy1 assemble 
LVO96 GAATAAAAATCAACTATCGTC pOXylATy1 assemble 
LVO97 AGCTCCACCGCGGTGGCGGCCGCTCTAGAACTAGTGGATCCCTGAGAGATTGGTGAATT pOXylATy1 assemble 
LVO98 TGTGACTACTAGTTTATAGACGATAGTTGATTTTTATTCAATGTATATGCTCATTTACAC pOXylATy1 assemble 
LVO99 AATATTAGGTATGTGGATATACTAGAAGTTCTCCTCGATTGCAAAGGCAGCAATA pOXylATy1 assemble 
LVO100 TCGAGGAGAACTTCTAGTA pOXylATy1 assemble 
LVO101 TCGACTACGTCGTAAGG pOXylATy1 assemble 
LVO102 GAATGCCTACAATCATCTCAAAATTCACCAATCTCTCAGTCGACTACGTCGTAAGG pOXylATy1 assemble 
LVO103 ATAAGCTTGATATCGAATTCCTGCAGCCCGGGGGATCCGAATAAAAATCAACTATCGTC pOXylATy1 assemble 
LVO105 TCAATGTCTGTATTCATCGAT Check integration xylA near CEN5 
LVO106 GATGCCGCTATAATGGAA Check integration xylA near CEN5 
LVO107 TGAGACGATTTAGAGTAAGGT Check integration XKS1 near CEN2 
LVO108 AAGCTTTCTATTAGTCATTCTTC Check integration XKS1 near CEN2 
LVO109 CTCAAGCCCAAATCTCTT Check integration XKS1 near CEN8 
LVO110 TACTGAAAGCAATTTTGCG Check integration XKS1 near CEN8 
LVO111 ATGTGCTCTCCTCTCCATTC Check integration TAL1 and RKI1 near CEN12 
LVO112 CGTTGATATTAGCATACACCAG Check integration TAL1 and RKI1 near CEN12 
LVO113 TGAGAAGTTCTGGCTACCT Check integration TKL1 and RPE1 near CEN13 
LVO114 TTGTATGTATGGGATGATAAC Check integration TKL1 and RPE1 near CEN13 
LVO211 AAGCGATGCCTAGGCAAGAAACAGTACAAATGCCTAATGGCTTGCGGGAATTCGATATAAC Deletion of IKI3 
LVO212 AGCACTATAGACAGTAATTTATATAACTAAGAAAATGGTATGCCGCGAATTCACTAGTGAT Deletion of IKI3 
LVO213 GTTCCAGTTCCTGTTGTAGC IKI3 restoration 
LVO214 TGTTTCTTCATGTAATTATTCAA IKI3 restoration 
LVO218 AATTGAATAAGGAAAACACAACACATAACACATATTTAACCTGGCGGGAATTCGATATAAC Deletion of ISU1 
LVO219 TGAGGGTTTGATCTTGTTCTTGTCCCGGTTATCTTCTTATTCACGCGAATTCACTAGTGAT Deletion of ISU1 
LVO220 GAGAAGTGGTTCCTTAACCTTAAT ISU1 restoration and sequencing 
LVO221 TGATGCCATATACCACACATG ISU1 restoration and sequencing 
LVO222 GGAGCATGGTCGTATTGAAGATGAAATGGTCACTCAAGTCTAGCCAGCTGAAGCTTCGTA Deletion of SSK2 
LVO223 GTGATCATTTCTAATACCACGCAGCCTAACGACCAAACATCGTAGGGAGACCGGCAGATC Deletion of SSK2 
JAO1480 CCTGTCTTGTTGGGTCCAGT qPCR chr05, 09 and 16 
JAO1481 TTGAACTTCAGTGGCACCAG qPCR chr05, 09 and 16 
JAO1482 TGGGACAATGGGTTAGTCGT qPCR chr05, 09 and 16 
JAO1483 ATTCTGGCCAACTCTGCTGT qPCR chr05, 09 and 16 
JAO1484 TCAAACCTTTGGGTTCCAAG qPCR chr05, 09 and 16 
JAO1485 CCCGATGGACAAAGTGTCTT qPCR chr05, 09 and 16 
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Supplementary Table S3. Overall data for genome sequencing and assembly 
Strain Number of paired-
end reads 
Genome coverage Assembled 
contigs N50 (Kbp) 
Total of 
assembly 
(Kbp) 
LVY27 1,087,889 56,499 226 159.4 11,553.1 
LVY34.4 2,711,916 139,575 213 160.4 11,657.9 
LVY41.5 2,482,732 128,220 232 172.9 11,617.8 
 
 
 
 
 
Supplementary Table S4. SNPs and Indels identified in the evolved strains by genomic analysis 
Gene ID Name REF ALT Consequence Amino acid 
change 
Chr/position LVY34.4 allele 
frequency 
LVY41.5 allele 
frequency 
YCL021W-
A YCL021W-A 
T C downstream gene variant - III/90807 1 0.5 
G T downstream gene variant - III/90857 1 - 
YCR037C PHO87 G A synonymous variant - III/196889 - 0.5 
YCR084C TUP1 G A synonymous variant - III/261884 - 0.5 
YLR176C RFX1 G T upstream gene_variant - XII/510494 - 0.5 
YLR384C IKI3 T C missense variant Ile398Val XII/891709 1 1 
YNR031C SSK2 G T stop gained Glu1451Ter XIV/681083 - 0.5 
YNR038W/
YNR039C 
DBP6/ZRG17 TA T downstream gene variant - XIII/697545 - 0.5 
YPL135W ISU1 G C missense variant Val89Leu XVI/297817 - 0.5 G T missense variant Leu132Phe XVI/297948 1 - 
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Codon optimized sequence of xylA gene from Orpinomyces sp.  
ATGACTAAAGAATATTTTCCAACTATTGGTAAAATTAGATTTGAAGGTAAAGATTCTAAGAA
TCCAATGGCCTTCCATTACTATGATGCTGAAAAAGAAGTCATGGGTAAGAAAATGAAAGATT
GGTTAAGATTTGCCATGGCCTGGTGGCATACTTTGTGCGCCGATGGTGCTGACCAATTCGGT
GTTGGTACTAAGTCTTTTCCATGGAATGAAGGTACTGACCCAATTGCTATTGCCAAACAAAA
GGTTGATGCTGGTTTTGAAATTATGACCAAATTGGGTATTGAACATTATTGTTTCCACGATG
TTGATTTAGTTTCTGAAGGTAATTCTATTGAAGAATATGAATCTAACTTGAAACAAGTTGTT
GCTTACTTGAAACAAAAGCAACAAGAAACTGGTATTAAATTATTGTGGTCTACTGCCAATGT
TTTTGGTAATCCAAGATATATGAACGGTGCCTCTACTAATCCAGACTTTGATGTCGTCGCCA
GAGCTATTGTTCAAATTAAGAACGCCATGGACGCCGGTATTGAATTGGGTGCTGAAAACTAC
GTCTTCTGGGGTGGTAGAGAAGGTTATATGTCATTGTTAAACACTGACCAAAAAAGAGAAAA
GGAACATATGGCTACTATGTTGACTATGGCTAGAGATTACGCTAGATCTAAAGGTTTTAAGG
GTACTTTCTTAATTGAACCAAAACCAATGGAACCAACCAAGCATCAATATGACGTTGATACT
GAAACTGTTATTGGTTTCTTGAGAGCTCACAATTTAGACAAAGACTTTAAGGTCAACATTGA
AGTTAATCACGCTACTTTAGCTGGTCATACTTTCGAACACGAATTGGCCTGTGCTGTTGATG
CTGGTATGTTAGGTTCTATTGATGCTAACAGAGGTGACTATCAAAATGGTTGGGACACTGAT
CAATTCCCAATTGATCAATATGAATTGGTCCAAGCTTGGATGGAAATTATCAGAGGTGGTGG
TTTTGTTACTGGTGGTACCAACTTCGATGCCAAAACTAGAAGGAACTCTACCGATTTAGAAG
ATATTATCATTGCTCATATTTCTGGTATGGATGCCATGGCTAGAGCTTTGGAAAATGCTGCC
AAGTTATTGCAAGAATCTCCATATTGTAATATGAAAAAGGAAAGATACGCTTCTTTTGACTC
TGGTATTGGTAAAGACTTTGAAGATGGTAAGTTAACTTTGGAACAAGTTTACGAATATGGTA
AAAAGAATGGTGAACCAAAAGTTACTTCTGGTAAGCAAGAATTATATGAAGCTATTGTTGCC
ATGTACCAATAA 
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Efeito de mutações em NAB3 e TUP1 no metabolismo de xilose 
e floculação em Saccharomyces cerevisiae 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
183 
 
 
 
Manuscrito em desenvolvimento. Provável título: 
Effect of NAB3 and TUP1 mutations on xylose metabolism and flocculation 
in Saccharomyces cerevisiae 
 
Leandro Vieira dos Santos1,2, Sheila Tiemi Nagamatsu1, Nádia Maria Vieira 
Sampaio3, Marcelo Falsarella Carazzolle1, Juan Lucas Argueso3, Gonçalo 
Amarante Guimarães Pereira*1,2 
 
1 Laboratório de Genômica e Expressão, Departamento de Genética e Evolução, 
UNICAMP, Campinas, São Paulo 13083-970, Brazil. 
2 GranBio / BioCelere, Campinas, Brazil. 
3Department of Environmental and Radiological Health Sciences, Colorado State 
University, Fort Collins-CO, 80523-1618, USA 
*To whom correspondence should be addressed. E-mail: goncalo@unicamp.br 
 
 
Keywords: Saccharomyces cerevisiae, Xylose adaptive evolution, Second-
generation ethanol, Flocculation, TUP1, NAB3 
 
 
 
 
 
 
 
 
184 
 
 
 
Introdução 
A adoção mundial de políticas de descarbonização para redução das 
emissões de gases causadores do efeito estufa aceleraram o desenvolvimento 
de fontes alternativas e renováveis de energia. O uso da energia contida na 
biomassa lignocelulósica como fonte de energia se mostra como uma alternativa 
mais limpa e com grande potencial de diminuir o uso de combustíveis fósseis 
(Demain et al., 2005; Santos et al., 2016a). Para acessar essa fonte de energia 
de maneira economicamente e escalonadamente viável, desafios devem ser 
superados em todas as etapas do processo. Por exemplo, no uso de enzimas 
que potencializam a hidrólise em coquetéis enzimáticos comerciais (Correa et 
al., 2016) e no desenvolvimento de micro-organismos robustos capazes de 
converter todos os açúcares provenientes da biomassa em químicos de 
segunda-geração (Demeke et al., 2014, Santos et al., 2016b). 
Saccharomyces cerevisiae tem sido a principal escolha para engenheirar 
e adicionar as vias de consumo de xilose. A introdução do gene que codifica a 
enzima xilose isomerase (xylA) permite a conversão direta de xilose à xilulose 
pela levedura, que posteriormente é fosforilada e direcionada através das vias 
das pentoses fosfato (PPP) à etanol. A enzima xilose isomerase, em geral, 
apresenta baixa atividade em S. cerevisiae, o que resulta em uma conversão 
lenta de xilose (Walfridsson et al., 1996; Temer, manuscrito submetido). Outras 
modificações racionais são normalmente utilizadas para melhorar a performance 
fermentativa combinadas com um processo de evolução da levedura em xilose 
(Kuyper et al., 2005a e b; Shen et al., 2012; Zhou et al., 2012; Diao et al., 2013; 
Lee et al.; 2014; Demeke et al., 2015). A evolução adaptativa tem sido 
extensivamente utilizada visando a melhora da produtividade de microrganismos 
em diferentes processos. Usualmente, as linhagens são cultivadas em 
quimiostato (cultura contínua) ou bateladas sucessivas em meio contendo xilose 
como fonte de carbono. A adaptação à pressão seletiva imposta é dirigida pelo 
acúmulo de mutações benéficas associadas ao fenótipo superior adquirido, 
sendo que para uma mesma condição de seleção, diferentes soluções podem 
ser obtidas para a adaptação do organismo. As mutações benéficas que surgem 
aumentam de frequência durante o processo de evolução, até serem fixadas na 
população. A frequência das mutações fixadas vai então ser determinada pela 
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interação entre a seleção natural, deriva genética e interferência clonal, devido 
as transferências de populações entre as bateladas (Lang et al., 2013; Long et 
al., 2015).  
A elucidação das bases moleculares responsáveis pela fermentação de 
xilose e fisiologia das cepas evoluídas de S. cerevisiae é auxiliada pela 
identificação e avaliação das alterações genéticas que surgiram durante a 
evolução. Recentemente, nosso grupo identificou novas modificações geradas 
durante a evolução que foram responsáveis por potencializar o consumo de 
xilose em linhagens modificadas de S. cerevisiae (Santos et al., 2016b e c). Entre 
as mutações identificadas estão o ISU1, que codifica uma proteína mitocondrial 
responsável pela montagem de clusteres de Fe-S utilizados em diversas funções 
celulares; SSK2, componente da via MAPKKK envolvido na osmorregulação; e 
CLN3, uma ciclina da fase G1 do ciclo celular. Concomitantemente, Sato et al. 
(2016) identificou interações epistáticas, que permitem o consumo de xilose pela 
linhagem, entre os genes ISU1; HOG1, que também é um componente da via de 
sinalização na MAPK e IRA2, um regulador negativo da via de sinalização Ras-
cAMP. Mutações adquiridas em genes da via MAPKinase e da via de montagem 
de clusteres de Fe-S foram adquiridas em experimentos independentes, 
utilizando diferentes backgrounds de levedura, indicando uma forte pressão 
seletiva nessas vias durante o processo de evolução adaptativa em xilose. 
Curiosamente, todas as modificações descritas que foram associadas ao 
consumo de xilose não estão relacionadas de maneira óbvia ao metabolismo de 
carboidratos. 
O uso da evolução adaptativa é uma poderosa estratégia no 
desenvolvimento de linhagens com alta capacidade de converter xilose em 
etanol. Nesse estudo, cepas floculantes foram isoladas de três experimentos 
independentes de evolução para aumento do consumo de xilose. O 
sequenciamento genômico das cepas evoluídas identificou mutações pontuais 
em comum nos genes TUP1, NAB3 e IKI3, além de um diversificado aumento do 
número de cópias de xylA e de DNA mitocondrial entre os isolados. A 
identificação de novas mutações relacionadas ao consumo de xilose permite o 
desenvolvimento de novos alvos metabólicos para a engenharia racional de 
leveduras, além de reforçar a compreensão da base genética e da interação da 
complexa rede metabólica envolvida na fermentação de xilose em S. cerevisiae. 
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As informações obtidas podem ser utilizadas na construção de cepas com maior 
capacidade de assimilação de xilose, apropriadas para serem utilizadas na 
produção e viabilização da tecnologia de etanol 2G. 
 
Resultados 
Evolução adaptativa e isolamento das linhagens 
 Utilizando o background da linhagem industrial de primeira-geração (1G) 
PE-2, foi descrito previamente a construção da linhagem LVY27 (Santos et al., 
2016b) pela superexpressão do gene que codifica a xiluloquinase (XKS1), 
integrado estavelmente em mais duas cópias no genoma da linhagem, e pela 
adição de mais uma cópia de cada gene da fase não-oxidativa da via das 
pentoses fosfato (PPP), transaldolase (TAL1), transcetolase (TKL1), ribulose-5-
fosfato-epimerase (RPE1) e ribose-5-fosfato-isomerase (RKI1). Nessa linhagem, 
o gene que codifica a aldose redutase GRE3, que catalisa a redução de xilose à 
xilitol, foi deletado. Além disso, foi utilizado o gene xylA do fungo anaeróbico 
Orpinomyces sp. (Madhavan et al., 2008), flanqueado pelo LTR do 
retrotransposon Ty1 visando o aumento do número de cópias do principal gene 
do metabolismo de xilose (Tabela 1).  
 
Tabela 1. Linhagens de levedura utilizadas nesse estudo. 
Linhagem  Genótipo Referência 
LVYA1 PE-2; MATα Santos et al., 2016b 
LVY27 LVYA1; CEN5::pTDH1-xylA-tTDH1; gre3Δ; CEN2::pADH1-
XKS1-tADH1; CEN8::pADH1-XKS1-tADH1; 
CEN12::pTDH1-TAL1-tTDH1-pPGK1-RKI1-tPGK1; 
CEN13::pTDH1-TKL1-tTDH1-pPGK1-RPE1-tPGK1 
Santos et al., 2016b 
LVY34.4 LVY27; pOXylATy1 + evolução adaptativa em xilose Santos et al., 2016b 
LVY41.5 LVY27; pOXylATy1 + evolução adaptativa em xilose Santos et al., 2016b 
LVY35.9 LVY27; pOXylATy1 + evolução adaptativa em xilose Esse estudo 
LVY34.6R LVY27; pOXylATy1 + evolução adaptativa em xilose Esse estudo 
LVY35.10R LVY27; pOXylATy1 + evolução adaptativa em xilose Esse estudo 
LVY41.10R LVY27; pOXylATy1 + evolução adaptativa em xilose Esse estudo 
LVY80 LVY41.3R; ura3Δ Esse estudo 
LVY81 LVY80; tup1Δ::URA3 Esse estudo 
LVY82 LVY81; ura3Δ::TUP1 Esse estudo 
LVY83 LVY81; ura3Δ::tup1-Gly698Ser Esse estudo 
 
A evolução adaptativa para aumento do consumo de xilose foi realizada 
conforme descrito anteriormente (Santos et al., 2016b). Aproximadamente 300 
clones resultantes da transformação da linhagem LVY27 com o plasmídeo 
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pOXylATy1 foram inoculados em meio YNBX contendo 40 g/L de xilose em 
condições limitadas de oxigênio. Inicialmente, não foi observado o crescimento 
dos transformantes nessas condições. Assim sendo, 0,5% de glicose foi 
adicionado ao meio após 48 horas de cultivo para permitir o crescimento inicial 
das linhagens. Após esse período de cultivo, todo o conteúdo da primeira 
batelada da evolução foi dividido em três experimentos e repicagens sucessivas 
em xilose foram conduzidas utilizando sempre o mesmo protocolo. Glicose era 
adicionada ao meio sempre que o crescimento não era observado. Se após a 
transferência, era observado o crescimento das linhagens em meio contendo 
somente xilose, glicose não era mais adicionada e mais três transferências em 
xilose eram conduzidas antes do isolamento das colônias. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figura 1. Engenharia metabólica e evolutiva para isolamento de linhagens 
fermentadoras de xilose. (A) Fluxograma do desenvolvimento das linhagens. Após 
procedimentos de manipulação genética, as evoluções em xilose foram conduzidas em 
triplicata e resultaram no isolamento das linhagens floculantes LVY34.6R, LVY35.10R e 
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LVY41.3R e com fenótipo convencional LVY34.4, LVY41.5 e LVY35.9. (B) Linhagens 
floculantes LVY34.6R e LVY41.3R visualizadas em microscópio. 
 
As evoluções levaram tempos distintos para serem finalizadas. Para o 
experimento A, apenas três transferências foram necessárias antes de se 
observar o crescimento da linhagem. Para as evoluções B e C, foram 
necessárias 16 e 12 transferências, respectivamente (Figura 1). Após o 
crescimento em xilose ser observado, mais três transferências foram conduzidas 
antes do isolamento de colônias. O isolamento foi conduzido em meio YNBX 
sólido e as colônias que apresentaram maior tamanho foram selecionadas para 
fermentação comparativa e triagem das linhagens com maior capacidade 
fermentativa de xilose. Curiosamente, nas três evoluções desenvolvidas 
independentemente, foi observado sempre a presença de células floculantes e 
células com fenótipo convencional. Durante a triagem e fermentação 
comparativa, selecionamos as linhagens floculantes e normais com maior 
capacidade de assimilação de xilose (Figura1). Em nosso trabalho anterior, 
caracterizamos duas dessas linhagens, a LVY34.4 e LVY41.5 (Santos et al., 
2016b). Nesse trabalho, vamos analisar as linhagens floculantes LVY34.6R, 
LVY35.10R e LVY41.3R, isoladas após a evolução em xilose. 
 
Fermentação 
As linhagens floculantes LVY34.6R, LVY35.10R e LVY41.3R 
apresentaram maior crescimento em xilose e foram selecionadas para 
fermentação comparativa. As cepas foram comparadas em meio YPX contendo 
30 g/L de xilose como fonte única de carbono. Como controle, foi utilizado a 
linhagem LVY27, que não passou pelo processo de evolução adaptativa e deu 
origem as demais linhagens. A fermentação foi conduzida em condições semi-
anaeróbicas, utilizando baixa densidade celular inicial de 0,25 g DW/L. As três 
linhagens evoluídas apresentaram tempos de consumo distintos. Porém, todas 
consumiram a xilose em menos de 24 horas de cultivo. Nas condições testadas, 
não foi possível observar o crescimento da linhagem controle LVY27 (Figura 2). 
As cepas produziram baixa quantidade dos subprodutos xilitol e glicerol e 
apresentaram alto rendimento de etanol produzido a partir da xilose. A cepa 
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floculante LVY41.3R apresentou a melhor performance global, com o maior 
rendimento apresentado de 0,45 g etanol/g xilose, menor quantidade de xilitol 
produzido de 0,003 g xilitol/g xilose e também apresentou a maior velocidade de 
assimilação de xilose em relação as demais cepas. A linhagem LVY35.10R 
apresentou um rendimento menor em relação as demais linhagens, com 0,42 g 
etanol/g xilose, e produziu 2 vezes mais xilitol em comparação com a linhagem 
LVY41.3R. A linhagem 34.6R apresentou uma performance intermediária em 
relação as duas cepas descritas (Tabela 2, figura 2). 
 
Tabela 2. Fermentação comparativa das linhagens LVY34.6R, LVY35.10R e LVY41.3R. 
Linhagem CNV 
xylA 
Produtividade 
volumétrica (g l-1 h-1) 
Rendimento 
de etanol 
(g/g-1) 
Rendimento 
de xilitol 
(g/g-1) 
Rendimento 
de glicerol 
(g/g-1) 
LVY34.6R 43 0.55a 0.43 ± 0.01 0.004 ± 0.00 0.02 ± 0.01 
LVY35.10R 28 0.49b 0.42 ± 0.00 0.006 ± 0.00 0.01 ± 0.00 
LVY41.3R 30 0.74a 0.45 ± 0.01 0.003 ± 0.00 0.01 ± 0.00 
a – Calculado para o tempo de 14,5 horas; b – Calculado para o tempo de 18 horas. 
 
 
Figura 2. Fermentação comparativa das linhagens evoluídas. As linhagens foram 
cultivadas em meio YP suplementado com 30 g/L de xilose. A linhagem parental não 
evoluída LVY27 foi utilizada como controle. As fermentações foram conduzidas em 
triplicata e as barras de erros representam o desvio padrão da média dos valores. 
 
Com base nos resultados obtidos, as linhagens floculantes obtidas 
apresentaram alta eficiência de conversão de xilose em etanol, com 
performances diversas, obtidas durante o processo de evolução. A fim de se 
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compreender quais modificações obtidas pelas linhagens durante o processo de 
evolução foram responsáveis pelo fenótipo superior, o genoma das linhagens 
floculantes LVY34.6R, LVY35.10R e LVY41.3R foi sequenciado e comparado 
com a linhagem parental. 
 
Sequenciamento do genoma e identificação das mutações  
 
A fim de se identificar as mutações adquiridas durante a evolução, 
tipicamente substituição de base única (SNPs - single nucleotide polimorphism) 
e variação do número de cópias gênicas (CNV – copy number variation) que 
possam estar associadas com a capacidade de fermentar xilose, o genoma das 
três linhagens floculantes foi sequenciado utilizando a plataforma 
Illumina/MiSeq. O sequenciamento das linhagens parental e evoluídas gerou 
uma cobertura de genoma de 54x, 139x, 106x e 87x para as linhagens LVY27, 
LVY34.6R, LVY41.3R e LVY35.10R, respectivamente. 
As análises de SNPs/Indels identificaram três mutações em comum em 
todas as linhagens, com troca do aminoácido, nos genes IKI3, TUP1 e NAB3 
(Tabela 2). IKI3, encontrado com mutação em todas as linhagens, é parte de 
uma subunidade do complexo de elongação da RNA polimerase II, responsável 
pela elongação durante o processo de transcrição. Tup1p é conhecido por formar 
um complexo com a proteína Cyc8p, sendo envolvido na repressão de diversos 
genes envolvidos em uma grande variedade de processos fisiológicos. Nab3p 
faz parte do complexo Nrd1-Nab3-Sen1, que interage com o exossomo para 
mediar a formação de alguns mRNAs, snRNAs e snoRNAs. 
A linhagem LVY34.6R possui as mutações TUP1 e NAB3 em 
heterozigoze. Além dessas modificações, a linhagem LVY41.3R apresentou 
SNPs únicos nos genes SAD1, RGC1, KEL1 e HXT3 também na frequência de 
50%. As modificações encontradas nesses quatro genes são sinônimas. A 
frequência de mutações de 50% encontrada nessas duas linhagens foi um 
indício de que as cepas passaram por um processo de diploidização durante o 
processo de evolução. Tal fato foi confirmado utilizando PCR (Illuxley et al., 
1990). 
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  Tabela 2.  SNPs identificados na análise do genoma das linhagens 
Gene ID Nome REF ALT Mutação Troca de 
aminoácido 
Frequência 
LVY34.6R  
Frequência 
LVY35.10R 
Frequência 
LVY41.3R 
YLR384C IKI3 T C missense variant Ile398Val 1 1 - 
YCR084C TUP1 C T missense variant Gly698Ser 0,5 1 - 
YPL190C NAB3 G T missense variant Asp140Glu 0,5 1 - 
YFR005C SAD1 A G synonymous variant - - - 0,5 
YPR115W RGC1 T A synonymous variant - - - 0,5 
YHR158C KEL1 C T synonymous variant - - - 0,5 
YDR345C HXT3 C A synonymous variant - - - 0,5 
 
Caracterização molecular e estrutural das linhagens floculantes 
O isolamento das linhagens de três experimentos independentes de 
evolução permitiu a seleção de linhagens floculantes e linhagens com fenótipo 
convencional. A análise molecular e estrutural prévia das linhagens LVY34.4 e 
LVY41.5 revelou que o gene xylA encontra-se integrado próximo ao CEN5 
(Santos et al., 2016b). O cassete contendo a xylA flanqueado pelo elemento LTR 
δ nas duas extremidades recombinou com a única cópia de xylA presente no 
genoma da linhagem LVY27 e integrou adjacente a esse locus. Durante a 
pressão seletiva imposta pelo consumo de xilose, crossings desiguais gerados 
durante a divisão celular entre as cromátides irmãs levaram a amplificação in 
tandem do gene que codifica a xilose isomerase, selecionando positivamente as 
linhagens que possuíam maior número de cópias desse gene. Por combinação 
de oligos que anelam em região externa ao local de inserção de xylA próximo ao 
CEN5 e oligos que anelam no elemento LTR δ, confirmou-se que o mesmo 
evento de inserção aconteceu nas linhagens floculantes. Possivelmente, elas 
possuem o mesmo ancestral comum que deu origem a todas as cepas. 
A análise de variação do número de cópias (CNV) nas linhagens 
floculantes foi realizada utilizando o programa cn.MOPS (Klambauer et al., 2012) 
utilizando os resultados dos alinhamentos dos reads contra o genoma da 
linhagem parental LVY27. As análises de CNV identificaram duas regiões 
expandidas no genoma nuclear das linhagens evoluídas, contendo a região com 
os genes LEU2 e xylA aumentado em 43 vezes na linhagem LVY34.6R e 28 e 
30 vezes nas linhagens LVY35.10R e LVY41.3R, respectivamente. Todas as 
amplificações identificadas nas cepas estão localizadas no mesmo locus 
próximo ao CEN5. As amplificações e rearranjo do cromossomo cinco das 
linhagens foram confirmados através de um gel de eletroforese de campo 
pulsado (PFGE). O cariótipo das linhagens floculantes foi comparado, pela 
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separação dos cromossomos, com a linhagem selvagem LVYA1, derivada de 
PE-2, LVY27 e com as cepas de fenótipo não floculante, LVY34.4, LVY41.5 e 
LVY35.9. Entre as linhagens LVYA1 e LVY27, não houve alterações visíveis, 
com intensidade normal nas bandas que correspondem a co-migração dos 
Chr05 e Chr08, de tamanhos similares, de aproximadamente 580 Kb. Conforme 
descrito anteriormente, em LVY34.4 e LVY41.5, a banda correspondente ao 
Chr05 migrou para outras regiões do gel, confirmado pela diminuição de 
intensidade na altura de 580 Kb e pelo aparecimento de novas bandas nas 
alturas de aproximadamente 700 Kb e 660 Kb, respectivamente (Santos et al., 
2016b).  
 
Figura 3. Cariótipo das linhagens evoluídas. Gel de eletroforese de campo pulsado 
para separação dos cromossomos. As linhagens estão identificadas na parte de cima 
do gel. As linhagens LVYA1 (PE-2) e LVY27 foram utilizadas como controle. A região 
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pontilhada corresponde ao local de variação de migração do cromossomo cinco nas 
cepas evoluídas. O gel separado contém as linhagens não floculantes isoladas na 
evolução. 
 
A linhagem LVY34.6R possui o maior número de cópias de xylA 
integradas, confirmado pelo deslocamento da banda correspondente ao Chr05, 
ficando localizada entre os Chr10 e os Chr02/14, com aumento de 
aproximadamente 210 Kb. A linhagem LVY41.3R possui aproximadamente 30 
cópias e um aumento de 140 Kb, deslocando o Chr05 um pouco acima do Chr11 
no gel. Já a linhagem LVY35.10 possui duas cópias a menos em relação a 
LVY41.3R, co-migrando os Chr05 e Chr11 no PFGE, assim como a linhagem 
LVY41.5, que possui 26 cópias de xylA (Figura 3). Curiosamente, a linhagem de 
fenótipo não floculante LVY35.9 apresentou um grande número de novos 
cromossomos no gel (possível aneuploidia), além de um grande número de 
SNPs identificados, inviabilizando sua análise. Assim sendo, essa linhagem foi 
descartada. Os dados do PFGE reforçam as afirmações apresentadas pela 
análise de CNV do genoma das linhagens, confirmando as amplificações in 
tandem da xylA. 
 
Figura 4. Variação do DNA mitocondrial nas linhagens evoluídas floculantes. A 
cobertura normalizada corresponde a variação na quantidade de DNA mitocondrial em 
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relação a linhagem parental LVY27 (roxo). Entre as linhagens analisadas, a LVY41.3R 
(vermelho) possui a maior expansão na quantidade de DNA mitocondrial. 
 
Além da amplificação da xylA, a análise de variação do número de cópias 
(CNV) nas linhagens floculantes identificou uma expansão da quantidade de 
DNA mitocondrial produzido pelas linhagens. A linhagem LVY41.3R, que 
apresentou a melhor performance fermentativa em xilose, é a linhagem que 
possui o maior aumento na quantidade de DNA mitocondrial, com cerca de 10 
vezes em relação ao parental LVY27 (Figura 4). As linhagens LVY35.10R e 
LVY34.6R possuem, respectivamente, um aumento de 3 e 5 vezes na 
quantidade de DNA mitocondrial em relação a LVY27. 
 
Análise funcional das mutações 
A linhagem 41.3R, que apresentou a melhor performance fermentativa em 
xilose entre as cepas floculantes, foi escolhida como background para validação 
das modificações genéticas identificadas na análise do genoma. A mutação 
encontrada no gene IKI3 em todas as linhagens resultou na troca de aminoácido 
Ile398Val. Essa mutação foi anteriormente analisada utilizando a linhagem 
LVY34.4 como background e não foi observado alteração no consumo de xilose 
pela linhagem, descartando seu envolvimento no metabolismo de xilose nas 
linhagens evoluídas (Santos et al., 2016b). 
O gene URA3 foi deletado na linhagem LVY41.3R para ser utilizado como 
marcador auxotrófico, resultando na linhagem LVY80. A deleção de TUP1 na 
linhagem LVY80 deu origem a linhagem, LVY81, utilizada como base para a 
restituição e teste do SNP identificado. Os alelos do gene TUP1 foram 
amplificados da linhagem parental LVY27 (sequência WT) e da cepa evoluída 
LVY41.3R (Gly698Ser) e utilizados na restituição desse gene na cepa LVY81 
(LVY41.3R ura3Δ tup1Δ, Tabela 1), dando origem as linhagens LVY82, com a 
sequência original do gene, e LVY83, com o alelo mutado. A mutação Gly698Ser 
encontrada nas cepas floculantes não causou a perda de função de TUP1, visto 
que o crescimento da linhagem LVY81 em glicose se tornou muito lento, em 
relação ao observado nas linhagens LVY82 e LVY83. A restituição de TUP1 pela 
versão original na linhagem LVY82 reverteu o fenótipo floculante na cepa, 
enquanto que a linhagem LVY83 apresentava agregação de células e 
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sedimentação no meio de cultivo. Dessa maneira, comprovamos que a mutação 
Gly698Ser em TUP1 foi a responsável pela floculação nas linhagens evoluídas 
LVY34.6R, LVY35.10R e LVY41.3R. A relação das mutações em TUP1 e NAB3 
com o consumo de xilose ainda será determinada posteriormente pela 
substituição dos SNPs e teste das linhagens desenvolvidas. 
 
Discussão 
O uso da evolução adaptativa e sequenciamento permite identificar as 
bases moleculares responsáveis pela adaptação do micro-organismo à condição 
de interesse imposta. A diversidade gerada durante a evolução é direcionada 
pela adaptação da levedura as alterações do ambiente. Apesar da construção 
de linhagens de S. cerevisiae capazes de consumir xilose ter sido iniciada há 
décadas, a identificação das mutações responsáveis pela melhora da 
assimilação de xilose ou a compreensão do metabolismo de C5 ainda está em 
seu início. Os primeiros estudos elucidando a base genética envolvida no 
consumo de xilose em linhagens evoluídas foram publicados em 2016, 
apontando os genes ISU1, SSK2, HOG1 e IRA2 como responsáveis pelo 
fenótipo superior alcançado pelas linhagens (Santos et al., 2016b; Sato et al., 
2016). 
Apesar do experimento de evolução adaptativa ter sido realizado em 
triplicata, todas as linhagens isoladas nesse trabalho possuem o mesmo 
ancestral comum. Em todas elas, a xylA flanqueada pelo LTR do elemento Ty1 
recombinou e integrou adjacente a cópia única de xilose isomerase presente 
próximo ao CEN5 da linhagem LVY27. Essa integração possibilitou a formação 
de uma grande sequência repetitiva em orientação direta que possivelmente 
acelerou o processo de evolução dessas linhagens pela amplificação in tandem 
da xylA. Um evento similar foi descrito pela geração de fragmentos de DNA 
circular extracromossomal (eccDNA) utilizando sequência de micro-homologia 
de 8 pb que resultaram na amplificação in tandem de 9 cópias do gene xylA 
durante o processo de evolução adaptativa (Demeke et al., 2015). As linhagens 
que possuem maior número de cópias do gene que realiza a isomerização de 
xilose em xilulose tem maior capacidade de adaptação ao meio e são 
selecionadas positivamente.  
Apesar da evolução ter sido iniciada utilizando ~300 clones, o mesmo 
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ancestral comum contendo a dupla inserção de xylA foi capaz de se diferenciar 
na população e dar origem as células isoladas com maior velocidade de 
assimilação de xilose. Outra mutação presente nessa célula foi no gene IKI3. 
Como não associamos, por análise funcional, a melhora no consumo de xilose 
com a mutação encontrada, provavelmente foi uma mutação neutra passageira 
que se beneficiou e aumentou de frequência por ser introduzida no mesmo 
background onde a duplicação da xylA estava presente (Figura 5). 
 
 
Figura 5. Dinâmica da evolução e bases moleculares da adaptação. Fluxograma 
representando a ordem as mutações e fixação na população ao longo das bateladas. 
As linhagens LVY41.5, LVY41.3R e LVY34.6R diploidizaram e algumas mutações 
ficaram em heterozigose. 
 
Em um sistema de evolução assexuada, clones com diferentes mutações 
ou combinação de mutações competem entre eles para alcançar a fixação da 
mutação na população em um evento chamado de interferência clonal (Long et 
al., 2015). Antes da separação dos experimentos de evolução em triplicata, foi 
realizada uma batelada única em meio contendo xilose. Nesse momento, a partir 
do clone contendo a duplicação da xylA e a mutação do IKI3, um clone sofreu 
mutações nos genes NAB3 e TUP1. As mutações nesses genes foram 
realizadas antes da divisão das evoluções em paralelo, visto que as cepas 
LVY34.6R, LVY41.3R e LVY35.10R possuíam mutações no mesmo sítio em 
TUP1 e NAB3, sugerindo um ancestral comum entre elas. A partir do mesmo 
clone isogênico, durante a evolução adaptativa, as linhagens arranjaram 
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soluções evolutivas distintas para alcançar o mesmo fim. Para as linhagens de 
fenótipo não floculante LVY34.4 e LVY41.5, o aparecimento de mutações 
distintas em ISU1 indica que essas linhagens convergiram para a mesma 
solução evolutiva (Figura 5). Em LVY41.5, uma mutação em heterozigoze em 
SSK2 associada ao consumo de xilose foi o indício de um processo de 
diploidização. O cruzamento de duas cepas com soluções evolutivas distintas 
com mutações em ISU1 e SSK2 possibilitou o isolamento de LVY41.5 como a 
linhagem com melhor fitness entre os isolados da sua população (Santos et al, 
2016b). Da mesma maneira, como as mutações em TUP1 e NAB3 estão em 
heterozigoze em LVY34.6R, sugere um processo de diploidização, confirmado 
via PCR (Illuxley et al., 1990). Apesar de possuir maior número de cópias de xylA 
em relação a LVY41.3R, a linhagem LVY34.6R teve uma menor produtividade 
provavelmente por TUP1 e NAB3 estarem em heterozigose. Em LVY41.3R, a 
maior quantidade de DNA mitocontrial e maior velocidade de assimilação de 
xilose pode ser explicada por ser uma cepa diploide e todas as mutações 
adquiridas e associadas com o metabolismo de xilose estarem em homozigose. 
As mutações adquiridas em TUP1 e NAB3 e sua relação com o consumo 
de xilose serão posteriormente validadas pela construção de mutantes e análise 
funcional. Tup1p interage com Cyc8p (Ssn6p) para formar um complexo 
responsável pela repressão e desrepressão de diversos genes envolvidos em 
uma variedade de processos fisiológicos em S. cerevisiae (Papamichos-
Chronakis et al., 2002). Tup1p-Cyc8p também interage diretamente com 
histonas e influencia a organização da cromatina (Davie et al., 2003). Dessa 
maneira, o complexo Cyc8p-Tup1p pode reprimir a transcrição por modificação 
da estrutura da cromatina ou por direta inibição da ativação da transcrição 
(Zhang et al., 2002). A mutação Gly698Ser em TUP1 nas linhagens isoladas 
LVY34.6R, LVY35.10R e LVY41.3R foi responsável por induzir a capacidade de 
floculação nas cepas. Mutações em TUP1 já foram previamente descritas por 
induzir a floculação visto que os genes FLO podem ser regulados a nível 
transcricional pelo complexo Cyc8p-Tup1p (Teunissen et al. 1995, Soares, 
2010). O promotor de FLO1 é reprimido por Tup1p-Cyc8p, sendo necessário a 
ligação do complexo Swi-Snf para iniciar a transcrição (Fleming & Pennings, 
2001). A floculação também já foi associada ao aumento da tolerância a diversos 
estresses, como alta concentração de etanol (Xue et al., 2010) e a inibidores 
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presentes em hidrolisados para produção de etanol de segunda-geração, 
podendo ser uma característica interessante em linhagens destinadas a 
processos 2G (Westman et al., 2014). Outra função relevante de TUP1 em 
Candida albicans é o seu papel na regulação da absorção de ferro (Knight et al., 
2002; Linde et al., 2010). Em nosso trabalho anterior, mostramos que a deleção 
de ISU1, envolvido na via de formação de clusteres de Fe-S, e a suplementação 
de ferro ao meio aumentam a capacidade fermentativa de xilose pela célula. A 
mutação em TUP1 adquirida pelas células floculantes pode, dessa maneira, 
estar relacionada com o transporte e homeostase intracelular do íon ferro, 
aumentando a capacidade fermentativa de xilose pelas linhagens floculantes.  
Nab3p é uma proteína de ligação ao RNA que forma um complexo com 
Nrd1p e direciona a terminação da transcrição e processamento de snRNAs 
(small nuclear RNAs), snoRNAs (small nucleolar RNAs) e mRNA da RNA 
polimerase II (Arndt & Reines, 2015). A terminação de snRNAs e snoRNAs utiliza 
as proteínas de ligação ao RNA Nrd1p e Nab3p que formam um heterodímero, 
a helicase de RNA Sen1p e o domínio C-terminal (CTD) da RNA Polimerase II 
(Carroll et al., 2007). Nrd1 atua na regulação negativa da biossíntese e 
expressão gênica mitocondrial, influenciando na herança e quantidade 
mitocondrial intracelular (Darby et al., 2012). Esse resultado pode explicar o 
aumento na quantidade de DNA mitocondrial observado nas cepas evoluídas. 
Provavelmente a linhagem LVY41.3R apresentou uma maior quantidade de DNA 
mitocondrial em relação as demais cepas pela mutação encontrada em NAB3 
estar em homozigose. Porém, não é claro a exata associação entre o aumento 
da quantidade de DNA mitocondrial e a capacidade de fermentar xilose e estudos 
posteriores serão necessários para elucidar tal mecanismo. 
O complexo Nrd1p-Nab3p interage com a via de sinalização Ras, já 
relacionado ao aumento do consumo de xilose por Sato et al. (2016). Em S. 
cerevisiae, a via Ras promove crescimento e divisão celular quando glicose está 
em abundância, enquanto que Nrd1p-Nab3p aparentam ter um papel na 
supressão de genes quando as células são direcionadas para condições 
adversas de crescimento, indicando o envolvimento da regulação da resposta 
celular a limitação de nutrientes. A ligação de Nrd1p-Nab3p em snoRNAs e 
tRNAs se altera na ausência de glicose (Jamonnak et al., 2011, Darby et al., 
2012). Nrd1p-Nab3p interagem com reguladores negativos da via Ras (IRA1, 
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IRA2 e PDE2), também associado com a desregulação de ciclinas e interação 
com reguladores do ciclo e tamanho celular. Resultados prévios sugerem que 
Spt4/5p, Nrd1-Nab3 e Ras interagem com o domínio C-terminal no complexo de 
elongação inicial e podem ser parte do mesmo mecanismo regulatório 
transcricional (Darby et al., 2012). A superexpressão de NAB3 resulta em 
repressão específica da ciclina G1 CLN3, também associado a melhora do 
consumo de xilose (Santos, comunicação pessoal), embora o controle dos níveis 
de mRNA de CLN3 não seja um papel único de NAB3 (Sugimoto et al., 1995). 
Nab3p e Nrd1p são responsáveis pela repressão de CLN3 sob condições de 
depleção de nutrientes. A atividade de Nrd1-Nab3 em CLN3 aumenta em 
resposta a depleção de glicose. Nab3p se liga próximo a extremidade 5’ codante 
de CLN3. Darby et al. (2012) hipotetizou que o complexo pode atuar 
interrompendo prematuramente a transcrição de CLN3, ou estimulando a 
degradação de Cln3p através de um exossoma nuclear. Sendo um gene 
essencial, hipotetizamos que a mutação encontrada em NAB3 nas linhagens 
floculantes evoluídas aumentou a expressão gênica, podendo atuar na 
regulação negativa de CLN3 e outro genes envolvidos no ciclo celular, bem como 
na interação negativa de reguladores da via Ras. Curiosamente, a floculação em 
S. cerevisiae é regulada pelo complexo Nrd1-Nab3-Sen1, controlando a 
expressão dos genes FLO1, FLO5, FLO9 e FLO10 (Singh et al., 2015). 
 
Tabela 3. Mutações relacionadas ao metabolismo de xilose  
Principal metabolismo Genes Principal função Referência 
Metabolismo e 
homeostase do íon ferro 
ISU1 Proteína mitocondrial envolvida na montagem de 
clusteres de Fe-S 
Santos et al 2016; 
Sato et al., 2016; 
Froehlich et al., 2015.  
YFH1 Chaperona mitocondrial; interage com Isu1p para 
montagem de clusteres de Fe-S 
Froehlich et al., 2015. 
NFS1 Cisteína desulfurase; envolvida na biogênese de 
clusteres de Fe-S 
Froehlich et al., 2015. 
AFT1/2 Fator de transcrição envolvido na utilização e 
homeostase de ferro 
Froehlich et al., 2015. 
CCC1 Transportador vacuolar Fe2+/Mn2+; previne acúmulo 
mitochondrial de ferro 
Froehlich et al., 2015. 
Osmorregulação 
SSK2 Membro da via de sinalização MAP Kinase 
envolvido na osmorregulação  
Santos et al 2016 
HOG1 Membro da via de sinalização MAP Kinase 
envolvido na osmorregulação 
Sato et al., 2016 
Catabolismo GRE3 Aldose redutase; envolvida no metabolismo de 
carboidratos  
Sato et al., 2016 
Via de sinalização  
Ras-cAMP  
IRA2 Regulador negativo da via de sinalização Ras-
cAMP 
Sato et al., 2016 
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Figura 6. Interactoma dos principais genes/vias relacionados ao metabolismo de 
xilose. Rede de interação proteína-proteína concentrando a ciclina CLN3 em conexão 
direta com membros da via MAPK kinase, via de sinalização RAS/cAMP/pKA, NAB3 e 
componentes do metabolismo e homeostase intracelular de ferro. 
 
Uma rede simples de interação proteína-proteína procurando relações 
diretas já descritas experimentalmente na literatura e excluindo as interações 
secundárias concentra a ciclina CLN3 em conexão direta com vias já 
relacionadas ao aumento de consumo de xilose, como a via MAPK kinase, 
através de HOG1 e SSK2; metabolismo e montagem de clusteres de Fe-S, 
através de AFT1/2 e YAP5 (fator de transcrição envolvido na regulação da 
transcrição pela RNA polimerase II em resposta ao ferro); NAB3 e IRA2 (Figura 
6). A via de sinalização RAS/cAMP/pKA, envolvida na regulação pós-traducional 
de uma grande variedade de proteínas já foi previamente associada ao 
metabolismo de xilose pela deleção do regulador negativo IRA2 (Sato et al., 
2016) e também é necessária para a progressão da fase G1 para S do ciclo 
celular, modulando o tamanho da célula, da mesma maneira que CLN3 
(Tamanoi, 2011; Belotti et al., 2012). Da mesma maneira, a via de 
osmoregulação HOG1 MAPK afeta a progressão do ciclo celular. Uma patente 
depositada por Froehlich et al. (2015) aponta que não somente a deleção de 
ISU1, mas também de outros componentes relacionados a montagem de 
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clusteres de Fe-S e transporte e homeostase de ferro, como YFH1, NFS1, 
AFT1/2 e CCC1 estão também associados a melhora do consumo de xilose em 
linhagens modificadas de S. cerevisiae. As relações encontradas entre essas 
diferentes vias metabólicas evidenciam que as diversas soluções encontradas 
pela evolução para atingir o mesmo fim podem estar conectadas ao mesmo 
sistema de sinalização para regulação do consumo de xilose. 
 
Métodos 
 
Linhagens utilizadas e condições de cultivo  
 
As linhagens de S. cerevisiae utilizadas nesse estudo estão descritas na 
tabela 1. O esporo haplóide LVYA1 é derivado da linhagem PE-2 (CBMAI 0959), 
amplamente utilizada na produção industrial de etanol de primeira-geração. Para 
preparação de inóculos e crescimento celular, as linhagens foram cultivadas em 
meio YP (10 g/L de extrato de levedura, 20 g/L peptona), suplementado com 20 
g/L de D-glicose (YPD) e incubadas a 30 ºC, 200 rpm. A seleção de LVY80 para 
a deleção do gene URA3 foi realizada em meio YNB (6,7 g/L de yeast nitrogen 
base without amino acids, Difco), suplementado com 1 g/L de drop-out, 20 g/L 
de glicose, 20 g/L de ágar, 440 mg/L de uracila e 1 g/L 5-FOA. Os transformantes 
com a deleção do TUP1 foram selecionados em meio YNB (6,7 g/L de yeast 
nitrogen base without amino acids, Difco) sem uracila. Os transformantes com a 
restituição do gene foram selecionados em YNB suplementado com 5-FOA. 
 
Evolução adaptativa  
 
A evolução da linhagem LVY27 transformada com o fragmento obtido do 
plasmídeo pOXylATy1 foi conduzida conforme descrito previamente (Santos et 
al., 2016b). Aproximadamente 300 clones transformantes foram inoculados em 
condições semi-anaeróbicas em uma garrafa selada de 100 mL contendo YNBX 
suplementado com 40 g/L de xilose como fonte única de carbono e incubadas a 
30 °C/ 200 rpm. Se o crescimento não era observado, 0,5% de glicose era 
adicionado para permitir o crescimento inicial das linhagens. Após o consumo da 
glicose, as linhagens foram mantidas por 48 horas no meio e divididas em três 
202 
 
 
 
experimentos paralelos e independentes de evolução. Bateladas sucessivas 
foram conduzidas pela transferência de 5 mL do experimento para um novo 
frasco de cultura. Após divisão, a glicose era adicionada sempre que o 
crescimento em xilose não era observado. Se o crescimento em xilose era 
observado, glicose não era mais adicionada ao meio. As transferências foram 
realizadas sempre que a cultura atingia uma OD600 de aproximadamente 3. Para 
o isolamento das cepas evoluídas, uma alíquota da evolução foi inoculada em 
meio YNB sólido contendo xilose como fonte única de carbono. Após incubação 
a 30 ºC, as colônias que apresentaram o maior diâmetro foram isoladas para 
caracterização posterior. 
 
Fermentações 
 
Os ensaios fermentativos foram realizados em meio YP suplementado 
com 30 g/L de xilose (YPX) em condições semi-anaeróbicas, iniciando a cultura 
com 0,25 g DCW/L. As fermentações foram conduzidas em garrafas seladas com 
80 mL de volume de trabalho, com temperatura e agitação de 30 ºC e 200 rpm, 
respectivamente. Todos os experimentos foram conduzidos em triplicata. 
Amostras foram retiradas para medir OD e para posterior análise por 
cromatografia líquida de alta eficiência (HPLC).  
 
Procedimentos analíticos 
 
As quantificações de xilose, xilitol, glicerol, ácido acético e etanol foram 
realizadas por Cromatografia Líquida de Alta Eficiência (HPLC) utilizando o 
cromatógrafo Alliance HT (Waters) com detector de índice de refração (Waters 
2414) e arranjo de diiodos (Waters 2998). As amostras foram analisadas 
utilizando coluna de exclusão iônica Aminex HPX-87H (300mm x 7,8mm, 
BioRad®), aquecida em forno a 35 ºC, H2SO4 5 mM como fase móvel a uma 
vazão de 0,6 mL/min. Uma curva padrão com as concentrações conhecidas com 
compostos de interesse foi analisada pelo mesmo procedimento. As 
concentrações dos compostos nas amostras foram determinadas por 
comparação das áreas dos picos cromatográficos obtidos com as curvas de 
calibração. 
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Eletroforese de campo-pulsado (PFGE) 
 
O procedimento para eletroforese de campo pulsado (PFGE) para 
resolução do cariótipo das linhagens foi conduzido conforme descrito 
previamente (Argueso et al., 2008). Culturas de cada linhagem analisada foram 
crescidas em meio YPD liquido por 48 horas. 100 mg de células foram 
misturados a 40 μL de Zymolyase 25mg/ml e 100 μL de uma solução 0,5% de 
agarose low melting point (Biorad) e a solução homogeneizada de células foi 
aliquotada em moldes de plugs de agarose para PFGE. Após solidificados, os 
plugs foram incubados overnight a 37oC em uma solução 500mM EDTA e 10mM 
Tris (pH 7.5). Em seguida, foram adicionados 400μL de uma solução contendo 
sarcosil 5% e proteinase K 5mg/mL (Bioline) e as amostras foram incubadas a 
50ºC por 5 horas. A primeira lavagem dos plugs foi realizada com agua destilada, 
seguida de 5 a 7 lavagens com solução Tris 20mM e EDTA 50mM (pH 8.0). Géis 
de agarose do tipo pulsed field certified (BioRad) a 1% foram preparados 
contendo em cada poço os plugs contendo material genômico intacto das 
linhagens LVY34.6R, LVY41.3R, LVY35.10R e das demais utilizadas como 
controle. As corridas foram realizadas no equipamento da BioRad CHEF 
(Contour-clamped Homogeneous Electric Field) DR III durante 54 horas em uma 
solução de TBE 0.5% a 14ºC. As condições adicionais de corrida utilizadas 
foram: 5 Volts/cm, switch time inicial de 47 segundos e switch time final de 170 
segundos. Os géis foram corados em 500 ml de água destilada contendo 10μL 
de brometo de etídio e fotografados em um Gel ChemiDoc XRS+ System 
(Biorad). 
 
Sequenciamento e análise dos CNVs e SNPs  
 
O sequenciamento do genoma das linhagens LVY34.6R, LVY35.10R e 
LVY41.3R foi realizado utilizando o Illumina MiSeq da facility de sequenciamento 
da University of North Carolina (UNC, USA) gerando para cada linhagem milhões 
de sequências paired-end reads com 300 bp cada. O software FastQC foi 
utilizado para avaliação da qualidade e o software PEAR (Zhang et al., 2014) foi 
utilizado para unir as regiões de sobreposição em sequências únicas. As regiões 
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de sobreposição da linhagem parental foram unidas em longos scaffolds 
utilizando o programa Velvet (Zerbino & Birney, 2008). O genoma do parental foi 
escolhido como referência e os reads das linhagens evoluídas foram mapeados 
contra o genoma de referência utilizando o Bowtie 2 aligner (Langmead & 
Salzberg, 2012) 
Os arquivos BAM resultantes foram organizados usando o Picard package 
(Braod Institute, 2014) e submetidos a análises de CNV (copy number variation) 
e SNPs (single nucleotide polimorphism) usando cn.MOPs (Klambauer et al., 
2012) e GATK (DePristo et al., 2011), respectivamente, com parâmetros 
ajustados conforme descrito previamente (Santos et al., 2016b), gerando três 
arquivos VCF (variant call format). Scripts PERL foram desenvolvidos para 
comparar os arquivos VCF identificando SNPs/INDELs que aparecem nas 
linhagens evoluídas e estão ausentes na parentais. Os SNPs/INDELs 
resultantes foram manualmente verificados utilizando o SAMTOOLS/tview (Li et 
al., 2009) e manualmente anotados comparando as sequências contra o banco 
de dados do SGD (Engel et al., 2014). 
 
Análises moleculares 
   
A diploidização das cepas evoluídas LVY34.6R e LVY41.3R foram 
confirmadas por PCR conforme descrito em Illuxley et al. (1990). 
Para análise funcional das mutações, o gene URA3 foi deletado do 
genoma da cepa evoluída LVY41.3R para ser utilizado como marca de seleção 
auxotrófica. A deleção foi realizada pela expressão transiente do plasmídeo 
pSH65 (Gueldener et al., 2002) e seleção dos transformantes em 300 μg/ml de 
zeocina em meio YPD sólido. Após expressão do promotor Gal em meio YP 
suplementado com 20 g/L de galactose, a seleção foi realizada em meio 
contendo 5-FOA. A deleção do TUP1 foi realizada com a amplificação da região 
promotora e terminadora do gene fusionada ao URA3. A restituição de TUP1 foi 
realizada com a amplificação do gene contendo a forma original, a partir do DNA 
da linhagem LVY27, e da forma mutada, a partir do DNA da linhagem LVY41.3R. 
O produto de PCR foi utilizado para transformar a cepa LVY81 e a seleção dos 
transformantes foi realizada em meio contendo 5-FOA. 
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Evolução adaptativa e alvos moleculares para tolerância ao 
ácido acético e fermentação de xilose em linhagens modificadas 
de Saccharomyces cerevisiae 
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Introdução 
 
A produção do etanol celulósico, ou etanol de segunda-geração (2G), 
atingiu escala comercial recentemente com a inauguração de plantas industriais 
distribuídas na Itália, EUA, Canadá e Brasil. Em conjunto, as plantas inauguradas 
têm capacidade total estimada de 537 milhões de litros de etanol por ano, 
atualmente (Santos et al., 2016a). Apesar de não estarem em capacidade total, 
em grande parte por gargalos tecnológicos na etapa de pré-tratamento do 
material lignocelulósico, a produção do etanol 2G em escala industrial teve 
grandes avanços e foi viabilizada, em parte, pelo desenvolvimento de cepas de 
levedura robustas e capazes de converter o açúcar de cinco carbonos xilose em 
etanol.  
Sendo o principal componente da fração hemicelulósica, a xilose pode ser 
isomerizada em um único passo em xilulose, através da enzima xilose isomerase 
(xylA) (Kuyper et al., 2003; Madhavan et al., 2008). Xilulose é fosforilada em 
xilulose-5-P e segue pela fase não oxidativa das pentoses fosfato (PPP) até 
gerar gliceraldeído-3-P e frutose-6-P, componentes da via glicolítica. A via que 
utiliza a enzima xilose isomerase é uma alternativa mais interessante em relação 
a via de dois passos XR-XDH presente em eucariotos. O desbalanço de 
cofatores gerado por essa via leva ao acúmulo de subprodutos da fermentação, 
afetando o rendimento e a produtividade da cepa. A engenharia de linhagens da 
levedura Saccharomyces cerevisiae utilizando a via xylA resultou no 
desenvolvimento de cepas com eficiente conversão de xilose. Porém, em todos 
os casos, só foi possível obter linhagens com alta performance após 
procedimentos de evolução adaptativa da cepa desenvolvida (Kuyper et al., 
2005; Demeke et al., 2013; Diao et al., 2013; Lee et al., 2014, Santos et al., 
2016b). Evolução adaptativa é uma poderosa estratégia de melhoramento de 
micro-organismos, onde mutações aleatórias que favorecem o fenótipo na 
condição imposta, tendem a ser fixadas na população e selecionam o micro-
organismo, como a capacidade de fermentar xilose, por exemplo. O processo de 
evolução para aumento do consumo de xilose já foi extensivamente empregado 
no desenvolvimento de cepas modificadas de S. cerevisiae, aumentando as 
taxas de consumo da pentose e melhorando a performance global (Sonderegger 
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e Sauer, 2003; Garcia Sanchez et al., 2010; Scalcinati et al., 2012). 
Recentemente, foi identificado que mutações nos genes ISU1, SSK2, HOG1 e 
IRA2, adquiridas durante a evolução, resultaram no aumento da capacidade 
fermentativa de xilose das linhagens (Santos et al., 2016b; Sato et al., 2016).  
Além do consumo de xilose, a produção de etanol de segunda-geração a 
partir de hidrolisados lignocelulósicos é limitada pela presença de compostos 
inibitórios do processo fermentativo produzidos durante as etapas de pré-
tratamento e hidrólise da biomassa. Parte dos açúcares monoméricos e a lignina, 
liberados durante a desconstrução da biomassa, resultam em três principais 
grupos de inibidores: (I) Furanos (furfural e HMF); (II) Ácidos fracos (ácido 
acético, fórmico e levulínico, principalmente); e (III) Compostos fenólicos 
(Almeida et al., 2007; Ling et al., 2014).  Ácidos acético, fórmico e levulínico são 
os ácidos fracos mais comuns presentes em hidrolisados lignocelulósicos. Os 
ácidos fórmico e levulínico são formados a partir do HMF. Adicionalmente, o 
ácido fórmico pode ser formado a partir do furfural sob condições ácidas em 
temperaturas elevadas (Almeida et al. 2007, Santos et al., 2016a). Dentre esses, 
o ácido acético, formado pela desacetilação da hemicelulose, é um dos maiores 
desafios no desenvolvimento de linhagens para o processo 2G.  
Ácidos fracos não dissociados, como o ácido acético, são lipossolúveis e 
podem difundir através da membrana (Palmqvist & Hahn-Hägerdal, 2000). Ao 
entrar na célula, o ácido se dissocia levando a liberação de prótons (H+), que não 
podem atravessar a bicamada lipídica hidrofóbica e acumulam intracelularmente 
causando acidificação do citosol (Mira et al., 2010). Além da difusão simples, o 
ácido acético também pode entrar na célula de levedura por difusão facilitada 
através da aquagliceroporina Fps1p (Mollapour & Piper, 2007). A diminuição do 
pH citosólico é compensada pela ação de uma ATPase de membrana (Pma1p), 
que bombeia os prótons para fora da célula à custa de gasto de ATP, afetando 
diretamente o crescimento celular (Verduyn et al., 1992; Almeida et al., 2007; 
Ullah et al., 2012).  Além de afetar o pH intracelular e conteúdo energético da 
célula, o ácido acético também inibe a síntese e reparo do DNA e RNA, a 
atividade de enzimas glicolíticas, a biossíntese de macromoléculas e influi na 
organização lipídica e função das membranas celulares, como o gradiente de 
prótons mantido através da membrana (Stratford and Anslow, 1998; Fernandes 
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et al., 2005; Bellissimi et al., 2009; Ullah et al.,2012; Ding et al., 2013; Piotrowski 
et al., 2014). 
Diferentes redes regulatórias em resposta a presença de ácidos fracos 
são descritas e reguladas por fatores de transcrição como Msn2p/Msn4p, War1p, 
Haa1p, Rim101p e Pdr1p/Pdr3p (Mira et al., 2010). Como exemplo, a 
superexpressão de HAA1 em S. cerevisiae resultou em um mutante com maior 
tolerância ao ácido (Tanaka et al., 2012). A identificação de novos alvos 
moleculares responsáveis pela adaptação e tolerância à ácidos fracos é uma 
estratégia essencial para a modificação racional e desenvolvimentos de 
linhagens mais adaptadas as condições de fermentação industrial 2G. Nesse 
trabalho, nós utilizamos a cepa fermentadora de xilose LVY34.4 (Santos et al., 
2016b), derivada da linhagem industrial brasileira PE-2, para a construção de um 
mutante mais tolerante a ácido acético através de evolução adaptativa. Além de 
alterações cromossomais envolvendo o gene xylA, a análise do genoma do 
mutante produzido identificou mutações nos genes ZWF1 e CLN3, 
potencialmente relacionados ao efeito identificado na linhagem desenvolvida. 
 
Resultados 
 
Evolução adaptativa para tolerância ao ácido acético 
 
A linhagem haplóide de S. cerevisiae LVY34.4 foi selecionada para os 
procedimentos de evolução. A linhagem foi construída utilizando o gene xylA de 
Orpinomyces sp (Madhavan et al., 2008), deleção de GRE3 e superexpressão 
dos quatro genes da fase não oxidativa da via PPP. Após processo de evolução 
adaptativa em xilose, a linhagem adquiriu capacidade de rápida assimilação e 
fermentação de xilose (Santos et al., 2016b). A evolução de LVY34.4 para 
tolerância ao ácido acético foi conduzida em garrafas seladas, em condições 
semi-anaeróbicas, utilizando xilose como única fonte de carbono. Ao meio de 
cultivo, o ácido acético foi inicialmente adicionado na concentração final de 4 g/L, 
sem ajuste de pH. Nessa concentração inicial, o pH do meio YP com 50 g/L de 
xilose era de aproximadamente 4,2, valor inferior ao pKa do ácido acético de 
4,76. Em meio de cultivo com pH abaixo do pKa do acético, a forma não 
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dissociada do ácido (RCOOH) prevalece, entrando na célula por difusão simples, 
resultando em um efeito mais tóxico para a célula (Mira et al., 2010). 
Bateladas sucessivas foram conduzidas, iniciando uma nova cultura com 
OD600 de aproximadamente 2. Quando a OD atingia o valor de 6, uma nova 
cultura era iniciada pela transferência de células da batelada anterior. Após 
sucessivas bateladas, era possível observar a diminuição do longo período inicial 
de latência e um aumento da velocidade de crescimento das células na condição 
seletiva imposta. Essa observação resultou em uma diminuição do tempo 
necessário entre as transferências. Trinta transferências sucessivas foram 
realizadas antes do aumento da concentração de ácido acético utilizado na 
evolução para 5 g/L. O mesmo critério foi adotado em uma nova rodada de 
experimentos e após 30 transferências, a concentração foi aumentada 
novamente, até a concentração final da evolução de 8 g/L. A medida que se 
aumentava a concentração de ácido acético utilizado, havia uma queda do pH, 
atingindo um valor menor do que 4 nas últimas transferências (Figura 1). 
 
 
Figura 1. Representação esquemática do procedimento de evolução utilizado. A 
partir da linhagem fermentadora de xilose LVY34.4, foram realizadas bateladas 
sucessivas em meio contendo xilose como única fonte de carbono, suplementado com 
concentrações crescentes de ácido acético, variando de 4 a 8 g/L. O pH utilizado em 
toda a evolução foi inferior ao pKa do ácido acético de 4,76. O gráfico mostra os valores 
aproximados do pH do meio durante a evolução. 
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A evolução foi originalmente conduzida em três experimentos 
independentes em paralelo. Porém, a maior velocidade de crescimento obtida 
por uma das evoluções levou a descontinuidade dos demais experimentos 
quando era utilizado a concentração de 6 g/L de ácido acético. Antes do aumento 
da concentração do inibidor utilizado, uma parte do pool de células evoluídas era 
guardada. Se a nova concentração de acético fosse letal, as células eram 
utilizadas em pelo menos 10 transferências adicionais na concentração anterior. 
Tal procedimento foi necessário após transferência para 6 e 7 g/L. 
 
Tabela 1. Linhagens de levedura utilizadas nesse estudo. 
Linhagem  Relevant genotype/features Referência 
LVYA1 PE-2; MATα Santos et al., 2016b 
LVY27 LVYA1; CEN5::pTDH1-xylA-tTDH1; gre3Δ; CEN2::pADH1-
XKS1-tADH1; CEN8::pADH1-XKS1-tADH1; 
CEN12::pTDH1-TAL1-tTDH1-pPGK1-RKI1-tPGK1; 
CEN13::pTDH1-TKL1-tTDH1-pPGK1-RPE1-tPGK1 
Santos et al., 2016b 
LVY34.4 LVY27; pOXylATy1 + evolução adaptativa em xilose Santos et al., 2016b 
LAY5 LVY34.4 + evolução adaptativa em acético e xilose Esse estudo 
LAY8 LVY34.4 + evolução adaptativa em acético e xilose Esse estudo 
LAY11 LVY34.4 + evolução adaptativa em acético e xilose Esse estudo 
LAY12 LVY34.4 + evolução adaptativa em acético e xilose Esse estudo 
LAY13 LVY34.4 + evolução adaptativa em acético e xilose Esse estudo 
LAY14 LVY34.4 + evolução adaptativa em acético e xilose Esse estudo 
LAY14x2n MATα/a; LAY14 diploide Esse estudo 
 
Isolamento de mutante tolerante ao ácido acético  
 
Após 30 repicagens sucessivas em meio contendo 6 g/L de ácido acético, 
o pool de células evoluídas foi avaliado em relação a tolerância ao ácido acético. 
Uma fermentação comparativa em meio YPD suplementado com 5 g/L de ácido 
acético foi realizado, comparando o crescimento com a linhagem base LVY34.4. 
O mix evoluído de células apresentou um período de latência menor em acético, 
confirmando as observações realizadas durante a evolução em relação ao 
aumento da tolerância (dado não mostrado). Assim sendo, o isolamento e 
screening de mutantes tolerantes foi iniciado. O isolamento foi feito em meio 
YNBX sólido contendo 5 g/L de ácido acético. Uma alíquota do pool de células 
evoluídas foi plaqueada para isolamento de colônias. Inicialmente, 50 colônias 
que apresentaram maior diâmetro de crescimento foram selecionadas. Em 
ensaios preliminares, a maior parte das colônias isoladas mostrou um aumento 
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de resistência. Porém, após repicagens sucessivas em YPD ou procedimento de 
congelamento e descongelamento para preparação de culturas permanentes, as 
linhagens selecionadas “perdiam” a resistência adquirida. Em fermentação 
comparativa em meio suplementado com ácido acético, nenhuma das linhagens 
selecionadas apresentou diferença no crescimento em relação a linhagem 
LVY34.4 (dado não mostrado). O mesmo procedimento foi adotado após a 
finalização das 30 bateladas consecutivas em meio com 7 g/L de acético. Da 
mesma maneira, a tolerância do pool de células evoluídas foi avaliada, 
apresentando um crescimento e consumo de açúcar superior a linhagem não 
evoluída. Contudo, o screening de 50 linhagens selecionadas pelo maior 
diâmetro em meio seletivo também não resultou no isolamento de linhagem com 
aumento de tolerância após repicagens sucessivas em meio não seletivo.  
Somente após a finalização das transferências em meio com 8 g/L de 
ácido acético, um novo screening realizado permitiu o isolamento de cepas cuja 
resistência era permanente. Uma alíquota do pool de células evoluídas, 
denominada Ev1AA, foi utilizada em uma fermentação comparativa com a cepa 
base LVY34.4 em meio YPD suplementado com 7 g/L de ácido acético.  As 
células evoluídas foram capazes de consumir o açúcar do meio e produzir etanol 
mais rapidamente, em relação a LVY34.4, apresentando um menor período de 
latência na fase inicial do consumo (Figura 2A e B).  
Da mesma maneira descrita anteriormente, as células presentes no 
experimento de evolução Ev1AA foram isoladas em meio sólido suplementado 
com ácido acético. As 50 colônias que apresentaram maior crescimento foram 
selecionadas. As linhagens escolhidas foram comparadas com LVY34.4 em 
meio contendo 50 g/L de xilose e 5 g/L de ácido acético. Conforme apresentado 
na figura 3, o perfil de tolerância ao inibidor e de consumo de açúcar foi bastante 
heterogêneo entre as cepas. As leveduras evoluídas LAY5, LAY8, LAY11, 
LAY12, LAY13 e LAY14 apresentaram melhor performance global e uma nova 
fermentação comparativa foi realizada entre os melhores isolados. 
Curiosamente, em meio contendo apenas xilose como fonte única de carbono e 
sem a presença do ácido, as linhagens selecionadas apresentaram uma 
assimilação mais rápida de xilose. A evolução não apenas aumentou a tolerância 
ao inibidor, como melhorou a taxa de consumo de xilose pelas linhagens 
evoluídas. Sem a presença do inibidor, todos os isolados tiveram assimilação de 
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xilose similar, sem diferença significativa entre eles. Porém, todas as cepas 
consumiram xilose mais rapidamente do que a LVY34.4 (Figura 4A). 
 
 
 
Figura 2. Análise da evolução adaptativa em acético. O pool de células presentes no 
experimento de evolução (Ev1AA) foi capaz de consumir a glicose (A) e produzir etanol 
(B) mais rapidamente na presença de 7 g/L de ácido acético. 
A 
B 
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Figura 3. Screening e análise dos isolados tolerantes ao ácido acético. Cinquenta 
isolados foram comparados com a cepa base LVY34.4 em meio contendo xilose 
suplementado com 5 g/L de ácido acético. A figura (A) mostra a porcentagem de 
consumo de xilose em relação ao tempo (legenda). As colônias evoluídas LAY5, LAY8, 
LAY11, LAY12, LAY13 e LAY14 apresentaram maior tolerância e foram selecionadas 
para ensaios complementares.  
 
Entre as linhagens selecionadas, a cepa LAY14 apresentou maior 
tolerância ao ácido acético, além do aumento da velocidade de crescimento em 
xilose, mesmo sem a presença do inibidor. Assim sendo, essa cepa foi 
selecionada para uma melhor caracterização. Curiosamente, a linhagem 
apresentava um visível aumento de tamanho da célula em relação ao parental 
LVY34.4 quando visualizada por microscopia (Figura 4B). Tal alteração 
morfológica provavelmente está associada as mutações que sofreu durante o 
processo de evolução. 
Para confirmar o novo fenótipo adquirido durante a evolução, a partir de 
uma linhagem permanente, repicagens sucessivas da LAY14 foram realizadas 
em meio YPD, seguido de um ensaio de crescimento em meio contendo acético. 
Tempo (h) 
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Após esse procedimento, uma nova fermentação foi realizada na presença do 
inibidor. Conforme esperado, a linhagem manteve a tolerância adquirida na 
evolução, sendo capaz de consumir xilose e produzir etanol mais rapidamente 
na presença de ácido acético, em relação a sua linhagem parental LVY34.4, de 
onde foi derivada (Figura 4A, 4B e 4C). Assim sendo, com base nos resultados 
obtidos, a linhagem LAY14 foi selecionada para sequenciamento e identificação 
das mutações que levaram ao fenótipo de tolerância e melhor consumo de xilose 
adquirido. 
 
 
 
 
 
Figura 4. Efeito da evolução no consumo de xilose dos melhores isolados. (A) 
Consumo de xilose pelas linhagens selecionadas sem a presença do inibidor. As 
A 
B 
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linhagens evoluídas em xilose e acético apresentaram uma assimilação mais rápida de 
xilose em relação ao parental LVY34.4. (B) Alteração morfológica do isolado LAY14 
visualizado por microscopia, com aumento do tamanho da célula em relação a linhagem 
LVY34.4. 
 
 
 
  
 
 
 
A 
B 
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Figura 5. Tolerância da cepa LAY14 ao ácido acético. Comparação do crescimento 
na presença do inibidor entre e cepa evoluída e o parental LVY34.4 (A). Consumo de 
xilose (B) e produção de etanol (C) da linhagem LAY14 em relação a LVY34.4 em meio 
contendo 50 g/L de xilose e 5 g/L de ácido acético, se ajuste de pH (valor de pH de 
aproximadamente 4,1). 
 
Sequenciamento do genoma e identificação das mutações  
 
O sequenciamento do DNA genômico da linhagem LAY14 foi realizado 
utilizando a plataforma Illumina/HiSEQ 2500, gerando 14,4 milhões de pares de 
reads paired-end de 100 pb cada e totalizando uma cobertura de 120x. O 
programa SPAdes (Bankevich et al., 2012) foi utilizado para montar o genoma 
que resultou em 214 contigs maiores que 1000 pares, totalizando 11,6 Mbps de 
genoma montado e um N50 de 109,6 Kbp. 
De forma a identificar as mutações geradas durante a evolução, os 14,4 
milhões de reads da linhagem LAY14 foram alinhados com a montagem da 
linhagem parental LVY34.4, de onde ela foi derivada, utilizando o Bowtie2 aligner 
(Langmead & Salzberg, 2012), configurado para permitir mismatches e indels. 
Um total de 88,6% de reads foi mapeado em relação ao genoma da LVY34.4. A 
identificação de polimorfismos de nucleotídeo único (SNPs) foram realizadas 
C 
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pela combinação dos programas Freebayes (Garrison & Marth, 2012) e GATK 
package (DePristo et al., 2011). Para evitar a identificação de falsos SNPs 
associados a erros de montagem do genoma de referência, os reads da 
linhagem parental LVY34.4 foram alinhados contra a montagem da linhagem 
parental e submetidos a mesma metodologia de identificação de SNPs descrita 
acima. Na sequência, um script customizado PERL foi utilizado para identificar 
polimorfismos que surgiram em LAY14 em relação a linhagem parental, 
descartando os SNPs identificados como erros de montagem. Apesar do longo 
tempo e das condições agressivas utilizadas na evolução, poucos SNPs foram 
identificados (Tabela 2). Alterações em YRF1, NUD1 e HXT6 levaram a 
alterações sinônimas. Curiosamente, a alteração de cinco bases no 
transportador HXT6, separados entre 14 nucleotídeos, não ocasionou na 
alteração da sequência de aminoácidos do transportador. Foi identificado 
também uma alteração de G por A no braço esquerdo da região telomérica do 
cromossomo oito. Uma mutação de troca de aminoácido foi identificada no gene 
que codifica a glicose-6-gosfato desidrogenase ZWF1, e uma mutação frameshift 
foi introduzida no gene CLN3, que codifica uma ciclina envolvida na regulação 
do ciclo celular. Entre os SNPs identificados, somente os encontrados nos genes 
ZWF1 e CLN3 potencialmente estão ligadas ao fenótipo de tolerância ao ácido 
acético.  
  
Tabela 2.  SNPs identificados na análise do genoma da LAY14  
Gene ID Nome REF ALT Mutação Troca de 
aminoácido 
Chr/Posição 
cDNA  
YNL241C ZWF1 G T missense variant glu192asp XIV/573 
YER190W YRF1 T C synonymous variant - V/2196 
YDR343C HXT6 ATxxxxxCxxxxCG TCxxxxxTxxxxAC synonymous variant - IV/671-684 
 TEL08L G A  - VIII/603 
YAL040C CLN3 CCCCCA CCCCCCA frameshift variant - I/1661-1666 
YOR373W NUD1 G A synonymous variant - XV/714 
 
Caracterização molecular e estrutural da linhagem mutante LAY14 
 
A análise molecular e estrutural anterior da linhagem LVY34.4 revelou que 
o gene xylA encontra-se integrado próximo ao CEN5, tendo sido amplificado in 
tandem durante a evolução adaptativa em xilose, resultando em 36 cópias do 
gene. A análise da região confirmou que os cassetes contendo o gene xylA estão 
separados pelo elemento LTR δ e possivelmente foram gerados por crossings 
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desiguais entre as cromátides irmãs durante divisões celulares que aconteceram 
no processo de evolução em xilose (Santos et al., 2016b). A análise de variação 
do número de cópias (CNV) na linhagem LAY14 foi realizada utilizando o 
programa cn.MOPS (Klambauer et al., 2012) utilizando os resultados dos 
alinhamentos dos reads de LAY14 contra o genoma da linhagem parental 
LVY34.4. Ao contrário do esperado, apesar da melhora da velocidade de 
consumo de xilose, a região contendo o gene xylA não teve amplificações 
adicionais. A região de 6237 pb contendo os genes xylA e LEU2, que sofreu 
amplificações em LVY34.4, apresentou uma redução de cerca de 20 cópias. A 
figura 6A mostra a cobertura da região, comparando as duas linhagens com a 
linhagem não evoluída LVY27 (que apresenta apenas uma cópia de xylA) e 
demonstra a redução da variação dos genes xylA e LEU2. LAY14 tem agora 
aproximadamente 16 cópias do gene que codifica a xylA integradas próximo ao 
CEN5. 
Alterações e possíveis rearranjos cromossomais gerados durante a 
evolução da LAY14 foram analisados através de um gel de eletroforese de 
campo pulsado (PFGE). O cariótipo da linhagem evoluída em acético foi 
comparado com a linhagem selvagem LVYA1, derivada de PE-2, LVY27 e 
LVY34.4 pela separação dos cromossomos. Entre as linhagens LVYA1 e LVY27, 
não houve alterações visíveis, com intensidade normal nas bandas que 
correspondem ao Chr05 e Chr08, de aproximadamente 580 Kb. Os 
cromossomos cinco e oito apresentam tamanho similares e migram em conjunto 
no gel. Conforme descrito anteriormente, em LVY34.4, a banda correspondente 
ao Chr05 migrou para outra região do gel, confirmado pela diminuição de 
intensidade na altura de 580 Kb e pelo aparecimento de uma nova banda na 
altura de aproximadamente 700 Kb (Santos et al., 2016b). Em LVAY14, a banda 
correspondente ao Chr05 sofreu uma redução ~70 Kb em relação a linhagem 
predecessora, apresentando uma nova banda na altura de aproximadamente 
630 Kb, ficando localizada no PFGE entre os Chr08 e Chr11. A análise do 
cariótipo entre as linhagens confirma que o deslocamento da banda 
correspondente ao Chr05 é explicado pela redução no número de cópias do gene 
que codifica a xilose isomerase organizadas in tandem na linhagem LVAY14 em 
relação ao parental. Esse dado reforça as afirmações apresentadas pela análise 
do genoma das linhagens. 
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Figura 6. Variação do número de cópias de xylA em LAY14. (A) Cobertura 
normalizada representando a variação do número de cópias do cassete contendo a xylA 
próximo ao centrômero cinco. A linhagem LAY14 (verde) perdeu ~20 cópias do cassete em 
relação a linhagem predecessora LVY34.4 (vermelho). A linhagem LVY27 (azul) possui uma 
A 
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cópia do cassete e originou as linhagens evoluídas. (B) Gel de eletroforese de campo 
pulsado (PFGE) sob condições de otimizadas para separação dos cromossomos das 
linhagens LVYA1 (PE-2), LVY27, LVY34.4 e LAY14. A região destacada em pontilhado 
corresponde a região do gel onde ocorreu a migração da banda do Chr05. 
 
Fermentação de hidrolisados lignocelulósicos para produção de etanol 2G 
 
 A produção de etanol de segunda geração depende não somente de 
linhagens capazes de fermentar xilose, mas também de resistir a inibidores 
gerados durante a produção de hidrolisados de materiais lignocelulósicos. Com 
esse propósito, hidrolisados foram produzidos de quatro tipos diferentes de 
biomassa: palha de cana-de-açúcar, bagaço de cana-de-açúcar, bagaço de 
cana-energia e eucalipto (Tabela 3).  
 
 
 
 
 
Figura 7. Conversão de açúcares de materiais lignocelulósicos. Produção de etanol 
pela linhagem diploide LAY14x2n a partir de hidrolisados produzidos de (A) Bagaço de 
cana-de-açúcar, (B) Bagaço de cana-energia, (C) Eucalipto e (D) Palha de cana-de-
açúcar. 
 
A B 
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Linhagens de leveduras utilizadas na indústria são normalmente 
organismos diploides como PE-2, CAT-1 ou poliploides, como a Ethanol Red, 
devido a maior robustez e tolerância a diferentes tipos de estresses. Com a 
premissa que as mutações que conferem o fenótipo de tolerância a LAY14 
podem ser de perda de função, ao invés de cruzar com outra de levedura de 
mating oposto para obtenção de uma levedura diploide, nós auto-cruzamos a 
linhagem LAY14, através da expressão transiente de um plasmídeo que 
expressa a endonuclease HO. Tal procedimento foi necessário, visto que a PE-
2 é uma levedura heterotálica devido a uma deleção de 36 aminoácidos 
(resíduos 524-559) que elimina a atividade de endonuclease de HO (Argueso et 
al., 2009). A linhagem diploide MATα/a selecionada foi denominada de 
LAY14x2n e utilizada na fermentação dos açúcares provenientes dos 
hidrolisados. 
Em todos os hidrolisados, celobiose estava presente em concentrações 
de 5 a 7 g/L. A concentração final de celobiose foi quantificada para identificar a 
quantidade de glicose produzida que seria adicionada para cálculo dos açúcares 
totais. A linhagem diploide evoluída LAY14x2n foi inoculada com uma baixa 
concentração inicial de células de 0,25 g DW/L, a fim de verificar a tolerância 
adquirida pela linhagem. Para todas as fermentações, furfural foi completamente 
consumido após 7 horas. HMF foi consumido em 14 horas para palha de cana e 
eucalipto, e após 26 e 34 horas para bagaço de cana-energia e cana-de-açúcar, 
respectivamente. A maior concentração de ácido acético foi de 6,48 g/L, obtido 
a partir do eucalipto. Mesmo com essa alta concentração de acético e de outros 
inibidores atuando em sinergia, glicose foi completamente consumida em 15 
horas e xilose tinha um residual de 2,5 g/L após 42 horas. A produção de xilitol 
foi observada apenas nesse hidrolisado, mas em baixa concentração, com um 
rendimento de 0,03 g/g-1. Um alto rendimento de etanol foi observado em todas 
as fermentações a partir com quatro diferentes tipos de biomassa, sendo o maior 
rendimento obtido de 0,47 g/g-1 a partir de palha de cana (Figura 7, tabela 3). 
LAY16 apresentou uma melhor performance global em bagaço de cana-de-
açúcar e de cana-energia, com maior produtividade volumétrica nesse último. 
Com base nos resultados fermentativos, a linhagem desenvolvida é capaz de 
tolerar eficientemente os inibidores e fermentar os açúcares derivados dos 
quatro tipos de biomassa utilizados. 
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Tabela 3. Performance fermentativa de LVAY14x2n em hidrolisados de diferentes biomassas 
Hidrolisado Concentração inicial 
de açúcar (g/L) 
 Concentração inicial de inibidor (g/L)  Rendimento (g/g-1)*  Produtividade (g/L h-1) 
Glicose Xilose  Ácido acético Furfural HMF Ácido fórmico Etanol Xilitol Glicerol 
 
Bagaço cana-
de-açúcar 
56.08 30.3  4.64 0.038 0.41 0.47  0.45 ± 0.01 ND 0.03 ± 0.01  0.91 
Bagaço cana-
energia 
37.73 22.7  3.24 0.02 0.2 0.42  0.46 ± 0.01 ND 0.03 ± 0.01  1.05 
Palha de cana 55.03 33  4.18 0.07 0.03 0.67  0.47 ± 0.01 ND 0.03 ± 0.01  0.69 
Eucalipto 41.93 25.65  6.48 0.09 0.04 0.34  0.46 ± 0.01 0.03 ± 0.00 0.03 ± 0.01  0.68 
* calculado a partir de açúcares totais para etanol e glicerol. Xilitol foi calculado a partir da concentração inicial de xilose; ND – não detectado. 
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Discussão 
 
As condições atípicas da fermentação industrial 1G no Brasil, utilizando 
intenso reciclo de células entre as bateladas de fermentação, levaram a um 
processo de evolução adaptativa natural e isolamento de cepas com alta 
tolerância as condições estressantes da fermentação industrial. Entre as 
características que a cepa PE-2 adquiriu nesse processo incluem um alto 
rendimento de etanol produzido, baixa produção de glicerol e espuma, alta 
viabilidade e permanência entre os reciclos e alta capacidade de implantação em 
fermentadores industriais (Basso et al., 2008). Sendo uma cepa com alta 
capacidade de adaptação, a manipulação de PE-2 permitiu previamente a 
obtenção de isolados com rápida fermentação de xilose e alto rendimento de 
etanol, através de mutações nos genes ISU1 e SSK2, associados com o 
aumento do número de cópias de xylA (Santos et al., 2016b). Para o 
desenvolvimento de uma linhagem idealizada para a produção de etanol 2G, 
além da capacidade de converter xilose, é essencial que a levedura tenha uma 
alta tolerância a compostos inibitórios não comuns ao processo de primeira-
geração (1G). A presença de inibidores em grande quantidade diminui as 
reservas de energia (e.g., ATP, NADH, NADPH), afetando diretamente as taxas 
de rendimento e produtividade das linhagens utilizadas, aumentando o tempo de 
operação e os custos de produção (Piotrowski et al., 2014). A alta quantidade de 
ácido acético liberado a partir do processamento de biomassa vegetal faz que 
que a tolerância a esse inibidor seja um grande gargalo no processo 2G. 
A evolução da linhagem fermentadora de xilose LVY34.4 foi conduzida na 
presença do ácido acético sempre em pH inferior ao pKa do inibidor (4,76) 
(Figura 1). A concentração da forma não dissociada dos ácidos em hidrolisados 
depende do pH, fazendo com que esse seja um fator limitante na fermentação 
(Palmqvist & Hahn-Hägerdal, 2000). Abaixo do valor do pKa, a forma não 
dissociada prevalece e pode entrar na célula de levedura por difusão simples, se 
dissociando internamente e diminuindo o pH neutro do citosol. A estimulação da 
atividade de Pma1p leva a gasto de ATP a fim de restabelecer os valores de pH 
intracelulares (Mira et al., 2010). Além disso, a evolução foi conduzida 
inteiramente utilizando xilose como fonte de carbono, o que gera um balanço 
energético inferior por molécula de açúcar convertida, em comparação ao obtido 
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a partir da fermentação de glicose. Tal condição mais rigorosa de cultivo levou a 
um aumento da fase lag de crescimento, observado no início da evolução e 
quando se aumentava a concentração do ácido, com consequente diminuição 
no valor do pH. O efeito de toxicidade do ácido acético em uma linhagem com a 
via da xilose isomerase já havia sido reportado anteriormente. A adição de 3 g/L 
de acético em meio com pH 3,5 teve um grande impacto negativo na taxa de 
consumo de xilose pela linhagem RWB218 (Kuyper et al., 2005), deixando 50% 
de xilose residual após 48hs de fermentação. Em pH 5, a adição dessa mesma 
concentração de inibidor não afetou o consumo de xilose (Bellissimi et al., 2009).  
O isolamento de colônias nas evoluções com 6 e 7 g/L falhou em obter 
células com resistência permanente ao ácido acético. Sem a indução do ácido, 
as linhagens isoladas perdiam a tolerância adquirida. O mesmo efeito já foi 
observado anteriormente em outros estudos, onde o aumento da tolerância era 
obtido após exposição a baixas concentrações do ácido em baixo pH ou em 
bateladas consecutivas utilizando concentrações crescentes de acético. Porém, 
sem a indução, a tolerância era perdida (Wright et al., 2011; Sanchezinogué et 
al., 2013). González-Ramos (2016) desenvolveu uma nova abordagem de 
evolução adaptativa, visando obter tolerância constitutiva ao invés de apenas 
induzível. A estratégia baseada em ciclos alternados de cultivo na presença e 
ausência do inibidor permitiu isolar mutantes cuja resistência era permanente.  
Somente após o prolongado cultivo variando desde 4 a 8 g/L em baixo pH 
é que foi possível de se obter poucas colônias cuja resistência não dependia de 
indução. Entre elas, LAY14 apresentou a melhor performance, com uma maior 
capacidade de assimilação de xilose superior a linhagem parental LVY34.4 
(Figura 5). A baixa capacidade de LVY34.4 consumir xilose na presença do 
inibidor pode ser explicada pela menor capacidade de produzir ATP durante o 
consumo desse açúcar. ATP é necessário não somente para o crescimento 
celular, mas também para a manutenção celular e expulsão de prótons gerados 
pela dissociação interna do ácido orgânico (Bellissimi et al., 2009). A linhagem 
evoluída também apresenta uma taxa de consumo de xilose superior ao parental 
mesmo na ausência do inibidor (Figura 4). A análise do genoma de LAY14 
identificou que a linhagem apresenta cerca de 16 cópias do gene que codifica a 
xilose isomerase. Em relação a linhagem LVY34.4, de onde foi derivada, ela 
possui 20 cópias a menos de xylA, o que foi confirmado pelo PFGE (Figura 6A e 
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B). Como as cópias estão organizadas in tandem e na mesma orientação, 
provavelmente ocorreu um evento de recombinação nesse locus entre as cópias, 
o que levou a excisão e perda gênica. E ao contrário do esperado, a diminuição 
do número de cópias de xylA não reduziu o consumo de xilose. O aumento da 
assimilação desse açúcar provavelmente está associado as outras modificações 
que a linhagem sofreu durante a evolução. 
Entre as mutações identificadas pela análise do genoma de LAY14 em 
relação ao parental LVY34.4, apenas dois SNPs identificados nos genes CLN3 
e ZWF1 potencialmente estão ligados as características de tolerância e aumento 
da capacidade fermentativa de xilose da linhagem. Ambas as modificações estão 
em fase de validação. O gene ZWF1 codifica a proteína glicose-6-fosfato 
desidrogenase, que catalisa a primeira reação da fase oxidativa da via das 
pentoses fosfato, regenerando NADPH a partir de NADP+. É a principal via do 
metabolismo de S. cerevisiae para a formação de NADPH (Celton et al., 2012). 
A mutação encontrada na posição 192 levou a troca de aminoácido de ácido 
glutâmico para ácido aspártico (Tabela 2). A troca de aminoácido não causou a 
perda de função da proteína, visto que na linhagem TMB3255, a interrupção de 
ZWF1 levou a uma redução de 84% na taxa de consumo de xilose (Jeppson et 
al., 2002). 
O gene ZWF1 já foi identificado previamente como relacionado a 
tolerância de S. cerevisiae a inibidores derivados de material lignocelulósico. O 
aumento da expressão de ZWF1 na presença de ácido acético, furfural e HMF 
já contribuiu com a adaptação da levedura a esses inibidores (Cunha et al., 
2015).  Previamente, a interrupção dos genes ZWF1, GND1, RPE1 e TKL1 
ocasionou maior sensibilidade a furfural e HMF. Mutantes da via PPP são 
ineficientes em reduzir furfural em um álcool menos tóxico chamado furfuril, 
resultado de uma menor concentração de NADPH (Gorsich et al., 2006). A 
deleção de ZWF1 e outros genes da PPP confere também sensibilidade ao 
acetaldeído (Matsufuji et al., 2008). Além disso, ZWF1 tem um importante papel 
na adaptação ao estresse oxidativo, uma função importante em leveduras 
evoluídas para consumo de xilose. Mutações de diminuição ou perda de função 
em genes relacionados a montagem e entrega de clusteres de Fe-S, como a 
mutação no gene ISU1 em LVY34.4, levam ao acúmulo na quantidade de ferro 
intramitocondrial (REF, Santos et al., 2016b). A perturbação da homeostase de 
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Fe2+ causada pelo acúmulo desse íon leva a um aumento na quantidade de 
radicais livres na célula e a indução de estresse oxidativo (Gomez et al., 2014). 
Sendo NADPH uma molécula redutora chave na proteção contra o estresse 
oxidativo, o aumento da expressão de ZWF1 pode reduzir o dano causado pelo 
acúmulo de Fe2+ na célula (Jensen et al., 2004; Allen et al., 2010). 
O segundo SNP identificado em LAY14 foi no gene CLN3, que codifica 
uma ciclina da fase G1 do ciclo celular. Ela ativa a quinase Cdc28p para 
promover a transição da fase G1 para S e atua na regulação das ciclinas CLN1 
e CLN2 (Cross & Blake, 1993). Na transição de G0 para G1, CLN3 é um dos 
primeiros genes a serem transcritos, regulando a duração da fase G1 pela 
coordenação do crescimento e divisão, e pode influenciar no tamanho da célula 
(Shi & Tu, 2013). As funções de CLN3 na fase G1 envolvendo o controle do 
tamanho celular, sensibilidade a feromônio, progresso do ciclo celular e 
transcrição/ativação de genes dependem da proteína Swi6p, envolvida nos 
complexos de transcrição Swi4p-Swi6p (SBF) e Mbp1-Swi6p (MBF) (Wijnen et 
al., 2002; Wang et al., 2009). São responsáveis pela regulação de diversos 
genes envolvidos na transição de G1 para S, e podem ser ativados, em parte, 
através da fosforilação do inibidor Whi5p, catalisada por CLN3/CDC28 (de Bruin 
et al., 2004; Costanzo et al., 2004; Ferrezuelo et al., 2010; Shi & Tu, 2013). 
Genes relacionados a regulação do tamanho celular afetam a expressão das 
ciclinas. Por exemplo, a perda de função nos genes CLN3 ou BCK2 atrasa a 
expressão das ciclinas CLN1 e CLN2, aumentando o tamanho da célula, 
enquanto que a perda de função em WHI2 ou WHI3 aumenta a transcrição de 
CLN1 e CLN2, o que resulta em células reduzidas (Zhang et al., 2002). Em cln3Δ, 
as células se tornam maiores e ficam um maior tempo na fase G1 (Turner et al., 
2012; Shi & Tu, 2013). Isso explica o maior tamanho da LAY14 em relação ao 
seu parental (Figura 4B). A mutação encontrada na cepa evoluída LAY14 levou 
a uma mudança no quadro de leitura, possivelmente inativando a função da 
ciclina CLN3. Um mutante cln3Δ é viável porque há métodos alternativos de 
induzir a transcrição das ciclinas CLN1 e CLN2, como através de BCK2 (Wang 
et al., 2009). Um duplo mutante cln3Δ bck2Δ não é viável devido a estagnação 
na fase G1 (Di Como et al., 1995; Jorgensen et al., 2002). 
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Figura 8. Potencial mecanismo de tolerância ao acético e fermentação de xilose 
em LAY14. A linhagem LAY14 possui as mutações em ZWF1 e CLN3, adquiridas 
durante a evolução na presença de acético, e ISU1, herdada do parental LVY34.4. O 
aumento do consumo de xilose pode ser atribuído a um efeito sinergistico entre ISU1 e 
CLN3. O gene ZWF1 já foi descrito anteriormente como responsável pela tolerância a 
diversos tipos de estresse. 
 
Além do tamanho alterado da célula, a mutação encontrada no gene CLN3 
provavelmente causou o aumento do consumo de xilose pela linhagem LAY14. 
CLN3 possui interação descrita com genes recentemente relacionados ao 
aumento da capacidade de fermentação de xilose, como NAB3, HOG1 e IRA2 
(Sugimoto et al., 1995; Mizunuma et al., 2013; Santos et al., comunicação 
pessoal; Sato et al., 2016). Sato et al. (2016) sugere uma interação epistática 
entre os genes ISU1, GRE3, HOG1 e IRA2 que permite a fermentação 
anaeróbica de xilose em linhagens contendo xylA. A perda de função causada 
pelas mutações identificadas em CLN3 e no gene ISU1 aumentou a capacidade 
da linhagem de fermentar xilose de LAY14 em relação ao seu parental LVY34.4, 
apenas com a mutação em ISU1 (Santos et al., 2016b). As linhagens floculantes 
LVY34.6R, LVY35.10R e LVY41.10R adquiriram mutação no gene NAB3 que 
conferiu a capacidade de fermentar xilose pelas cepas (Santos et al., 
comunicação pessoal). CLN3 possui interação com um complexo formado por 
NAB3 e NRD1. Darby et al. (2012) hipotetizou que o complexo pode atuar 
interrompendo prematuramente a transcrição de CLN3, ou estimulando a 
degradação de Cln3p através de um exossoma nuclear, resultando na repressão 
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específica de CLN3. Adicionalmente, a via RAS/cAMP/pKA, envolvida na 
reulação pós-traducional de uma grande variedade de proteínas já foi 
previamente associada ao metabolismo de xilose pela deleção do regulador 
negativo IRA2 (Sato et al., 2016) e também é necessária para a progressão da 
fase G1 para S do ciclo celular, modulando o tamanho da célula (Tamanoi, 2011; 
Belotti et al., 2012). As mutações identificadas em CLN3, IRA2 e NAB3 podem 
estar relacionadas ao mesmo mecanismo regulatório transcricional responsável 
por permitir a utilização de xilose nas linhagens evoluídas. 
A linhagem diploide LVAY14x2n foi capaz de converter eficientemente os 
açúcares presentes nos hidrolisados lignocelulósicos, mesmo iniciando o cultivo 
com uma baixa quantidade inicial de células. O inibidor presente em maior 
quantidade era o ácido acético, reforçando a importância de compreender os 
mecanismos moleculares responsáveis pela tolerância de S. cerevisiae a ácidos 
orgânicos. Muitos genes e mecanismos de resistência já foram descritos em 
levedura. Por exemplo, a linhagem ATCC 38555, selecionada para tolerância a 
esse inibidor, possui um curto período de adaptação ao ácido acético e aumento 
da expressão de AFT1 e HAA1 (Haitani et al., 2012). AFT1 é um fator de 
transcrição envolvido na homeostase e utilização de ferro, enquanto que HAA1 
é um ativador transcricional envolvido na adaptação a ácidos fracos e ativação 
de alvos relacionados a resposta ao estresse, como TPO2, TPO3 e YRO2. A 
superexpressão de HAA1 já conferiu maior tolerância ao ácido acético, 
diminuindo os níveis intracelulares do inibidor (Tanaka et al., 2012). Mutações 
nos genes ASG1, ADH3, SKS1 e GIS4 conferem a célula uma tolerância 
constitutiva ao ácido acético, embora os mecanismos desse aumento de 
resistência ainda não foram elucidados. Especula-se que a deleção de ASG1 
possa reduzir a atividade da ATPase de membrana para controlar o pH 
intracelular (González-Ramos et al., 2016). Outras modificações já associadas a 
tolerância ao ácido acético incluem a superexpressão de TAL1 pela diminuição 
do acúmulo de intermediários da via PPP na presença do inibidor (Hasunuma et 
al., 2011); a introdução de um fator de transcrição artificial zinc-finger-based, que 
identificou os genes QDR3 e IKS1 associados a tolerância ao ácido acético (Ma 
et al., 2015), e a identificação de um efeito poligênico entre os genes GLO1, 
DOT5, CUP2 e VMA7 na tolerância ao ácido acético (Meijnen et al., 2016). 
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Estudos de análise funcional estão sendo conduzidos para confirmar o 
efeito das mutações nos genes ZWF1 e CLN3 em LAY14 e relacionar com o 
aumento da taxa de consumo de xilose e resistência ao inibidor. A identificação 
desses novos alvos moleculares aponta novas direções na modificação racional 
de leveduras para tecnologias de segunda geração. O alto rendimento de etanol 
obtido de 0.47 g/g-1 a partir de material lignocelulósico mostra o potencial da 
linhagem produzida na indústria de etanol 2G. Devido à alta capacidade de 
fermentação de xilose e tolerância ao ácido acético, a linhagem LAY14 foi 
utilizada como base no cruzamento e desenvolvimento da primeira linhagem de 
levedura geneticamente modificada, cuja liberação comercial foi aprovada para 
uso no Brasil. Atualmente, a linhagem é utilizada industrialmente na produção 
comercial de etanol 2G. 
 
Métodos 
 
Linhagens utilizadas e condições de cultivo  
As linhagens de S. cerevisiae utilizadas nesse estudo estão descritas na 
tabela 1. O esporo haplóide LVYA1 é derivado da linhagem industrial PE-2 
(CBMAI 0959). Para preparação de inóculos e crescimento celular, as linhagens 
foram cultivadas em meio YP (10 g/L de extrato de levedura, 20 g/L peptona), 
suplementado com 20 g/L de D-glicose (YPD) e incubadas a 30 ºC, 200 rpm. A 
seleção de LAY14 após a transformação foi realizada em YPD acrescido de 20 
g/L de ágar, suplementado com 30 μg/ml de zeocina. Transformantes positivos 
foram inoculados em meio YPG (YP + 20 g/L galactose) por 8 horas antes do 
isolamento das colônias. O isolamento de colônias da evolução foi feito em meio 
YNB (6,7 g/L de yeast nitrogen base without amino acids, Difco), suplementado 
com 1 g/L de drop-out, 20 g/L de xilose, 20 g/L de ágar e 5 g/L de ácido acético. 
 
Evolução adaptativa  
 
A evolução da linhagem fermentadora de xilose LVY34.4 foi conduzida 
em condições semi-anaeróbicas em uma garrafa selada de 100 mL e volume de 
trabalho de 80 mL. As evoluções foram conduzidas através de bateladas 
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sucessivas em meio YP suplementado com 50 g/L de xilose e concentração 
inicial de 4 g/L de ácido acético. Não houve ajuste de pH durante a evolução. 
Cada batelada era iniciada com OD600 de aproximadamente 2. A transferência 
era realizada quando atingia OD de aproximadamente 6. A concentração de 
ácido acético foi elevada após 30 transferências sucessivas, variando a 
concentração de 4 – 8 g/L (Figura 1). Se não era possível observar crescimento 
após o inóculo em uma nova e maior concentração de acético, cerca de 10 – 20 
transferências adicionais eram realizadas em meio com a concentração anterior 
do inibidor. As evoluções foram inicialmente conduzidas em triplicata. Porém, 
devido ao maior crescimento de um dos experimentos, os demais foram 
abandonados quando a concentração atingiu 6 g/L. Para o isolamento das cepas 
evoluídas, uma alíquota da evolução foi inoculada em meio YNB sólido contendo 
xilose como fonte de carbono e suplementado com ácido acético. Após 
incubação a 30 ºC, as colônias que apresentaram o maior tamanho foram 
isoladas para caracterização posterior. 
 
Fermentações 
 
Os ensaios fermentativos foram realizados em meio YPD (20 g/L de 
glicose) suplementado com 7 g/L de ácido acético para teste do pool de células 
evoluídas.  Exatamente 1 mL da mistura de linhagens evoluídas foi cultivada em 
YPD overnight para a preparação do inóculo para a fermentação, iniciando a 
cultura com OD de aproximadamente 1,0. Não houve controle e nem ajuste de 
pH e a temperatura e velocidade de agitação foram mantidas constantes, 
respectivamente, em 30 ºC e 200 rpm, em garrafas seladas com 80 mL de 
volume de trabalho. Para as colônias isoladas, a fermentação foi conduzida em 
meio YP, suplementado com 50 g/L de xilose (YPX), acrescido ou não de 5 g/L 
de ácido acético, nas mesmas condições descritas anteriormente. Todos os 
experimentos foram conduzidos em triplicata, com exceção da triagem das 
células após evolução. Amostras foram retiradas para medir OD e para posterior 
análise por cromatografia líquida de alta eficiência (HPLC).  
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Procedimentos analíticos 
A quantificação de glicose, xilose, xilitol, glicerol, ácido acético, ácido 
fórmico, etanol, HMF e furfural foi realizada por Cromatografia Líquida de Alta 
Eficiência (HPLC) utilizando o cromatógrafo Alliance HT (Waters) com detector 
de índice de refração (Waters 2414) e arranjo de diiodos (Waters 2998). As 
amostras foram analisadas utilizando coluna de exclusão iônica Aminex HPX-
87H (300mm x 7,8mm, BioRad®), aquecida em forno a 35 ºC, H2SO4 5 mM como 
fase móvel a uma vazão de 0,6 mL/min. Uma curva padrão com as 
concentrações conhecidas com compostos de interesse foi analisada pelo 
mesmo procedimento. As concentrações dos compostos nas amostras foram 
determinadas por comparação das áreas dos picos cromatográficos obtidos com 
as curvas de calibração. 
 
Eletroforese de campo-pulsado (PFGE) 
O procedimento para eletroforese de campo pulsado (PFGE) para 
resolução do cariótipo das linhagens foi conduzido conforme descrito 
previamente (Argueso et al., 2008). Culturas de cada linhagem analisada foram 
crescidas em meio YPD liquido por 48 horas. 100 mg de células foram 
misturados a 40 μL de Zymolyase 25mg/ml e 100 μL de uma solução 0,5% de 
agarose low melting point (Biorad) e a solução homogeneizada de células foi 
aliquotada em moldes de plugs de agarose para PFGE. Após solidificados, os 
plugs foram incubados overnight a 37oC em uma solução 500mM EDTA e 10mM 
Tris (pH 7.5). Em seguida, foram adicionados 400μL de uma solução contendo 
sarcosil 5% e proteinase K 5mg/mL (Bioline) e as amostras foram incubadas a 
50ºC por 5 horas. A primeira lavagem dos plugs foi realizada com agua destilada, 
seguida de 5 a 7 lavagens com solução Tris 20mM e EDTA 50mM (pH 8.0). Géis 
de agarose do tipo pulsed field certified (BioRad) a 1% foram preparados 
contendo em cada poço os plugs contendo material genômico intacto das 
linhagens LVYA1, LVY27, LVY34.4 e LAY14. As corridas foram realizadas no 
equipamento da BioRad CHEF (Contour-clamped Homogeneous Electric Field) 
DR III durante 54 horas em uma solução de TBE 0.5% a 14ºC. As condições 
adicionais de corrida utilizadas foram: 5 Volts/cm, switch time inicial de 47 
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segundos e switch time final de 170 segundos. Os géis foram corados em 500 
ml de água destilada contendo 10μL de brometo de etídio e fotografados em um 
Gel ChemiDoc XRS+ System (Biorad). 
 
Sequenciamento e análise dos CNVs e SNPs  
 
O sequenciamento do DNA genômico da linhagem LAY14 foi realizado 
utilizando a plataforma Illumina/HiSEQ 2500 da facility de sequenciamento da 
University of North Carolina (UNC, USA). O programa SPAdes (Bankevich et al., 
2012) foi utilizado para a montagem do genoma. Para identificação das 
mutações, os reads gerados da linhagem LAY14 foram alinhados com a 
montagem da linhagem parental LVY34.4 utilizando o Bowtie2 aligner 
(Langmead & Salzberg, 2012), configurado para permitir mismatches e indels. A 
identificação de polimorfismos de nucleotídeo único (SNPs) foram realizadas 
pela combinação dos programas Freebayes (Garrison & Marth, 2012) e GATK 
package (DePristo et al., 2011). Um script customizado PERL foi utilizado para 
identificar polimorfismos que surgiram em LAY14 em relação a linhagem 
parental, descartando os SNPs identificados como erros de montagem. A análise 
de variação do número de cópias (CNV) na linhagem LAY14 foi realizada 
utilizando o programa cn.MOPS (Klambauer et al., 2012) 
 
Transformação e diploidização de LAY14 
A transformação de levedura for feita utilizando o método de LiAc/SS-
DNA/PEG descrito por Gietz e Schiestl (2007). A linhagem LAY14 foi 
transformada com o plasmídeo pSHO (comunicação pessoal), contendo o gene 
que codifica a endonuclease HO no lugar do gene que codifica a recombinase 
Cre no plasmídeo pSH65 (Gueldener et al., 2002). Após seleção, um 
transformante foi inoculado em meio YPG por oito horas para a indução da HO 
pelo promotor GAL e as colônias foram isoladas para triagem do diploide. A 
confirmação do diploide foi realizada por PCR de acordo com Illuxley et al. 
(1990). 
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Preparação dos hidrolisados lignocelulósicos 
 
A eficiência da linhagem selecionada LAY14x2n em converter os 
açúcares de biomassa lignocelulósica em etanol foi avaliada pela fermentação 
dos hidrolisados obtidos a partir de cavaco de eucalipto, palha de cana-de-
açúcar e bagaço de cana-de-açúcar e cana-energia. Cento e cinquenta gramas 
de cada material foi pré-tratado utilizando explosão a vapor, mantendo a 
temperatura de 183 ºC por cinco minutos antes da explosão. O material pré-
tratado foi hidrolisado com carga total de sólidos de 15% (w/v) usando o coquetel 
comercial da Novozymes CTEC3, com pH de 5 a 50 ºC por 72 horas. Amostras 
foram coletadas para a quantificação dos açúcares e inibidores liberados. Para 
a fermentação, uréia foi adicionada na concentração final de 1 g/L e o pH final 
foi ajustado para 6 com KOH. Nenhum outro componente foi adicionado para a 
fermentação. 
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APÊNDICE I – DA CIÊNCIA À INDÚSTRIA 
 
Da ciência básica - iniciamos a construção de uma linhagem de levedura 
fermentadora de xilose utilizando diversas abordagens. As duas vias de 
conversão de xilose foram investigadas, com testes de diferentes genes e 
criação de centenas de cepas com performances variadas. Após experimentos 
de engenharia metabólica e adaptação evolutiva para consumo de xilose e 
tolerância ao ácido acético, a cepa com melhor performance fermentativa 
LAY14, derivada de LVY34.4 e PE-2, foi selecionada como a linhagem com 
melhor desempenho fermentativo entra as leveduras desenvolvidas. LAY14 foi 
utilizada no cruzamento com cepas selvagens naturalmente resistentes a 
inibidores presentes em hidrolisados lignocelulósicos.  
À indústria - a cepa diploide resultante, denominada Celere 2L, 
atualmente, está sendo utilizada na usina de segunda geração Bioflex, localizada 
em Alagoas, com capacidade de produção de 82 milhões de litros de etanol por 
ano. A linhagem é utilizada na fermentação do hidrolisado, produzido a partir de 
palha de cana, em etanol 2G. 
 
 
Figura 1: Planta comercial de etanol de segunda geração. Unidade Bioflex, do grupo 
GranBio, construída em São Miguel dos Campos, Alagos, Brasil. 
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Por se tratar de um organismo geneticamente modificado, a levedura 
desenvolvida foi utilizada na elaboração de um relatório submetido à Comissão 
Técnica Nacional de Biossegurança (CTNBio) para liberação comercial. Em 7 de 
maio de 2015, através do parecer técnico nº 4526/2015, o CTNBio, após 
apreciação do pedido de parecer para liberação comercial de microrganismo 
geneticamente modificado e seus derivados, concluiu pelo seu deferimento.  
O micro-organismo construído nesse trabalho foi a primeira levedura 
100% desenvolvida no país que teve sua liberação aprovada para uso comercial, 
criando um marco histórico no setor 2G. Fomos da ciência básica à indústria. O 
desenvolvimento dessa levedura, bem como uma maior compreensão da 
fisiologia e metabolismo de uma levedura S. cerevisiae fermentadora de xilose, 
gerados nesse trabalho, representam um importante avanço na viabilização da 
produção de etanol de segunda-geração. 
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Conclusões 
 
Ao longo desse trabalho, utilizando o background da levedura PE-2, 
amplamente utilizada em usinas de primeira-geração, desenvolvemos uma 
série de linhagens que podem ser empregadas como biocatalisadoras em 
fermentações de açúcares de segunda-geração. 
Por meio de procedimentos de engenharia metabólica em leveduras 
com a via Xilose Redutase – Xilitol Desidrogenase (XR-XDH), realizamos 
manipulações no balanço redox e na quantidade de cofatores produzidos pela 
célula, ajustando o estado redox intracelular e controle do fluxo de carbono, o 
que resultou no melhoramento da performance fermentativa das leveduras. A 
melhor estratégia empregou o gene XYL1.2, que codifica uma xilose redutase 
na levedura Spathaspora passalidarum. A linhagem LVY142 obtida alcançou 
um rendimento de 0,40 g etanol/g xilose e uma significativa redução nos 
subprodutos xilitol e glicerol. A cepa evoluída derivada de LVY142 apresentou 
significativa melhora de performance e apresenta potencial para ser 
empregada na indústria na produção de etanol de segunda-geração. 
Da mesma maneira, utilizando procedimento de engenharia metabólica 
e evolução adaptativa em linhagens com a via da xilose isomerase (xylA), 
obtivemos cepas com alta eficiência fermentativa e rendimentos de até 0,46 g 
etanol/g xilose. O sequenciamento do genoma das cepas evoluídas identificou 
amplificações do gene xylA, comum a todas as linhagens. As mutações 
pontuais identificadas em ISU1, que codifica uma proteína mitocondrial 
envolvida na montagem de clusters de Fe-S e de SSK2, componente da via de 
osmorregulação MAPKKK, conferem às linhagens a capacidade de consumir 
xilose sem a necessidade de procedimentos de evolução. Além disso, foram 
isoladas linhagens floculantes com mutações em comum nos genes NAB3 e 
TUP1. Mutações em genes relacionados à via de formação de clusters de Fe-
S estão associadas ao aumento da quantidade de ferro intramitocondrial. 
Dessa forma, foi observado que a suplementação do íon Fe2+ ao meio de 
crescimento da levedura aumenta a capacidade fermentativa de xilose mesmo 
em células não evoluídas, o que sugere um potencial aditivo para tecnologias 
de segunda-geração. O uso de evolução adaptativa também permitiu o 
isolamento de célula com maior tolerância ao ácido acético e aumento da 
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capacidade fermentativa de xilose. O sequenciamento genômico da linhagem 
LAY14 identificou mutações em CLN3 e ZWF1. 
As mutações identificadas em linhagens obtidas a partir de 
experimentos de evolução independentes destacam diferentes vias 
metabólicas potencialmente relacionadas ao mesmo sistema de sinalização 
para regulação da fermentação de xilose. A identificação dessas mutações 
auxilia no desenvolvimento de novos alvos metabólicos para a engenharia 
racional de leveduras e construção de cepas com maior capacidade 
fermentativa. Apesar da construção de linhagens de S. cerevisiae capazes de 
consumir xilose ter sido iniciada há décadas, a identificação das mutações 
responsáveis pela melhora da assimilação de xilose ou a compreensão do 
metabolismo de C5 ainda está em seu início. As informações obtidas ao longo 
da condução desse trabalho fornecem dados para auxiliar na elucidação das 
bases genéticas e da interação da complexa rede metabólica envolvida na 
fermentação de xilose em S. cerevisiae. 
A linhagem desenvolvida nesse trabalho LAY14, derivada de LVY34.4 
e PE-2, foi selecionada como a linhagem com melhor desempenho 
fermentativo dentre as leveduras desenvolvidas. LAY14 foi utilizada no 
cruzamento com cepas selvagens naturalmente resistentes a inibidores 
presentes em hidrolisados lignocelulósicos e o diploide resultante está sendo 
utilizado industrialmente na fermentação de açúcares provenientes da 
biomassa lignocelulósica em etanol de segunda-geração. Essa linhagem foi a 
primeira levedura integralmente desenvolvida no Brasil que teve sua liberação 
comercial aprovada pelo CTNbio. A geração de tecnologias desenvolvidas no 
presente trabalho contribui na produção e viabilização da tecnologia de etanol 
2G, auxiliando o Brasil na liderança do desenvolvimento de biocombustíveis 
de fontes renováveis. 
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Petroquímica verde 
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A sociedade moderna é dependente do uso do petróleo e seus 
derivados para a sua manutenção e desenvolvimento. Sua principal aplicação é 
na forma de combustíveis líquidos, embora uma enorme variedade de outros 
produtos possa ser obtida a partir de seu fracionamento como plásticos, 
asfalto, parafinas, cosméticos, detergentes, entre outros. Entretanto, tornou-se 
um consenso mundial a necessidade de substituição do petróleo por fontes 
alternativas de energia, especialmente provenientes de fontes renováveis. Os 
motivos são de ordem econômica, como a progressiva diminuição das reservas 
naturais de petróleo e o custo cada vez mais elevado para a extração de novas 
reservas (e.g. o pré-sal), associados a preocupações envolvendo os prejuízos 
causados ao meio ambiente. Dessa maneira, um substituto com características 
promissoras, renovável e com potencial para ser utilizado em larga escala pela 
indústria, é a biomassa.  
Análogo ao petróleo, a biomassa vegetal também é um conjunto de 
compostos quimicamente distintos que podem ser fracionados gerando 
componentes com destinações específicas. Do mesmo modo que uma refinaria 
petroquímica produz uma grande variedade de produtos a partir do petróleo 
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bruto, os mesmos princípios podem ser aplicados a uma refinaria baseada em 
biomassa. O termo “Biorrefinaria” tem sido utilizado para descrever tal processo 
e pode ser definido como "uma facility para atingir grande escala de produção 
integrada de combustíveis, energia elétrica e químicos a partir de biomassa". 
Uma biorrefinaria tem a capacidade de utilizar diferentes matérias-primas, 
dependendo de sua disponibilidade e preço de mercado, podendo substituir de 
forma eficiente todos os derivados de origem fóssil (Madsen, 2007). Dentro do 
conceito de biorrefinarias, micro-organismos podem ser utilizados como 
plataformas eficientes na conversão da biomassa vegetal em produtos de alto 
valor agregado. Como exemplo dessa aplicação, recentes avanços no campo 
da biologia molecular possibilitaram a modificação de micro-organismos para 
utilizar novas rotas biossintéticas para produção de monômeros a partir de 
fontes renováveis (Rincones et al., 2009). 
Substituir o uso das reservas fósseis por fontes renováveis é um enorme 
desafio, que só pode ser superado por países com características competitivas 
em disponibilidade de terras, qualidade de solo e clima. Nesse ponto, a 
liderança mundial brasileira na produção e uso economicamente viável de 
combustíveis renováveis foi assegurada por desenvolvimentos tecnológicos e 
investimentos realizados persistentemente durante as últimas décadas 
(Goldemberg et al., 2008). O biocombustível mais utilizado no mundo é o etanol 
obtido a partir da extração e fermentação de açúcares presentes em diferentes 
matérias primas, o chamado etanol de primeira geração. Apesar de diversas 
matérias-primas poderem ser utilizadas no processo, o etanol produzido no 
Brasil é essencialmente advindo da cana-de-açúcar, considerada uma cultura 
de alta produtividade de biomassa e de extrema eficiência fotossintética, 
acumulando grandes reservas de sacarose que são extraídas e utilizadas no 
processo fermentativo. Em 2009, o Brasil alcançou a produção de 27 bilhões 
de litros, só ficando atrás dos EUA com 40 bilhões de litros, os dois maiores 
produtores mundiais (Perrone et al., 2010).  
O etanol de segunda geração ou etanol celulósico consiste na conversão 
dos polissacarídeos que compõem a parede celular vegetal em etanol.  
Considerada uma das mais promissoras tecnologias em fase de 
desenvolvimento, o etanol celulósico pode ser produzido a partir de matérias-
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primas renováveis e de resíduos lignocelulósicos, que são gerados em grande 
quantidade pela agroindústria (Bastos, 2007). As etapas para conversão de 
biomassa lignocelulósica vegetal em etanol iniciam com o pré-tratamento da 
biomassa, cuja finalidade é aumentar à acessibilidade das fibras que compõem 
a parede celular vegetal a ação enzimática. Diversos processos estão sendo 
desenvolvidos a fim de minimizar a perda de açúcares e geração de inibidores 
que possam comprometer o processo fermentativo. Em seguida, um pool de 
celulases e hemicelulases são responsáveis pela liberação dos açúcares 
poliméricos que compõem as frações de celulose e hemicelulose da biomassa, 
podendo ser subsequentemente fermentados a etanol.  
A enorme diversidade de biomassa lignocelulósica oferece grande 
variedade de matérias-primas que podem ser utilizadas para a produção 
alcoólica além da cana, como palha de trigo e de milho, switchgrass, madeiras, 
resíduos florestais, entre muitos outros. Com um mercado interno e externo 
com demanda cada vez maior para o etanol, torna-se necessário não somente 
a ampliação da produção tradicional pelo aumento da área agrícola, mas 
também o desenvolvimento de variedades geneticamente modificadas que 
agreguem características promissoras ao desenvolvimento do processo de 
produção de etanol. Sendo a cana-de-açúcar uma cultura de elevada 
expressão sócio-econômica, a obtenção de cultivares melhoradas possibilitaria 
o aumento do rendimento nacional, sem necessariamente aumentar a área 
plantada, não competindo com culturas destinadas a produção de alimentos. 
Com base em estudos de melhoramento, surge então um novo conceito: a 
cana-energia. A proposta, já existente há muitos anos, seria o do 
desenvolvimento de variedades geneticamente modificadas para produzir 
biomassa ao invés de apenas sacarose, ou seja, uma cana com maior fonte de 
fibras, mais celulose e mais produtividade (Kim e Day, 2010). Dessa forma, se 
aumenta significativamente a quantidade disponível de polissacarídeos por 
hectare de área plantada, e consequentemente se aumenta a energia 
conversível em etanol a partir da sua hidrólise. O desenvolvimento de 
variedades de cana-energia apresenta grandes perspectivas para o futuro da 
produção de bioetanol. Porém, seu verdadeiro potencial é ainda desconhecido. 
É necessário o desenvolvimento de estudos que visam otimizar esse processo, 
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combinando fatores como um eficiente pré-tratamento, enzimas e micro-
organismos utilizados, com um baixo custo de produção de etanol. 
A fermentação de açúcar a etanol é realizada industrialmente pelas 
leveduras da espécie Saccharomyces cerevisiae, em um processo já bem 
conhecido e estabelecido. O mosto oriundo da cana é misturado com as 
leveduras em dornas industriais para a conversão da sacarose a etanol. As 
condições estressantes impostas nas dornas durante a fermentação industrial; 
como pressões osmóticas devido às altas concentrações de açúcares, alta 
concentração de etanol, contaminação bacteriana, entre outros; leva a 
completa substituição da cultura iniciadora por linhagens dominantes 
endofíticas, melhores adaptadas ao processo (Silva-Filho et al., 2005). Basso 
et al. (2008) analisou, durante um estudo de 12 anos, o comportamento de 350 
linhagens de S. cerevisiae em relação a características de interesse industrial 
desejáveis como floculação, rendimento, velocidade de fermentação, taxa de 
crescimento, capacidade de reciclo, produção de espuma e capacidade de 
implantação nas destilarias. Dentre as linhagens selecionadas, destacaram-se 
PE-2, CAT-1 e BG-1 por apresentarem um desempenho eficiente e a 
habilidade de competir com as leveduras nativas, sobrevivendo e dominando o 
processo de fermentação industrial.  Em 2008, PE-2 e CAT-1 foram usadas em 
aproximadamente 150 destilarias, representando 60% do etanol produzido no 
Brasil. Uma vez implantadas nas destilarias, as linhagens selecionadas 
reduzem os custos de produção de etanol não somente pelo aumento do 
rendimento, mas também através da redução do consumo de antiespumante. 
Tendo em vista seu alto desempenho fermentativo, as linhagens PE-2 e CAT-1 
estão sendo estudadas mais profundamente a fim de se compreender as 
características que as diferenciam em relação às demais em escala industrial. 
Argueso et al. (2009), ao observarem que os estoques comercialmente 
disponíveis da PE-2 apresentavam grande variedade de cariótipos, 
selecionaram e caracterizaram uma colônia única, denominada JAY270. 
Análises moleculares mostraram que o genoma de PE-2 é altamente 
heterozigoto (2 SNPs/kb), tanto estruturalmente quanto a nível de nucleotídeos, 
apresentando polimorfismos estruturais entre cromossomos homólogos. A alta 
capacidade de adaptação de PE-2 as condições estressantes impostas em 
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uma dorna de fermentação está diretamente ligada a sua arquitetura genômica 
heterogênea, tornando tais cepas ideais para a criação de uma nova geração 
de organismos industriais, idealizados para as novas tecnologias de produção 
de etanol e outros processos biotecnológicos. 
Durante o processo de produção do etanol de segunda geração, a 
hidrólise da biomassa libera os açúcares constituintes das suas frações 
celulósicas e hemicelulósicas, representados por hexoses e pentoses. Embora 
alguns micro-organismos sejam naturalmente capazes de fermentar pentoses a 
etanol, a levedura S. cerevisiae continua sendo o organismo de escolha para 
produção industrial em larga escala de etanol. Fatores que contribuem para a 
escolha de S. cerevisiae como organismo modelo são alta tolerância a etanol, 
alta capacidade fermentativa, crescimento em condições estritamente 
anaeróbicas e resistência a compostos inibitórios presentes no hidrolisado da 
biomassa (Matsushika et al., 2009). Enquanto S. cerevisiae pode rapidamente 
fermentar hexoses como glicose, frutose, manose e galactose, ela não 
consegue crescer ou fermentar as pentoses D-xilose e L-arabinose. E 
considerando sua parcela significativa da biomassa lignocelulósica (20-35%) e 
a importância da fermentação da xilose para a eficiente produção de etanol 
celulósico, a modificação genética de linhagens de S. cerevisiae para inclusão 
das vias metabólicas para utilização de pentoses tem sido um foco de grande 
atenção em engenharia metabólica de leveduras (Mamman et al., 2008; Van 
Maris et al., 2007). Outro grande desafio é o de obter linhagens resistentes aos 
compostos tóxicos comumente liberados durante o processo e que são 
inibitórios para a fermentação. Sob condições de alta temperatura e pressão, a 
xilose é degradada a furfural e similarmente, 5-hidroximetil furfural (HMF) é 
formado pela degradação de hexoses (Balat, 2011). Cepas mais resistentes a 
estes compostos tóxicos já foram eficientemente produzidas por meio de 
engenharia evolutiva, associando, por exemplo, cultivos em série na presença 
dos inibidores, com um screening eficiente de leveduras mais resistentes a tais 
compostos (Çakar et al., 2012). Visto que as mutações que tornam essas 
cepas mais resistentes ocorrem ao acaso, o sucesso desse método depende 
do desenvolvimento de um sistema eficiente de seleção dos mutantes obtidos. 
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Muitas são as barreiras e desafios a serem superados na produção de 
um sistema eficiente e barato de produção de bioetanol a partir da biomassa, 
especialmente abrangendo as principais etapas da produção. Para conseguir 
isso é necessário lançar mão de novas estratégias, como o uso de biologia 
sintética para modificação de micro-organismos e inclusão de novas rotas 
metabólicas, desenvolvendo biorrefinarias de alta eficiência não somente na 
produção de biocombustíveis, mas também os demais derivados de interesse 
industrial. 
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Introdução 
O termo “levedura” se refere a espécies de fungos que apresentam uma 
forma de crescimento unicelular. Aproximadamente 1.500 espécies se enquadram 
neste critério, pertencendo aos mais diversos grupos de fungos. Algumas delas 
podem, inclusive, apresentar dimorfismo (dois estágios de vida), assumindo durante 
o crescimento um estágio unicelular que se altera para micelial sob certas condições 
ambientais. 
Em geral, as leveduras são representadas por células que se reproduzem por 
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brotamento (Figura 1) ou pela formação de uma parede celular, seguida de fissão 
em duas células. Diversas leveduras podem formar hifas ou pseudo-hifas (cadeias 
de brotos elongados) durante parte de seu ciclo de vida. As diferentes espécies 
podem crescer isoladamente ou agruparem-se em diferentes tipos de comunidades, 
como flocos, colônias e biofilmes. Essas comunidades são encontradas em 
ambientes naturais, clínicos ou industriais. Muitas espécies são encontradas em 
comunidades formadas por múltiplas espécies denominadas microbiomas, que 
incluem outros fungos e bactérias (HONIGBERG, 2011). 
As leveduras são notavelmente conhecidas por possuírem grande aplicação 
como modelos biológicos. A espécie Saccharomyces cerevisiae é um organismo 
modelo de célula eucariótica, devido às suas vantagens como um sistema 
experimental: é unicelular (ao contrário de muitos eucariotos mais complexos), pode 
crescer em um meio definido, o que possibilita um controle completo de seu 
ambiente químico e físico, e possui um curto período de ciclo celular, ideal para 
análises genéticas (GOFFEAU et al., 1996). Além disso, possui fundamental 
importância nos processos fermentativos para produção de diferentes compostos de 
interesse biotecnológico, principalmente na conversão de açúcares em etanol. Entre 
estes processos, destaca-se a produção de bebidas alcoólicas (vinho, cerveja, sake, 
cachaça), pães e etanol combustível. 
 
 
 
Figura 1. Células de Saccharomyces cerevisiae em diferentes estágios de divisão celular. 
As células foram coradas com Calcofluor White e visualizadas em microscópio de 
epifluorescência (Olympus BX51) utilizando filtro UV. As regiões da parede com coloração 
mais intensa representam cicatrizes de divisões anteriores. Escala = 10 µm. Imagem cedida 
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gentilmente pelo pesquisador Gleidson S. Teixeira (Laboratório de Genômica e 
Expressão/Unicamp). 
 
O desenvolvimento de novas técnicas, tanto no processo de fermentação 
como na biologia molecular, permitiram que as células de levedura se tornassem 
verdadeiros biorreatores para a produção de outros compostos além do etanol, 
como proteínas heterólogas, ácido láctico, xilitol, lipases e glicerol (ADRIO; 
DEMAIN, 2003, JAEGER; EGGERT, 2002; OSTERGAARD et al., 2000). Estas 
leveduras industriais, principalmente linhagens de S. cerevisiae exercem um 
importante papel na indústria farmacêutica onde, através da engenharia genética, 
tornam-se capazes de sintetizar proteínas heterólogas (proteínas derivadas de um 
diferente organismo) em grandes quantidades, que podem ser utilizadas na 
produção de drogas e vacinas. A insulina e o antígeno de superfície da hepatite B, 
utilizados para a produção de vacinas contra a doença, são exemplos de algumas 
das proteínas terapêuticas produzidas por S. cerevisiae (GERNGROSS, 2004). 
Além desta espécie, Pichia pastoris e Hansenula polymorpha também são utilizadas 
para expressão de proteínas recombinantes com uso terapêutico em humanos 
(CEREGHINO; CREGG, 1999; WERTEN et al., 1999; GERNGROSS, 2004; DE 
SCHUTTER et al., 2009). 
Neste capítulo, devido à vasta quantidade de informações dos diversos 
processos biotecnológicos, serão focadas apenas as tecnologias de produção de 
etanol de primeira (utilizada atualmente) e segunda geração (considerada uma das 
estratégias mais promissoras do setor energético) utilizando S. cerevisiae. Serão 
abordados temas relacionados a estudos de genômica e manipulação genética com 
foco na espécie S. cerevisiae e os avanços biotecnológicos obtidos nestes estudos.  
 
Genoma de leveduras 
 
Em 1996, o sequenciamento da S. cerevisiae (cepa de laboratório conhecida 
como S288c) foi finalizado, tornando-se o primeiro organismo eucarioto a ter o seu 
genoma completamente sequenciado (GOFFEAU et al., 1996). Após este, outros 
genomas de leveduras foram sequenciados, como Schizosaccharomyces pombe 
(WOOD et al., 2002), Candida albicans (JONES et al., 2004), Cryptococcus 
neoformans (LOFTUS et al., 2005) Pichia pastoris (DE SCHUTTER et al., 2009), 
entre outros. 
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A levedura S. cerevisiae foi escolhida para ser o primeiro eucarioto 
sequenciado devido ao pequeno tamanho do seu genoma (12 milhões de bases), 
quando comparado com outros eucariotos, e também devido à longa história de 
estudos de genética realizados nesse organismo. O projeto genoma de S288c teve 
uma duração de aproximadamente seis anos e contou com a colaboração de 
centenas de pesquisadores de diversas universidades espalhadas pelo mundo. 
Com a finalização do genoma dessa levedura iniciou-se uma nova era de 
experimentos em genômica funcional que ampliaram enormemente os 
conhecimentos e aplicações desse organismo. Um exemplo desse tipo de 
experimento foi à construção de um conjunto de aproximadamente 6.000 mutantes 
de S. cerevisiae gerados a partir da deleção dos aproximadamente 6.000 genes 
identificados no seu genoma (SCHERENS; GOFFEAU, 2004). Outro avanço 
importante nessa área, e que se tornou modelo para outros projetos genomas, foi à 
construção de um banco de dados público que coleciona todas as informações dos 
experimentos de biologia molecular desse organismo. O banco de dados é chamado 
de SGD - Saccharomyces Genome Database (ENGEL  et  al.,  2010) e pode ser 
acessado pela internet através do link http://www.yeastgenome.org. O sítio é 
atualizado por uma equipe de profissionais capacitados e as consultas são 
facilmente realizadas através de diversas ferramentas de bioinformática construídas 
de forma a integrar todas as informações biológicas. 
  Em meados de 2005 inicia-se uma revolução mundial na área de genômica 
motivada pelos avanços tecnológicos dos equipamentos responsáveis pelo 
sequenciamento do material genético, chamado de sequenciadores (high-
troughput). Esses novos sequenciadores, por exemplo, Roche/454 (ROGERS et al., 
2005) e Illumina/Solexa (http://www.illumina.com), são capazes de sequenciar o 
material genético completo de uma levedura em poucos dias e com baixos custos. 
Desde então, a etapa mais trabalhosa do processo de obtenção da sequência 
completa do genoma deixa de ser o sequenciamento e passa a ser uma etapa 
totalmente computacional. Essa etapa é realizada pela equipe de profissionais de 
bioinformática, que são responsáveis pelo processamento e análise dos dados 
oriundos dos sequenciadores, obtendo o genoma completo do organismo de 
interesse através do uso de programas de computadores adequados (ALKAN et al., 
2011). 
 A facilidade na obtenção das sequências genômicas e a evolução dos 
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programas de bioinformática possibilitaram a criação de novas metodologias de 
análises de dados como, por exemplo, o ressequenciamento de genomas 
(STEPHEN et al., 2009) e análises da expressão gênica através do sequenciamento 
do RNA mensageiro, denominado RNA-seq (WANG et al., 2009). No caso do 
ressequenciamento, uma linhagem de S. cerevisiae, escolhida devido a algum novo 
fenótipo de interesse, pode ter rapidamente a sua sequência de DNA comparada ao 
genoma já sequenciado de sua espécie na identificação de mutações pontuais no 
genoma, geralmente causada por substituições ou deleções de um nucleotídeo, que 
possam explicar o fenótipo. Num experimento de RNA-seq, a programação celular 
do organismo pode ser acessada através do sequenciamento do seu RNA 
mensageiro, extraído da célula numa situação de interesse, seguido pelas análises 
da bioinformática que resultam na identificação dos genes que estão expressos na 
situação de interesse. Neste caso, é possível determinar quais os genes que estão 
sendo transcritos, os momentos de sua ativação e contabilizar a quantidade de 
transcritos gerados para cada gene.  
Desde então, diversos projetos de sequenciamento, ressequenciamento e 
RNA-seq de leveduras foram iniciados. Dentre estes projetos, as linhagens 
industriais têm sido foco de diversos estudos comparativos na tentativa de identificar 
diferenças que possam explicar os fenótipos típicos dessas leveduras: alta 
produtividade, robustez e tolerância a estresses. Diversos trabalhos têm mostrado 
que essas diferenças estão relacionadas com a presença de genes específicos, 
variações no número de cópias gênicas, mutações na sequência gênica que podem 
modificar a proteína (mutações não sinônimas) e diferenças na expressão gênica.  
Um exemplo desse tipo de trabalho é o sequenciamento do genoma de uma 
das leveduras industriais (ARGUESO et al., 2009) amplamente utilizada nas usinas 
de etanol no Brasil (denominada PE-2, isolado JAY291). As análises comparativas 
entre os genomas da JAY291 e da cepa de laboratório (S288c), sequenciada por 
Goffeau e colaboradores (1996), revelaram diversas diferenças estruturais, incluindo 
inserções de grandes blocos de DNA que possuem genes específicos. Também 
foram detectadas variações no número de cópias de alguns genes relacionados 
com a resistência a estresse oxidativo (genes SNO e SNZ) sugerindo uma 
adaptação desse organismo de forma a permitir um crescimento mais eficiente em 
caldo de cana-de-açúcar. Todas essas diferenças estruturais estão localizadas nas 
regiões periféricas dos cromossomos enquanto que a região central permanece 
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praticamente inalterada.  
 Mesmo considerando S. cerevisiae um dos organismos mais estudados 
biologicamente e de grande importância industrial, ainda existem muitas 
características do seu genoma que são desconhecidas. Com o aumento no número 
de genomas completos de leveduras industriais, alguns padrões vão sendo 
formados que ajudam a compreender de forma mais ampla as diferenças entre 
essas linhagens (DEQUIN et al., 2011). Como exemplo, um estudo comparativo 
entre os genomas de cepas de leveduras industriais utilizadas em diferentes 
processos de fermentação (vinho, cerveja e etanol) mostra que esses três 
organismos compartilham de uma região no genoma no qual estão presentes cinco 
genes (cluster), sendo dois deles possíveis fatores de transcrição (BORNEMAN et 
al., 2011). Dentre as características comuns a essas três leveduras temos a alta 
eficiência na produção de etanol e relativamente uma alta tolerância a substâncias 
inibidoras, como o próprio etanol e polifenóis. De forma geral esse tipo de 
comparação que tenta correlacionar fenótipos comuns entre as leveduras com 
regiões específicas do genoma podem auxiliar na identificação de genes 
importantes e com grande potencial biotecnológico. 
 
Manipulação genética de leveduras 
Com o avanço da biologia molecular e o desenvolvimento das técnicas de 
engenharia genética tornou-se possível a manipulação de genes de diversos 
organismos. Através da transformação de um organismo, seja pela inserção ou 
modificação de genes e suas regiões regulatórias consegue-se hoje fazer com que 
o organismo adquira determinadas características que não são identificadas em 
populações naturais. Este procedimento visa principalmente à obtenção de 
características economicamente importantes, como por exemplo, o aprimoramento 
de processos biotecnológicos (GIGA-HAMA et al., 2007).  
Ao longo dos anos, o melhoramento de linhagens de leveduras para uso 
industrial vem sendo foco de diversas pesquisas (WHEALS et al., 1999), uma vez 
que elas precisam apresentar características que permitam a sua sobrevivência em 
ambiente altamente estressante. Dentre estas características destacam-se: 
estabilidade genética, alta tolerância e capacidade de produzir elevadas 
concentrações do produto final, osmotolerância (habilidade de fermentar soluções 
concentradas de carboidratos), alta viabilidade celular, tolerância à temperatura, 
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etanol (DEQUIN, 2001), e tolerância a repetidos ciclos fermentativos e tratamento 
ácido, no caso da produção de etanol combustível no Brasil. 
Para a obtenção dessas características via manipulação genética existem 
diferentes técnicas experimentais que estão disponíveis à comunidade. Nesta 
seção, serão apresentadas quatro estratégias principais de manipulação genética 
de S. cerevisiae via engenharia metabólica: aleatória, evolutiva, direta e reversa 
(NEVOIGT, 2008). A biotecnologia industrial utiliza essas estratégias para conferir o 
fenótipo desejado à cepa e identificar as características genéticas associadas 
(OTERO et al., 2010). 
Através da engenharia metabólica aleatória, modificações generalizadas no 
DNA do organismo são induzidas pela utilização de agentes químicos ou físicos. 
Estas modificações ocorrem de forma aleatória ao longo do genoma e, em baixa 
proporção, podem gerar mutações capazes de produzir os fenótipos desejáveis. 
Estas células mutadas são então identificadas e isoladas após cultivo da cultura 
tratada. 
Os dados disponíveis na literatura e o crescente fluxo de informações gerado 
por estudos de genômica, proteômica, metabolômica e biologia de sistemas vêm 
possibilitando o avanço dos trabalhos de engenharia metabólica direta. Esta 
estratégia utiliza-se da vantagem de conhecer tanto as regiões genômicas que 
contém as vias metabólicas, como também as próprias vias em detalhes e as quais 
serão manipuladas pontualmente visando alterar características específicas de 
interesse. 
Pela engenharia metabólica reversa, a partir de uma linhagem com 
características biotecnológicas de interesse, são realizados estudos para 
identificação das bases genéticas associadas a estas características, como por 
exemplo, o estudo conduzido por Borneman e colaboradores (2011) comparando 
genomas de cepas de leveduras industriais utilizadas em diferentes processos de 
fermentação (vinho, cerveja e etanol). Uma vez obtidas, estas informações podem 
ser tanto transferidas para outras cepas como também manipuladas na própria 
linhagem, via engenharia metabólica direta, objetivando a alteração da característica 
desejada.  
Finalmente, pela estratégia da engenharia evolutiva, a cultura de leveduras é 
submetida durante o crescimento a um constante estresse (temperatura, diferentes 
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concentrações de açúcar/etanol, entre outros). Este cultivo impõe uma condição de 
crescimento à cultura de maneira a favorecer a proliferação de células que 
adquiriram naturalmente mutações que lhe tragam algum benefício. Este pode ser 
em termos de adaptação ao meio e/ou que lhe permitam produzir o composto 
desejado em maiores quantidades na condição imposta. Equipamentos coletam as 
amostras de uma grande quantidade de culturas e detectam o crescimento das 
células e a produção dos compostos automaticamente, permitindo uma avaliação e 
seleção das culturas de interesse em larga escala.  
A combinação dessas estratégias possibilita uma eficiência ainda maior do 
processo de desenvolvimento do organismo. Uma aplicação bem sucedida é 
exemplificada no processo de obtenção do mutante da levedura Pichia stipitis, 
capaz de converter xilose em etanol com eficiência, aumentando o rendimento em 
10% e a taxa específica de produção em 50%. Este mutante foi desenvolvido 
durante sete anos utilizando repetidos ciclos de mutagênese química, seleção de 
linhagens e engenharia genética (SMITH et al., 2008). Além disso, as características 
genéticas relacionadas com este incremento fermentativo também puderam ser 
identificadas, possibilitando futuras manipulações em outras linhagens através da 
engenharia metabólica direta. 
 
Estratégias de manipulação genética 
 As alterações das características de uma linhagem de levedura podem ser 
obtidas por duas principais maneiras em um processo conhecido como 
transformação: a) via recombinação homóloga, utilizando um plasmídeo integrativo 
ou um fragmento de DNA obtido por PCR; b) via plasmídeos com origem de 
replicação autônoma. 
 Quando ocorre uma quebra na molécula de DNA, o sistema de recombinação 
homóloga é ativado para reparar o dano sem a perda de nenhuma informação 
genética. Isto é obtido utilizando como molde uma região similar do genoma, no 
caso um cromossomo homólogo (SZOSTAK et al., 1983). Em leveduras, este 
sistema é altamente eficiente, o que permite a utilização deste mecanismo como 
estratégia de manipulação genética, promovendo a integração do DNA de interesse 
(DNA transformante) no local preciso, trocando ou removendo o DNA do 
hospedeiro, como desejado. Para isto, o DNA a ser integrado no genoma deve 
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possuir regiões flanqueadoras com sequências que permitam a recombinação 
homóloga no local de interesse do genoma, ou seja, sequências similares ao local 
onde se deseja a manipulação. Os mecanismos de recombinação homóloga 
utilizando um fragmento de DNA obtido por uma reação de PCR e um plasmídeo 
integrativo são apresentados na figura 2. Mesmo com segmentos curtos de 
homologia (42 bases) é possível a obtenção de uma transformação eficiente e sem 
o dispêndio de muito tempo (COURT et al., 2002).  
  Pela estratégia da utilização de um plasmídeo de replicação autônoma não 
há integração da característica no genoma pela célula manipulada via recombinação 
homóloga. Algumas espécies de S. cerevisiae contém naturalmente este tipo de 
plasmídeo, conhecido como plasmídeo 2 µm (dois micrômetros), presente no núcleo 
em aproximadamente 60 a 100 cópias. Com a disponibilidade de replicação 
autônoma deste plasmídeo e o desenvolvimento de sistemas eficientes de 
transformação, a utilização destes plasmídeos se tornou uma importante 
ferramenta. Através desta técnica é possível inserir informações neste plasmídeo e 
depois transformar a célula, que passará a replicar o plasmídeo, contendo as 
informações de interesse, e expressar a característica associada (Figura 2). 
 
 
 
FIGURA 2. Estratégias de transformação para manipulação genética em leveduras 
utilizando KanMX4 como gene repórter, que confere resistência ao antibiótico geneticina. A- 
Recombinação homóloga mediada por um produto de PCR. B- Recombinação homóloga via 
plasmídeo integrativo. C- Transformação utilizando um plasmídeo com origem de replicação 
autônoma. 
 
 
Tanto por recombinação homóloga quanto por plasmídeos integrativos, há a 
necessidade de utilização de marcadores (genes repórteres) para selecionar as 
A B C 
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linhagens transformantes. Esses marcadores são ligados à característica que se 
deseja manipular e serão expressos apenas nas linhagens que foram transformadas 
com sucesso, permitindo dessa maneira a seleção dos transformantes. O gene 
repórter pode ser um marcador auxotrófico, um gene de resistência a antibiótico ou 
outro gene que confira uma característica não encontrada na população original. 
A auxotrofia é uma característica na qual uma linhagem irá se proliferar 
apenas quando o meio de cultivo for suplementado com algum nutriente específico, 
que normalmente não seria requerido por uma linhagem não-auxotrófica. Dessa 
maneira, uma cepa mutante de S. cerevisiae, que possui o gene TRP1 inativo, irá 
apenas se desenvolver na presença do aminoácido triptofano, enquanto que uma 
linhagem com o gene ativo será capaz de sintetizar este aminoácido utilizando 
outros compostos intermediários presentes no meio. Além deste marcador 
auxotrófico, outras opções encontram-se disponíveis em S. cerevisiae, como os 
genes HIS3 (histidina), LEU2 (leucina), LYS2 (lisina) e URA3 (uracila), facilitando a 
escolha de estratégias para manipulação deste micro-organismo 
(SATYANARAYANA; KUNZE, 2009). 
A facilidade de manipulação genética de S. cerevisiae, aliada às eficientes 
estratégias de manipulação desenvolvidas ao longo dos anos, vem permitindo o 
desenvolvimento em diferentes áreas de linhagens geneticamente manipuladas, 
com destaque para a indústria de vinho, cerveja e etanol celulósico. Artigos 
científicos sobre manipulações genéticas de linhagens de panificação (RANDEZ-GIL 
et al., 2003), cerveja (SAERENS et al., 2010), vinho (CEBOLLERO et al., 2007; 
SCHULLER; CASAL, 2005) e etanol de segunda geração ou celulósico (van MARIS 
et al., 2006; NEVOIGT, 2008) descrevem em detalhes estes avanços.  
Uma aplicação biotecnológica da utilização dessas ferramentas para a 
produção de cerveja é bem exemplificada no trabalho de Donalies e Stahl (2002). 
Os autores objetivaram aumentar a produção de sulfito, um antioxidante que forma 
complexos com aldeídos, pela levedura. O aldeído pode causar um aroma não 
desejável na bebida como um resultado do processo de oxidação. Desta maneira, 
sulfito é um composto importante para manutenção das propriedades da bebida. O 
aumento da produção de sulfito por S. cerevisiae foi obtido utilizando plasmídeos de 
replicação autônoma contendo o gene MET14, que codifica uma enzima 
responsável pela formação do composto, e o gene SSU1, que codifica uma bomba 
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de sulfito, transportando o composto para fora da célula (DONALIES; STAHL, 2002). 
Com esta manipulação, os autores obtiveram uma linhagem com a capacidade de 
produzir dez vezes mais sulfito que a linhagem parental. 
Cordier e colaboradores (2007) também utilizaram S. cerevisiae em seus 
ensaios de manipulação genética, mas com foco na produção de vinho. A estratégia 
do estudo foi aumentar a expressão de dois genes (GPD1 e ALD3) em paralelo com 
a deleção de outros dois (TPI1 e ADH1), via recombinação homóloga. Esta 
estratégia produziu uma linhagem modificada com capacidade para produzir 
maiores quantidade de glicerol (CORDIER et al., 2007), agregando uma melhora no 
corpo da bebida e reduzindo o teor alcoólico do produto, valorizado atualmente por 
se tratar de uma bebida diferenciada e associada à saúde. 
Por outro lado, leveduras utilizadas na produção de etanol combustível no 
Brasil não foram beneficiadas por tais pesquisas, uma vez que a base genética 
destas linhagens permaneceu desconhecida até 2009. Neste ano, Argueso e 
colaboradores (2009) descreveram em detalhes a estrutura genética de PE-2, 
possibilitando a condução de trabalhos de manipulação genética na mesma e em 
linhagens próximas, objetivando o incremento de características que permitam sua 
sobrevivência em ambiente altamente estressante, como o encontrado nas dornas 
de fermentação. A manipulação genética das linhagens utilizadas neste processo 
deve ser realizada de maneira minimamente invasiva, preservando-se assim as 
características de robustez e ótimo desempenho fermentativo das cepas 
selecionadas (ARGUESO; PEREIRA, 2010). Esta manipulação só é obtida com 
êxito quando se conhece em detalhes a organização do genoma da linhagem a ser 
modificada e suas informações genéticas desencadeadas na condição de interesse. 
Neste ponto, ferramentas de genética molecular, como por exemplo o RNA-seq, que 
identificam a expressão gênica global em diferentes tratamentos ou expostas a 
diferentes condições ambientais são amplamente utilizadas para esta finalidade, 
como também na busca de fatores genéticos que possuam importantes aplicações 
biotecnológicas. 
Entretanto, para todos esses casos cada vez fica mais claro que o sucesso 
das metodologias de engenharia genética depende de um conhecimento holístico 
da célula e não de vias metabólicas isoladas (STEPHANOPOULOS et al., 1998). 
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Fermentação alcoólica 
A capacidade das leveduras em realizar a bioconversão de açúcares em etanol 
e dióxido de carbono é denominada fermentação alcoólica e foi descrita em 1860, 
por Louis Pasteur (PASTEUR, 1860). Pasteur observou o crescimento desses 
organismos em relação ao açúcar consumido, em fermentações aeróbias e 
anaeróbias. Essas observações foram importantes para o entendimento da 
bioquímica de diversos tipos de células que apresentam tanto metabolismo aeróbio 
quanto anaeróbio.  Apesar do conhecimento bioquímico deste processo ser recente, 
há milhares de anos, a humanidade explora as leveduras e sua capacidade 
fermentativa como um modo de preservar a qualidade de bebidas e comidas 
(SICARD; LEGRAS, 2011). 
Não há registros de quando o homem começou a conscientemente adicionar 
leveduras selecionadas para fabricação de pão, cerveja ou vinho, mas as primeiras 
evidências da ocorrência da fermentação que, provavelmente, se deram pela 
ocorrência natural de leveduras, datam do período Neolítico (MCGOVERN et al., 
2004). Apesar da aplicação do processo fermentativo pelo homem ser antigo, 
apenas recentemente a domesticação de leveduras tem sido estudada em maiores 
detalhes (SICARD; LEGRAS, 2011), visando uma maior eficiência de seu 
metabolismo e facilidade em sua manipulação. 
Diversos micro-organismos são capazes de produzir etanol, como por 
exemplo, algumas bactérias dos gêneros Clostridium, Zymomonas, Streptococcus, 
leveduras dos gêneros Saccharomyces, Kluveromyces, alguns fungos filamentosos, 
entre outros (LIN; TANAKA, 2006). Saccharomyces cerevisiae, no entanto, é o 
micro-organismo mais utilizado para obtenção do etanol industrial (BAI et al., 2008). 
Esta espécie é extremamente explorada no setor, devido ao seu elevado 
desempenho durante a fermentação industrial, e constitui-se um ponto fundamental 
do processo. 
No Brasil, a produção industrial do etanol se dá a partir da sacarose presente 
na cana-de-açúcar. Este açúcar é hidrolisado pela levedura no ambiente 
extracelular por meio de uma invertase periplasmática, produzindo glicose e frutose 
(açúcares com cadeia de seis carbonos), os quais são transportados para dentro da 
célula por meio de transportadores de hexoses, onde são metabolizados. Outra via 
menos caracterizada, que também contribui para a fermentação da sacarose, 
promove o transporte ativo deste açúcar através da membrana plasmática seguido 
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de hidrólise intracelular (BATISTA et al., 2004). 
A glicose disponível dentro da célula é convertida a piruvato através da via 
glicolítica, também chamada via Embden-Myerhof-Parnas (KELSALL; LYONS, 
2003). A sequência de reações enzimáticas que ocorre para oxidação da glicose em 
ácido pirúvico é denominada glicólise, gerando duas moléculas de ácido pirúvico e 
energia, que é conservada como ATP e NADH. Em condições anaeróbias, o ácido 
pirúvico é convertido a etanol e CO2 em um processo de duas etapas. Inicialmente 
ocorre descarboxilação do piruvato em uma reação irreversível catalisada pela 
enzima piruvato descarboxilase. O produto desta reação é o acetaldeído, que por 
sua vez é reduzido a etanol por meio da ação da enzima álcool desidrogenase 
(KELSALL; LYONS, 2003). Dessa forma, a equação geral da fermentação alcoólica 
é: Glicose + 2 ADP + 2 Pi  2 Etanol + 2 CO2 + 2 ATP + 2 H2O. 
Teoricamente, a eficiência máxima de conversão da glicose é de 51 gramas de 
etanol por 100 gramas de glicose. Na prática, entretanto, ocorre uma redução da 
eficiência máxima, pois parte do açúcar disponível para a célula é utilizado para o 
seu crescimento e para a produção de outros metabólitos como glicerol, ácido lático, 
ácido succínico, entre outros. (KELSALL; LYONS, 2003; NAIK et al., 2010). 
Muitos substratos podem ser utilizados para este processo biológico, os quais 
podem ser convenientemente classificados em: açúcares (cana-de-açúcar, 
beterraba, frutas), que podem ser convertidos diretamente em etanol; amido (milho, 
trigo, mandioca, entre outros), que necessita de um processo de hidrólise para gerar 
os açúcares fermentescíveis; e biomassa lignocelulósica (madeira, resíduos de 
cultivos agrícolas), que também necessita de um processo de hidrólise anterior à 
fermentação (LIN; TANAKA, 2006).  
No processo industrial de fermentação, as leveduras são submetidas a 
diversos fatores de estresse. Deficiência de nutrientes, altas temperaturas, 
contaminação bacteriana, estresse osmótico, acidez, interrupções no processo e 
reciclo celular são alguns desses fatores (BASSO et al., 2008; STAMBUCK et al., 
2009). Outros vêm do próprio metabolismo das leveduras como o acúmulo de etanol 
e sua correspondente inibição na captação de glicose, no crescimento das células e 
formação do produto, por afetar a composição lipídica da membrana, a síntese de 
proteínas de estresse e reduzir a atividade metabólica das células (BAI et al., 2008; 
COT et al., 2007). Muitos desses fatores interagem de forma sinérgica, levando a 
uma diminuição na viabilidade e vigor das leveduras, bem como a um menor 
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rendimento de etanol produzido (BAI et al., 2008). 
Por sua vez, o aspecto mais importante no processo de fermentação 
alcoólica para a produção de etanol é o seu rendimento, que é dependente, dentre 
muitos fatores, da capacidade fermentativa e viabilidade de células de leveduras, 
além da habilidade dessas de resistir às condições industriais estressantes (SILVA-
FILHO et al., 2005a, STAMBUCK et al., 2009). 
 
Etanol de primeira geração 
O biocombustível mais consumido atualmente é o etanol, com uma produção 
estimada em 27 bilhões de litros no Brasil e 40 bilhões de litros nos EUA (em 2009), 
os dois maiores produtores mundiais (PERRONE et al., 2010). No Brasil, a 
produção de etanol de primeira geração ocorre diretamente pela fermentação da 
sacarose presente na cana-de-açúcar realizado por cepas de S. cerevisiae. Após a 
moagem do colmo da planta, a sacarose é convertida pela levedura em glicose e 
frutose (açúcares com cadeia de seis carbonos), que serão metabolizados 
principalmente a etanol e CO2 (GOLDEMBERG, 2008; KELSALL; LYONS, 2003). 
O tipo de produção brasileira mostra-se altamente competitivo 
economicamente em comparação com o etanol produzido a partir de outras culturas 
como milho e beterraba, utilizadas nos Estados Unidos e Europa, respectivamente. 
No caso da cultura da beterraba, seu baixo teor de sacarose e baixa produtividade 
prejudicam sua competitividade no mercado de biocombustíveis. Já a complexidade 
do processamento da matéria-prima nos Estados Unidos se concentra no 
tratamento enzimático para conversão do amido em açúcares fermentescíveis, 
tornando o processo de produção bastante oneroso (GOLDEMBERG, 2008). É 
justamente esta questão que torna a produção de etanol a partir da cana-de-açúcar 
mais vantajosa financeiramente quando comparada a produção a partir do milho 
(RUDOLF, 2009; GOLDEMBERG, 2008; 2010).  
Com a alta perspectiva de um mercado interno e externo crescente para o 
etanol brasileiro, torna-se necessário não apenas a expansão da produção 
tradicional via expansão das fronteiras agrícolas, mas também a criação de 
alternativas economicamente viáveis. Estas devem ser baseadas no uso de 
variedades vegetais geneticamente modificadas, utilização de resíduos da 
agricultura como matéria-prima na fermentação e melhoramento da eficiência da 
fermentação das linhagens de leveduras industriais, já que cerca de 80% do etanol 
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produzido no mundo é obtido a partir do processo fermentativo (PERRONE et al., 
2010). Neste ponto, o fator fundamental para o sucesso fermentativo industrial é o 
organismo empregado no processo: a levedura S. cerevisiae (RUSSEL, 2003). 
Uma observação importante do processo brasileiro, sistematizada nos últimos 
anos, é que a população das linhagens de leveduras não é homogênea e nem 
constante durante a safra. As cepas inoculadas em altas concentrações no início da 
safra muitas vezes são substituídas por leveduras selvagens em poucos dias 
durante o processo de fermentação (SILVA-FILHO et al., 2005b; BASSO et al., 
2008). Silva-Filho e colaboradores (2005b) mostraram que, em alguns casos, essa 
substituição não era nem mesmo notada, pois não havia queda na produtividade da 
usina, possivelmente pelo fato das leveduras selvagens serem melhor adaptadas às 
condições da usina. Estas observações modificaram ao longo do tempo a estratégia 
de seleção de inóculos iniciais para a fermentação. Nas últimas duas décadas, 
linhagens nativas isoladas das próprias dornas vêm sendo selecionadas por 
possuírem características de interesse e boa permanência nas dornas (BASSO et 
al., 2008). Entretanto, a maioria das cepas que apresentam persistência e 
dominância no processo possui características indesejáveis de fermentação, como 
excessiva formação de espuma, alta taxa de sedimentação ou floculação, longo 
tempo de fermentação e alta taxa residual de açúcar (fermentação incompleta) 
(BASSO et al., 2008), o que torna o processo de seleção de linhagens laborioso e 
oneroso. 
As poucas linhagens selecionadas com características desejáveis passaram 
então a ser utilizadas como inóculos iniciais isoladamente ou em conjunto com 
linhagens de panificação, incrementando significativamente o rendimento 
fermentativo do processo. Dentre as selecionadas, comumente denominadas 
“industriais”, destacam-se: BG-1, SA-1, CAT-1 e PE-2, utilizadas largamente na 
produção de etanol no Brasil. Entretanto, atualmente estas linhagens permanecem 
por menos tempo e em menor concentração nas usinas onde foram introduzidas, 
quando comparadas com o período onde se iniciou a estratégia de inoculação de 
linhagens selecionadas. Esta tendência está relacionada com o aparecimento de 
novas linhagens mais adaptadas à fermentação como também a algumas 
modificações do processo fermentativo (aumento da temperatura de fermentação e 
teor alcoólico do vinho, colheita mecanizada, entre outros fatores). 
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Apesar da produção de etanol a partir de cana-de-açúcar ser um processo 
bem estabelecido no Brasil, com os menores custos, a maior produtividade e o 
melhor balanço energético entre os processos existentes em escala comercial, 
ainda há espaço para crescimento e redução de custos. Segundo Goldemberg 
(2010), o potencial da produção de etanol a partir da tecnologia de primeira geração 
utilizando cana-de-açúcar está longe de estar exaurida e muitos avanços podem ser 
alcançados aumentando a produtividade de maneira significativa, antes do 
estabelecimento tecnológico e da competitividade econômica da tecnologia de 
segunda geração. 
Diversas etapas dos processos produtivos vêm sendo estudadas e 
aprimoradas de modo que apresentem um rendimento ótimo. Vários avanços no 
processo já foram obtidos, como por exemplo, o desenvolvimento de novas 
variedades de cana-de-açúcar, otimização de métodos de processamento e 
fermentação nas usinas, seleção de linhagens de leveduras de alto desempenho no 
ambiente industrial (OLIVEIRA; VASCONCELOS, 2006; BASSO et al., 2008) e a 
perspectiva do desenvolvimento de linhagens geneticamente modificadas.  
As cepas selecionadas no próprio processo de produção de etanol apresentam 
características singulares e apenas recentemente sua fisiologia e genética estão 
sendo estudadas com maior profundidade (ARGUESO et al., 2009; STAMBUCK et 
al., 2009). Estes estudos visam uma maior compreensão dos mecanismos 
relacionados com o ótimo desempenho fermentativo destas linhagens e serão 
importantes para o desenvolvimento de uma nova geração de linhagens altamente 
adaptadas ao processo fermentativo de produção de etanol e outros processos 
biotecnológicos (ARGUESO; PEREIRA, 2010). 
 
Etanol de segunda geração 
O etanol de segunda geração ou etanol celulósico, produzido a partir dos 
polissacarídeos da parede celular vegetal, surge como uma nova alternativa na 
produção de combustíveis gerados de fontes renováveis e de resíduos 
lignocelulósicos produzidos em abundância pela agroindústria, sendo uma das mais 
promissoras tecnologias em fase de desenvolvimento.  
Este processo envolve a conversão de polímeros que formam a parede celular 
vegetal em etanol. Estes polímeros constituem a celulose, hemicelulose e lignina, 
que juntos são denominados lignocelulose (RUDOLF, 2009). A celulose é o 
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componente mais abundante da parede celular e é constituída de uma longa cadeia 
de glicoses unidas por ligações β-1,4. As cadeias de celulose são fortemente unidas 
por pontes de hidrogênio e apresentam uma estrutura altamente cristalina. A 
hemicelulose, o segundo componente mais abundante, é constituída de vários tipos 
de pentoses e hexoses unidas, responsável pela ligação das fibras de celulose com 
microfibrilas e ligação cruzada com lignina, a qual fornece rigidez e resistência à 
degradação química ou biológica (RUDOLF, 2009). 
O maior desafio na implantação desta tecnologia reside nesta complexa e 
rígida estrutura da parede celular, que dificulta a hidrólise da celulose. Por este 
motivo, alguns processos desenvolvidos atualmente empregam pré-tratamentos e 
hidrólises enzimáticas para separação das cadeias da parede e aumento da 
porosidade do bagaço, de forma a facilitar a liberação dos açúcares para a 
fermentação. Este pré-tratamento da biomassa é o responsável por aumentar a 
acessibilidade das enzimas hidrolíticas aos polissacarídeos da parede celular, pois é 
capaz de remover ou alterar estruturas que dificultam a hidrólise e também por 
separar a hemicelulose e a lignina da celulose, expondo-a para as enzimas 
hidrolíticas (FOUST et al., 2007).  
Posteriormente ao pré-tratamento, a hidrólise do material lignocelulósico pode 
ser realizada tanto por processo enzimático quanto ácido. De acordo com Bastos 
(2007), a hidrólise enzimática, apesar do custo elevado, apresenta vantagens como 
a especificidade de reação, não geração de compostos secundários inibidores da 
fermentação alcoólica e condições que não requerem altas pressões e temperaturas 
ou ambientes corrosivos para equipamentos. Nesta etapa, enzimas como celulases, 
β-glicosidades e hemicelulases são utilizadas para quebrar os polissacarídeos da 
parede nos monossacarídeos que a compõem. Embora a hidrólise ácida de 
biomassa seja eficiente e relativamente barata, tem como resultado a formação de 
inibidores do processo fermentativo, como compostos fenólicos, ácido acético, 
furfural e hidroximetilfurfural, tornando o processo de sacarificação enzimática um 
maior foco de estudos atualmente. Ao final do processo de hidrólise segue-se a 
fermentação dos açúcares em etanol (FOUST, 2007; SIVAKUMAR, 2010). Um 
processo de hidrólise ácida foi desenvolvido pela empresa brasileira Dedini 
Indústrias de Base a partir da década de 1980, chegando até uma escala semi-
industrial (OLIVÉRIO; HILST, 2004), no entanto os testes nesta escala revelaram 
que o processo não seria vantajoso para implementação comercial e nenhuma 
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planta chegou a ser construída.  
A hidrólise da biomassa disponibiliza os açúcares constituintes das suas 
frações celulósicas e hemicelulósicas, representados por hexoses e pentoses. 
Hexoses são facilmente fermentadas pela levedura Saccharomyces cerevisiae, em 
um processo bem explorado e estabelecido. Porém, as linhagens selvagens de S. 
cerevisiae são incapazes de metabolizar as pentoses, xiloses e arabinoses, 
provenientes da hidrólise da hemicelulose. Tendo em vista a significativa parcela da 
hemicelulose na constituição da biomassa lignocelulósica (25-30%), a eficiente 
utilização desses componentes aumentaria a produtividade e reduziria os custos na 
produção do biocombustível, justificando a importância de se obter um micro-
organismo ideal, capaz de metabolizar tanto hexoses quanto pentoses (CHENG et 
al., 2008).  Apesar de estudos mostrarem resultados promissores na obtenção de 
etanol com micro-organismos naturalmente capazes de fermentar ambos os grupos 
de açúcares como Pichia stipitis (AGBOBO et al., 2006), Candida shehatae 
(CHANDEL et al., 2007), Pachysolen tannophilus (CHENG et al., 2008), 
Kluyveromyces marxianus (MARGARITIS; BAJPAI, 1982), entre outros, nenhum 
possui a mesma capacidade fermentativa, tolerância à etanol e robustez que S. 
cerevisiae (BALAT, 2011). Assim sendo, a modificação genética desta espécie para 
utilizar as vias metabólicas de assimilação de pentoses constitui um dos maiores 
desafios atuais envolvendo processos biotecnológicos para a produção de etanol 
celulósico (GÍRIO et al., 2010). 
 
Fermentação de pentoses por leveduras 
A assimilação das pentoses segue a via metabólica das pentoses-fosfato, que 
não é comum a todos os micro-organismos. Sendo a xilose a maior constituinte da 
fração hemicelulósica, naturalmente há um maior foco de estudos em comparação à 
arabinose, com duas vias mais estudadas: a via Xilose Redutase – Xilitol 
Desidrogenase (XR-XDH) e a via Xilose Isomerase (XI). A via XR-XDH, presente em 
micro-organismos eucariotos, consiste em duas reações de oxi-redução para a 
conversão da xilose em xilulose, a qual pode ser fermentada por S. cerevisiae 
(BALAT, 2011). No interior da célula, a xilose é reduzida a xilitol pela ação da 
enzima xilose redutase (XR), em uma reação mediada por NADPH/NADH e em 
seguida, o xilitol é oxidado a xilulose por meio da enzima xilitol desidrogenase 
(XDH), mediada por NAD+. Pela ação da xilulose quinase, a xilulose é fosforilada a 
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xilulose 5-fosfato, a qual pode ser direcionada à via das pentoses-fosfato e 
convertida em piruvato, o qual é descarboxilado a acetaldeído e reduzido a etanol 
(figura 3). 
Apesar de S. cerevisiae não ser capaz de crescer em xilose, os genes que 
codificam XR e XDH estão presentes em seu genoma. Mas são expressos em 
níveis muitos baixos, não permitindo o metabolismo de xilose. Mesmo quando esses 
genes foram superexpressados por manipulação genética, o crescimento em xilose 
não foi satisfatório (TOIVARI et al., 2004). Contudo, a expressão heteróloga dos 
genes XR e XDH de Pichia stipitis em S. cerevisiae resultou em um mutante capaz 
de crescer em meio contendo xilose, com melhores resultados que a expressão 
endógena desses genes (KÖTTER; CIRIACY, 1993; TOIVARI et al., 2004). Porém, 
uma limitação dessa via reside no desbalanço de cofatores gerados, levando ao 
acúmulo de produtos secundários não desejados.  
A regeneração do NADPH ocorre na via das pentoses fosfato e a regeneração 
do NAD+ ocorre somente na cadeia respiratória com o oxigênio como aceptor final 
de elétrons. Dessa maneira, sob limitadas concentrações de oxigênio, não ocorre a 
completa reoxidação do cofator, levando a um desequilíbrio redox. Uma baixa 
concentração de NAD+ diminui a taxa de oxidação do xilitol, mas não afeta sua 
produção na mesma extensão, induzindo sua excreção no meio de cultivo e o seu 
acúmulo (AGUIAR et al., 2002). Além do xilitol, outro subproduto formado é o 
glicerol, devido a reoxidação do excesso de NADH via XDH (KUYPER et al., 2004). 
Para minimizar a acumulação de xilitol e aumentar o rendimento de etanol, muitas 
estratégias são adotadas pelos pesquisadores, como aumentar o fornecimento de 
cofatores e a modulação dos genes da via das pentoses e glicolítica (HAHN-
HÄGERDAL et al., 2007a), conforme apresentado na figura 3. 
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Figura 3: Engenharia metabólica para otimizar a via de fermentação de xilose em leveduras. 
As enzimas identificadas foram superexpressadas e as setas cruzadas indicam deleção 
gênica (adaptado de HAHN-HÄGERDAL et al., 2007b). 
 
A interconversão xilose a xilulose ocorre em um passo da via xilose isomerase 
(XI), evitando o desbalanço redox e a formação de subprodutos que diminuem o 
rendimento de etanol. Sendo uma via comum em procariotos, por várias décadas, 
tentativas de expressão heteróloga de XI bacterianas em S. cerevisiae não foram 
bem sucedidas (GÁRDONY et al., 2003), com exceção da isomerase de Thermus 
thermophilus (WALFRIDSSON et al., 1996). Essa enzima foi funcionalmente 
expressa em S. cerevisiae, porém com baixas atividades na temperatura de 
crescimento da levedura. Somente em 2003, após a descoberta de uma sequência 
de xilose isomerase no fungo anaeróbio Piromyces sp. (KUYPER et al., 2003) e em 
2009 em Orpiromyces sp. (MADHAVAN et al., 2009), obtiveram-se mutantes de S. 
cerevisiae capazes de crescer em xilose como única fonte de carbono. A utilização 
desses mutantes em procedimentos de engenharia metabólica e evolutiva permitiu a 
obtenção de linhagens de S. cerevisiae com altas atividades dessa enzima, com 
maior rendimento na produção de etanol, menor produção e acúmulo de metabólitos 
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intermediários e menor repressão catabólica em meio contendo glicose e xilose 
(KUYPER, 2004, 2005a, 2005b).  
Estratégias de engenharia metabólica em linhagens de laboratório e industriais 
de S. cerevisiae para implementação da via de metabolismo de pentoses foram 
extensivamente aplicadas. Estas manipulações compreendem a superexpressão 
dos demais genes da via como xilulose quinase, ribulose 5-fosfato epimerase, 
ribose 5-fosfato isomerase, transaldolase, transcetolase, entre outros, e deleção de 
genes a fim de diminuir a produção de metabólitos intermediários (HAHN-
HÄGERDAL et al., 2007a). A figura 3 apresenta um resumo das principais 
modificações realizadas na tentativa de otimizar a via de fermentação de xilose.  
Karhumaa (2007) comparou as duas vias de assimilação de xilose em 
mutantes de S. cerevisiae e relata que apesar da via XR-XDH ter uma maior 
produtividade por gerar etanol mais rapidamente, a via XI teve um maior 
rendimento. A conversão custo-efetiva, sustentável e economicamente eficiente da 
biomassa lignocelulósica a etanol implica na obtenção de linhagens de leveduras 
com as seguintes características: eficiente utilização de hexoses e pentoses, taxas 
de fermentação rápidas, alta produção de etanol, alta tolerância ao etanol e a 
inibidores, fermentação em valores baixos de pH e a altas temperaturas, redução 
dos níveis de produção de metabólitos secundários, alta viabilidade e posse de 
características apropriadas de floculação (PASHA et al., 2007). No entanto, nenhum 
micro-organismo que agrupa todas essas características foi encontrado ou 
desenvolvido até o momento.  
Diversas tecnologias têm sido desenvolvidas durante os últimos 80 anos de 
modo a permitir uma eficiente produção de combustíveis gerados de resíduos 
lignocelulósicos. Dentre estas tecnologias, destacam-se a busca e o 
desenvolvimento de enzimas com uma maior eficiência na digestão da parede 
celular e modificações da biossíntese da parede celular da planta que levem a uma 
maior acessibilidade das enzimas hidrolíticas aos polissacarídeos, facilitando assim 
a fermentação de biomassa (FOUST, 2007; SIVAKUMAR, 2010). 
Apesar dos avanços obtidos, ainda não foi possível a obtenção de um produto 
com custo competitivo. Ainda assim, o etanol de segunda geração vem sendo 
considerado uma alternativa promissora para atender as demandas mundiais 
crescentes de etanol, e muitas pesquisas têm alcançado resultados satisfatórios. 
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O conceito de biorrefinarias 
Atualmente, a maioria das sociedades depende do petróleo e seus derivados 
para sua manutenção. O principal uso do petróleo é como fonte de energia, na 
forma de combustíveis líquidos, representando cerca de 70% do petróleo refinado 
(EIA, 2011). No entanto, uma fração significativa também é dedicada à produção de 
plásticos, lubrificantes, asfalto, fertilizantes, precursores para sínteses de fármacos 
entre inúmeras outras substâncias. É possível derivar esta enorme variedade de 
produtos de uma única substância exatamente porque o petróleo não é composto 
por um único tipo de molécula. O petróleo é uma mistura de muitos compostos 
diferentes como alcanos, cicloalcanos, compostos aromáticos e outros, que são 
separados em frações pelas refinarias (ENEH, 2011). Após essa separação, as 
diferentes frações são utilizadas como combustíveis ou para a síntese de 
compostos de interesse industrial, de acordo com a composição química de cada 
fração.  
A indústria petroquímica se estabeleceu durante o período do Século XX, em 
que o petróleo tinha um preço baixo. Com os aumentos recentes no preço deste 
material e a crescente preocupação com relação aos impactos ambientais 
resultantes da sua exploração e consumo, há uma tendência mundial de busca por 
alternativas renováveis tanto no setor energético quando no setor químico (KAMM et 
al., 2006). Para a produção de energia elétrica, existe uma variedade de opções 
para substituição do petróleo, como biomassa, eólica, solar, hidrelétrica e geotermal. 
No entanto, a indústria química necessita de cadeias carbônicas para serem usadas 
como precursores e a única fonte não-fóssil de moléculas orgânicas disponível em 
larga escala é a biomassa. 
Como a biomassa vegetal também é uma mistura complexa de substâncias 
quimicamente distintas, ela também poderia ser fracionada e cada componente 
gerado poderia ser direcionado para aplicações específicas. Daí surge o conceito de 
biorrefinaria, que foi proposto na década de 1990, em analogia às refinarias de 
petróleo, e vem sendo desenvolvido desde então por grupos de pesquisa de todo o 
mundo. 
O Laboratório Nacional de Energia Renovável dos Estados Unidos (NREL) 
define o termo biorrefinaria como uma indústria que integra processos e 
equipamentos para conversão integral de biomassa em combustíveis, energia e 
produtos químicos (NREL, 2009). Como a biomassa é um recurso renovável, as 
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biorrefinarias podem servir como fundação de uma indústria química sustentável, 
livre da dependência do petróleo. Este conceito difere do modo de produção 
atualmente realizado pelas usinas de etanol porque prevê a utilização completa dos 
componentes da biomassa, maximizando o valor agregado aos produtos e 
reduzindo ao mínimo a produção de resíduos (DALE et al., 2006; CLEMENTS et al., 
2006). Atualmente, as usinas de etanol brasileiras utilizam o material lignocelulósico 
da cana-de-açúcar (bagaço e palha) somente como combustível para as caldeiras 
que fazem a cogeração de energia para operação da planta e venda do excedente 
na forma de energia elétrica. Em uma biorrefinaria de cana-de-açúcar hipotética, o 
bagaço e a palha da cana-de-açúcar, seriam processados para a produção de 
substâncias de interesse industrial, podendo ser biocombustíveis ou substâncias 
que sirvam como matéria-prima para a indústria química (DALE et al., 2006). 
Dentro do conceito de biorrefinaria, cada uma das três frações principais da 
biomassa vegetal (celulose, hemicelulose e lignina) poderia ser utilizada para fins 
distintos (Figura 4). 
 
 
Figura 4 – Possíveis rotas para conversão de diferentes fontes de biomassa e os produtos 
que teoricamente poderiam ser gerados em uma biorrefinaria (adaptado de KAMM et al., 
2006).  
 
A celulose, que é um polímero de glicoses, pode ser hidrolisada e fermentada 
a etanol, butanol, ácido láctico e inúmeros outros compostos (KAMM et al., 2006). O 
produto gerado na fermentação da celulose hidrolisada depende somente da 
escolha de um micro-organismo que seja capaz de produzir o composto desejado 
de forma eficiente, já que a glicose é utilizada de forma eficiente pela maioria dos 
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micro-organismos conhecidos. 
A hemicelulose é um polímero misto de pentoses e hexoses, monômeros que 
não são fermentados por todos os micro-organismos. Cepas selvagens de S. 
cerevisiae, por exemplo, são incapazes de produzir etanol a partir de pentoses, 
como a xilose (KÖTTER et al., 1993). Portanto, a escolha do micro-organismo que 
realizará a conversão da hemicelulose depende não somente do produto final 
desejado, mas da capacidade de cada micro-organismo de utilizar estes açúcares 
em seu metabolismo. Além da produção de compostos após uma etapa de 
fermentação, os açúcares contidos na hemicelulose também podem ser isolados e 
utilizados diretamente em aplicações da indústria química, como é feito atualmente 
na produção de xilitol, furanos e nylon (CLEMENTS et al., 2006). 
A lignina é um polímero de compostos fenólicos de estrutura bastante 
complexa e de difícil degradação por micro-organismos. Portanto, no conceito de 
biorrefinaria, a lignina seria isolada dos demais componentes da biomassa 
lignocelulósica e seus constituintes seriam isolados para aplicações da indústria 
química, como a produção de adesivos, dispersivos e aromatizantes (KAMM et al., 
2006). 
 
Leveduras como plataformas para biorrefinarias 
Dentro do conceito de biorrefinaria, as leveduras podem ter um papel 
fundamental, realizando a conversão biológica de compostos recuperados da 
biomassa nos produtos desejados, de forma similar ao que ocorre atualmente na 
produção de etanol a partir da sacarose da cana-de-açúcar (WEEKS; CHANG, 
2011). Leveduras como S. cerevisiae são desejáveis por serem muito bem 
adaptadas ao ambiente estressante da fermentação industrial, portanto podem 
servir como base para as conversões que devem ser realizadas em uma 
biorrefinaria (BASSO et al., 2008; ARGUESO et al., 2009). No entanto, há uma série 
de obstáculos que devem ser transpostos até a obtenção de organismos que 
possam ser utilizados para produzir os compostos planejados para as biorrefinarias.  
Saccharomyces cerevisiae é capaz de consumir sacarose e produzir etanol 
de forma muito eficiente, mas os substratos e produtos que uma biorrefinaria deve, 
respectivamente, consumir e produzir são muito variados e linhagens selvagens 
desta espécie não são adaptadas para tais propósitos. Para tanto, organismos 
capazes de realizar as conversões necessárias devem ser selecionados a partir de 
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outras espécies selvagens ou desenvolvidos por modificações genéticas de 
linhagens já estabelecidas na indústria (WEEKS; CHANG, 2011). 
Uma possibilidade que está sendo desenvolvida é a obtenção de leveduras 
capazes de produzir todas as enzimas necessárias para realizar a degradação do 
material lignocelulósico e a utilização dos açúcares resultantes na produção de 
etanol. Esse processo é denominado Bioprocessamento Consolidado (CBP, do 
inglês Consolidated BioProcessing) e eliminaria completamente um dos grandes 
custos de produção das biorrefinarias, que são as enzimas celulolíticas para o 
processo de hidrólise. O grupo do pesquisador Lee Lynd, fundador da empresa 
Mascoma, publicou uma demonstração de uma levedura capaz de crescer e 
fermentar na presença de celulose pura, sem outra fonte de carbono (den HAAN et 
al., 2007). No entanto, crescimento e fermentação são ainda demasiadamente 
lentos, devido à baixa eficiência da espécie para produção e secreção de enzimas 
em grandes quantidades. 
Outro caminho que está em desenvolvimento é a utilização de linhagens de 
leveduras capazes de fermentar oligossacarídeos derivados da celulose, como 
celobiose e celotriose. Neste caso, as leveduras seriam utilizadas num processo 
chamado de sacarificação e fermentação simultâneas (Simultaneous 
Saccharification and Fermentation, SSF), sendo a fermentação feita na presença de 
celulases heterólogas. Este processo tem a vantagem de eliminar a necessidade de 
adição de beta-glicosidases ao coquetel de enzimas utilizado e de reduzir a inibição 
por produto das celulases, já que os oligômeros liberados por hidrólise são 
rapidamente internalizados e utilizados pelas leveduras. Essa estratégia pode ser 
desenvolvida de duas maneiras distintas, por modificação genética de S. cerevisiae 
(GALAZKA et al, 2010; SADIE et al., 2011) ou por isolamento e identificação de 
populações naturais que tenham a capacidade de fermentar estes oligômeros, 
produzindo etanol (SANTOS et al, 2011). 
 Assim como existem desafios do ponto de vista de utilização dos substratos 
derivados da biomassa em uma biorrefinaria, a produção de uma grande variedade 
de compostos requer micro-organismos específicos para a produção de cada 
substância diferente desejada ao final do processo. Existem duas estratégias 
possíveis para obter estes micro-organismos: a seleção dentro da biodiversidade 
existente e a engenharia genética de organismos bem conhecidos para a introdução 
de novas rotas metabólicas (WEEKS; CHANG, 2011). 
286 
 
Na seleção, organismos depositados em bancos de cultura são cultivados e 
avaliados quanto à capacidade de produção de diferentes compostos. Nesta 
estratégia, a grande diversidade de metabolismos microbianos existentes nos 
ambientes naturais é explorada para realizar as reações químicas necessárias. No 
entanto, muitos micro-organismos isolados de ambientes naturais não se adaptam 
bem ao ambiente de laboratório e apresentam crescimento lento e baixa eficiência 
na conversão do substrato ao produto de interesse. Para tornar tais processos 
economicamente vantajosos, é necessário o desenvolvimento de estratégias de 
cultivo que aumentem o rendimento e a produtividade final do produto desejado. Um 
caso de sucesso desta estratégia é exemplificado no processo de produção de 
antibióticos beta-lactâmicos (penicilina e cefalosporina), que até hoje são produzidos 
por fungos. O desenvolvimento deste processo resultou em uma redução, durante o 
período de 1950 até 2000, de cerca de dez vezes o custo de sua produção 
(ELANDER, 2003). 
Visando evitar as desvantagens da utilização de micro-organismos selvagens 
isolados para a produção em biorrefinarias, a estratégia de modificação genética 
permite a transferência de vias metabólicas de interesse para organismos de 
desempenho industrial bem estabelecido (WEEKS; CHANG, 2011). Um exemplo 
importante da aplicação deste método é possibilitar a produção de outros 
compostos de interesse. A empresa de biotecnologia norte-americana Amyris 
desenvolveu uma linhagem de levedura com uma via metabólica para produção de 
compostos isoprênicos. Inicialmente, esta linhagem foi utilizada para produção de 
um composto com atividade anti-malárica, a artemisinina (RO et al., 2006). Este 
composto era obtido até então industrialmente a partir de extratos de Artemisia 
anuum, mas o custo final do fármaco produzido era elevado demais para 
distribuição nas nações africanas mais afetadas pela malária. A linhagem 
desenvolvida por Ro e colaboradores (2006) produz um precursor da artemisina 
quando cultivada em caldo de cana-de-açúcar. Posteriormente, o precursor é 
isolado e convertido em artemisinina em um processo químico simples, gerando o 
fármaco de interesse. Este processo é rentável, pois o custo de produção da 
artemisinina pelo processo atual é muito elevado e, mesmo sendo produzido em 
concentrações baixas, a recuperação do composto produzido pelas leveduras 
modificadas representa um custo menor (RO et al., 2006). 
Uma estratégia de manipulação gênica muito similar está sendo desenvolvida 
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pela mesma empresa para a produção de um composto objetivando a substituição 
do óleo diesel em motores, o farneseno. Esse composto também é produzido a 
partir de caldo de cana-de-açúcar e, por ser hidrofóbico, pode ser facilmente isolado 
do meio de fermentação, que se separa em fases aquosa e orgânica. No entanto, 
até o momento este processo não é conduzido em escala industrial e sua aplicação 
na indústria de biocombustíveis é onerosa, devido ao desempenho fermentativo 
inferior das linhagens desenvolvidas quando comparadas com as selvagens.  
 O conceito de biorrefinaria propõe mudanças fundamentais na forma como a 
indústria química irá obter suas matérias-primas e também nos métodos de 
transformação destas em produtos finais. A eliminação, mesmo que parcial, do 
petróleo como fonte de precursores para sínteses químicas poderá contribuir de 
forma significativa para tornar a produção de compostos orgânicos em uma indústria 
sustentável. Ainda existem grandes desafios para que uma biorrefinaria se torne 
viável, utilizando leveduras ou qualquer outro micro-organismo, mas o esforço de 
pesquisa que está sendo direcionado para este propósito indica que há um grande 
interesse da indústria em promover essas mudanças na direção de processos mais 
verdes. 
 
Conclusões Finais 
A levedura S. cerevisiae é talvez o organismo melhor compreendido pela 
ciência, sendo o modelo que mais contribuiu para a compreensão dos processos 
básicos das células eucarióticas. Também na indústria, o seu papel é fundamental. 
Cepas selvagens mostram desempenho extraordinário na produção de bebidas 
alcoólicas e etanol combustível de primeira geração, e a transgenia permite a 
produção de diversas proteínas recombinantes importantes para a indústria 
farmacêutica e a biotecnologia industrial. Nos últimos anos, o desenvolvimento de 
tecnologias de alto desempenho renovou o potencial desse já extraordinário 
organismo. O sequenciamento high-troughput tem possibilitado desvendar o 
genoma de cepas industriais e entender a sua programação genética ao longo da 
fermentação. Por outro lado, as técnicas de biologia sintética têm permitido 
intervenções complexas, como a inclusão de novos metabolismos nas células de 
levedura, tornando-as capazes de utilizar e converter, com eficiência, substratos 
improváveis, como celulose e a hemicelulose. E esse parece ser apenas o começo. 
Com o desenvolvimento das biorefinarias teremos uma miríade de produtos 
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renováveis que podem ser feitos dentro dessas eficientes biofábricas, com 
consequente substituição de fontes fósseis por renováveis. Portanto, a levedura 
cada vez mais tem papel central para um futuro sustentável da nossa civilização.  
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